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1. Einleitung und Problemstellung 
Die Europäische Erneuerbare-Energien-Richtlinie 2009/28/EG fordert bis 2020 die 
Substitution von 10 % des Energieverbrauchs im Verkehrssektor durch erneuerbare 
Energien. In Deutschland betrug der Anteil 2017 jedoch lediglich 5,2 % mit sinkender 
Tendenz.[1] Bei Ottomotoren wird dieses Ziel nur durch die Zumischung von 
Bioethanol erreicht. Zudem hat Bioethanol den Vorteil, dass es eine wichtige 
Plattformchemikalie darstellt und somit den Zugang zu einer biobasierten 
Folgechemie ermöglicht. So wird zum Beispiel durch die Dehydratisierung des 
Alkohols zu Ethylen eine dreimal höhere Wertschöpfung im Vergleich zum 
Bioethanol erzielt. In Deutschland ist die Bioethanolproduktion bereits jetzt ein 
bedeutender Wirtschaftssektor, der nahezu ausschließlich auf heimische Rohstoffe 
zurückgreift. Die Produktion von Bioethanol in Deutschland betrug 2017 672.930 t, 
was eine Erniedrigung um 8,8 % im Vergleich zum Vorjahr bedeutet.[2] Derzeit erfolgt 
die Produktion in fünf großen Anlagen zwischen 50.000 und 285.000 t Ethanol pro 
Jahr.[3] Jedoch finden in Deutschland aktuell lediglich Futtergetreide (30 % Mais, 
28 % Weizen, 10 % Roggen, 3 % Gerste, 3 % Triticale) und Industrierüben (21,6 %) 
den Einsatz als Rohstoff. Des Weiteren wird Bioethanol aus Mais aus dem 
europäischen Ausland sowie Nordamerika importiert.[3] Somit steht die 
Bioethanolindustrie in Konkurrenz zur Futtermittelindustrie und zum anderen birgt 
dieses die Gefahr der verstärkten Anpflanzung von Monokulturen, was wiederum zur 
erheblichen Verschlechterung der Bodenqualität beiträgt. Damit verbunden ist ein 
höherer Bedarf an Düngemitteln sowie Pestiziden, Herbiziden und Fungiziden,[4] was 
in keinerlei Hinsicht einer ressourcenschonenden sowie nachhaltigen Wirtschaft 
entspricht. 
Abhilfe wird durch die Verwendung von lignocellulosehaltigen Reststoffen geleistet. 
So fallen in Deutschland zum Beispiel jährlich bis zu 215 Mio. t landwirtschaftliche 
Reststoffe, darunter ca. 30 Mio. t Getreidestroh an.[5] Durch eine gezielte ganzheitliche 
stoffliche Verwertung kann ein Zugang zu zum Beispiel Bioethanol, Aromaten (z.B. 
Phenol, Catechol), Essigsäure aber auch Düngemitteln geschaffen werden. Dieses 
ermöglicht eine (Teil)substitution fossiler Rohstoffe, ohne zusätzliche Anbauflächen 
zu benötigen. 
Die Entwicklung effektiver Verfahren zur Produktion von Bioethanol aus 
Lignocellulose kann einen bedeutenden Beitrag zur Schaffung einer nachhaltigen 




ressourcenschonenden Wirtschaft leisten. Für dessen Realisierung sind fundierte 
Kenntnisse über alle notwendigen Prozessschritte notwendig, um diese optimal 
aufeinander abstimmen zu können.  
Im Gegensatz zu stärke- und zuckerhaltigen Rohstoffen ist für die Fermentation der 
Lignocellulose eine Vorbehandlung sowie Hydrolyse der Biomasse notwendig. Durch 
die Entwicklung einer effektiven Vorbehandlungsmethode wird die Biomasse 
delignifiziert und die Zugänglichkeit für eine anschließende Hydrolyse erleichtert. 
Für die anschließende Hydrolyse werden Enzymkomplexe eingesetzt, welche die 
wasserunlöslichen Polysaccharide in deren wasserlöslichen Monomeren abbauen. Der 
wohl bekannteste Vertreter stammt dabei aus dem Pilz Trichoderma reesei. Da dieser 
über eine Vielzahl von Nachteilen, wie die geringe Toleranz gegenüber Lignin und 
Ethanol sowie einer unvorteilhaften Zusammensetzung der Einzelenzyme verfügt, 
wurde nach einem alternativen Enzymkomplex gesucht. Als vielversprechende 
Alternative wird unter anderen der Cellulasekomplex aus Penicillium verruculosum 
genannt,[6] jedoch existieren nur wenige Informationen bezüglich dessen 
Eigenschaften und Verhalten an natürlichen Substraten. 
Damit die Wirtschaftlichkeit der Bioethanolproduktion garantiert wird, ist eine 
Ethanolkonzentration von mindestens 4 Vol.-% notwendig. Bisherige 
Untersuchungen erreichten diesen Schwellenwert jedoch nicht, was die Notwendigkeit 
neuer Ansätze erklärt. Ein möglicher Ansatz stellt dabei die Fermentation hoher 
initialer Biomassekonzentration dar. Dieses bringt jedoch eine Vielzahl von Hürden 
mit sich, die im Wesentlichen auf einen erschwerten Wärme- und Stofftransport 
beruhen. Es besteht ein großer Forschungsbedarf die einzelnen Hürden zu 
identifizieren, um dieses dann anschließend durch innovative Ideen zu beseitigen. 
Neben den Enzymkosten sind insbesondere die Kosten für das Downstream 
Processing sehr hoch. Soll Bioethanol als alternativer Kraftstoff eingesetzt werden, 
bedarf es einer Entwässerung durch Rektifikation, azeotroper Destillation und/oder 
Membrantechniken. Diese Verfahren sind alle sehr zeit-, energie- sowie 
kostenintensiv. Anstrebenswert ist daher die Entwicklung einer alternativen Nutzung 
des Fermentationsalkohols. Ein interessanter Ansatz stellt dabei die katalytische 
Umsetzung zu hochwertigen Folgeprodukten wie Ethylen dar. 
Ziel dieser Arbeit ist es, sich den bestehenden Hürden zu stellen und durch 
Kombination aus biotechnologischer und chemischer Verfahren ein Konzept zur 
stofflichen Verwertung des Kohlenhydratanteils von Lignocellulose zu entwickeln. 




Dabei soll der gesamte Prozess, ausgehend von Weizenstroh, abgebildet und optimiert 
werden. Im Fokus der Untersuchungen steht die Charakterisierung und Optimierung 
der enzymatischen Hydrolyse von aus Weizenstroh isoliertem Zellstoff mittels einem 
Enzymkomplex aus P. verruculosum. Neben der Bestimmung der optimalen 
Versuchsbedingungen (Temperatur, pH-Wert, Reaktionsmedium, Substrat- und 
Enzymkonzentration) erfolgen umfangreiche Versuche zum Adsorptions- sowie 
Inhibierungsverhalten. Die dabei gewonnenen Erkenntnisse bilden das Fundament für 
die Entwicklung eines effektiven Verfahrens zur Ethanolproduktion. Dazu wird, 
aufbauend auf die Optimierungsversuche zur Hydrolyse, zunächst die Fermentation 
und anschließend die simultane Verzuckerung und Fermentation (SSF-Prozess) 
optimiert. Das Ziel dabei ist es, eine Ethanolkonzentration > 4 Vol.-% in einer 
möglichst kurzen Reaktionszeit zu produzieren. Dabei wird auf jegliche gentechnische 
Modifizierung verzichtet. Die oberste Prämisse der Prozessentwicklung ist es, das 
Verfahren so einfach wie möglich zu gestalten, um anfallende Prozesskosten 
möglichst gering zu halten. Um die Flexibilität des entwickelten Prozesses zeigen zu 
können, wird, nach vollständiger Optimierung der Reaktionsbedingungen, das 
Verfahren von Weizenstroh auf andere Einjahrespflanzen wie zum Beispiel 
Miscanthus übertragen. Nach erfolgreicher Prozessentwicklung erfolgt eine 
Maßstabsvergrößerung in den Technikumsmaßstab, um weitere Hürden identifizieren 
zu können. Die dabei gewonnenen Ergebnisse und Erkenntnisse bilden anschließend 
die Basis einer Wirtschaftlichkeitsanalyse. Die anfallenden Prozesskosten werden 
dabei berechnet und mit vorhandenen Literaturangaben verglichen. Darüber hinaus ist 
es das Ziel die Folgekonversion von Ethanol zu Ethylen näher zu betrachten, um eine 
alternative Wertschöpfungskette zu erschließen. 
Für eine ganzheitliche stoffliche Verwertung der Lignocellulose ist zudem die 
Nutzung der Hemicellulose und des Lignins notwendig. Dafür sollen Wege aufgezeigt 
und beispielhaft untersucht werden. 
Das Ziel dieser Arbeit ist es somit, einen effizienten und ökonomischen Prozess zu 
entwickelt, der die Produktion von mindestens 4 Vol.-% Ethanol ermöglicht. Die 
Entwicklung basiert dabei auf dem Prinzip der Bioökonomie mit dem Gesamtziel einer 
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2.1 Lignocellulose als Alternative zu fossilen Rohstoffen 
Lignocellulose ist Hauptbestandteil der Pflanzenzellwand und verleiht der Pflanze 
Stabilität und Schutz vor mikrobiellen Abbau. Aus diesem Grund findet sich 
Lignocellulose sowohl in lebenden Pflanzen als auch in biogenen Reststoffen wieder. 
Im Wesentlichen besteht Lignocellulose aus Lignin, Cellulose und Hemicellulose 
sowie den Nebenbestandteilen Pektin, Protein, Extraktstoff (Wachse, Chlorophylle, 
stickstoffhaltige Verbindungen) und anorganische Anteile (Salze, silikatische 
Bestandteile).[11–13] Die Zusammensetzung variiert dabei je nach 
Pflanzenart, -herkunft, -alter und Wachstumsbedingungen.[12] Einen weiteren 
wichtigen Einfluss hat zudem der Zeitpunkt der Ernte.[14] In Tabelle 2.1 ist die 
Zusammensetzung ausgewählter Biomassen zusammengestellt. 
 
Tabelle 2.1 Übersicht der Zusammensetzung [%] der Hauptbestandteile ausgewählter 
Biomassen 
 Biomasse Cellulose Hemicellulose Lignin Quelle 
Gräser 
Switchgrass 32-45 25-31 12-18 [11, 12, 15, 16] 
Miscanthus 36-39 18-31 16-23 [17, 18] 
Laubholz 
Weide 43-49 14-22 20-26 [18–20]  
Buche 40-41 20-28 25-27 [21, 22]  
Nadelholz 
Kiefer 44-48 21-23 26-28 [16, 23]  









Weizenstroh 33-45 20-50 7-23 [12, 15, 20, 26–29] 
Maisstroh 36-43 21-30 8-23 [12, 19, 26, 30, 31]  




Bagasse 33-40 24-30 18-26 [15, 26] 
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gewonnen wird, weist zum Beispiel einen DP von 300 bis 1.700 auf. Andere 
Pflanzenfasern, in Abhängigkeit der Isolationsmethode, hingegen eher 800 bis 
10.000.[36, 38, 41, 42] 
Die lineare Anordnung der Glucosemoleküle ermöglicht die Ausbildung einer 
Vielzahl von Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den einzelnen Polymerketten, 
wodurch eine kristalline Struktur ausgebildet wird, was die Hydrolyse der 
glycosidischen Bindungen erschwert.[37, 38] Einzelne Polymerketten (20-300) werden 
zudem durch Wasserstoffbrückenbindungen und Van-der-Waals-Kräften gebündelt, 
wodurch sogenannte Mikrofibrillen entstehen, welche wiederum Fasern 
bilden.[37, 39, 42, 43]  
Die Kristallinität stellt einen wichtigen Einflussfaktor auf die Hydrolysierbarkeit dar. 
Bei nativer Cellulose handelt es sich um Cellulose I, die thermodynamisch instabilste 
Modifikation.[36, 38] Durch chemische oder thermische Behandlung der nativen 
Cellulose werden die kristallinen Modifikationen Cellulose II, III und IV sowie 
amorphe Bereiche ausgebildet.[41] Der Unterschied der einzelnen Modifikationen liegt 
im Wesentlichen in der Anordnung der Celluloseketten in der Elementarzelle, der 
Orientierung der Ketten zueinander und der daraus resultierenden Anordnung der 
inter- und intramolekularer Wasserstoffbrückenbindungen.[41] Bereits seit Mitte der 
1930er Jahre werden Kristallstrukturanalysen von Cellulose mit unterschiedlichen 
Ursprüngen untersucht. Die Gewinnung von Cellulosekristallen ist sehr schwierig, 
weshalb die Kristallstruktur bis heute nicht vollständig aufgeklärt ist. Die ersten 
Kristallstrukturanalysen von Cellulose I gingen von einer antiparallelen Ausrichtung 
der Celluloseketten aus. Spätere Untersuchungen, die heute allgemein anerkannt sind, 
zeigen hingegen eine parallele Ausrichtung der Ketten in der Elementarzelle.[38] 
Cellulose II (Regeneratcellulose) entsteht durch die Behandlung nativer Cellulose mit 
Chemikalien, vor allem NaOH. Dabei erfolgt die Einlagerung der Reagenzien in das 
Gitter, sodass dieses aufgeweitet wird und sich die Gitterebenen verschieben. Daraus 
folgt eine antiparallele Anordnung der Ketten in der Elementarzelle und die 
Veränderung der inter- und intramolekularen Wasserstoffbrückenbindungen 
(Abbildung 2.3). Im Cellulose I-Kristall befinden sich die Wasserstoffbrücken 
insbesondere zwischen der Hydroxy-Gruppe des C(3)-Atoms und dem 
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Es wird deutlich, dass es eine Vielzahl von Hemicellulosen gibt, die sich stark in ihren 
chemischen Strukturen unterscheiden. In Tabelle 2.2 ist abschließend eine Übersicht 
zu den unterschiedlichen Typen und deren Vorkommen zusammengestellt. 
Tabelle 2.2 Übersicht über die gängigsten Hemicellulosetypen (nach Peng et al.[44]). 
Hemicellulose Vorkommen Gehalt [%TM] DP 
Homoxylan Algen   











Arabinogalactan Nadelbäume 5-35 100-600 
Galactoglucomannan Nadelbäume 10-25 40-100 
Glucomannan Laubbäume 2-5 40-70 
 
Die Funktion der Hemicellulose in der Zellwand besteht in der Verbindung der 
Cellulosefibrillen, um denen weitere Stabilität zu verleihen. Diese Verknüpfung 
basiert auf nichtkovalenten Bindungen.[46] Um die Zugänglichkeit der Cellulose 
signifikant zu verbessern, ist die Entfernung von mindestens 50 % der Hemicellulose 
notwendig.[42] 
Im Gegensatz zu Cellulose liegen Hemicellulosen nicht gebündelt vor und sind leicht 
hydrolysierbar.[39] 
Die Hemicellulosen in Weizenstroh zeigen ein Rückgrat aus β-1,4-Xylopyranose auf, 
welches mit Arabinofuranose, 4-O-Methylglucuronsäure, Acetyl-Gruppen, Xylose 
und Phenolsäuren substituiert ist. Mit 17 bis 20 % bildet Xylan den Hauptanteil, 
gefolgt von Arabinan mit 2,3 bis 3 %. Der Gehalt an Acetyl-Gruppen beträgt 1,7 bis 
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insbesondere Reststoffe wie zum Beispiel Stroh, Schalen und Blütenstiele verwendet 
werden. Im Rahmen dieser Arbeit wurden landwirtschaftliche Abfälle untersucht, im 
Mittelpunkt der Untersuchungen stand dabei Weizenstroh. 
Je nach Standort der Bioethanol-Anlage eignen sich unterschiedliche Biomassen als 
Einsatzstoffe. In Südamerika und Asien fallen jährlich große Mengen Bagasse an. In 
Nordamerika und Europa sind hingegen verschiedene Strohsorten die dominierten 
Abfälle aus der Landwirtschaft (Tabelle 2.3). 
Tabelle 2.3 Aufkommen ausgewählter Biomassen in Mio. t (nach Sarkar et al.[26]). 
Biomasse Afrika Asien Europa Amerika Ozeanien 
Reisstroh 20,9 667,6 3,9 37,2 1,7 
Weizenstroh 5,3 145,2 132,6 62,6 8,6 
Maisstroh 0,0 33,9 28,6 140,9 0,2 
Bagasse 11,7 74,9 0,01 87,6 6,5 
In Europa ist Weizenstroh der landwirtschaftliche Reststoff mit dem höchsten 
Aufkommen. Weltweit nimmt es Platz zwei hinter Reisstroh ein.[26, 56] In Nordamerika 
spielen vor allem Nebenprodukte der Maisernte (Stroh, Kolben, Blütenstiele) eine 
große Rolle.[57] Eine Studie vom Deutschen Biomasseforschungszentrum von 2012 
ergab, dass in Deutschland in den Jahren 1999 bis 2007 pro Jahr 215 Mio. t 
landwirtschaftliche Reststoffe (Frischmasse (FM)) produziert worden. Mit über 70 % 
bilden tierische Exkremente den Hauptanteil (Tabelle 2.4). Diese werden aktuell als 
organischer Dünger und zum Teil als Substrat für Biogasanlagen verwendet. Als 
Nebenprodukt der Ernte hat Getreidestroh den größten Anteil. Im Gegensatz zu den 
tierischen Nebenprodukten werden die pflanzlichen zur Humusbildung, als 
Futtermittel oder Einstreu und im geringen Maße als Energiequelle verwendetet.[5] 
Getreidestroh fällt bei der Ernte als Reststoff an, ist jedoch essentiell für die 
Humusbildung, sodass eine Rückführung gewährleistet werden muss. Bei zu geringer 
Rückführung verschlechtert sich die Bodenfruchtbarkeit signifikant. Allerdings gibt es 
auch Regionen mit hohem Getreidefruchtanteil in denen zu viel Stroh problematisch 
ist. In diesen Fällen führt eine zu hohe Rückführung vermehrt zu Krankheiten und zur 
Immobilisierung des Stickstoffs, was die Boden- und Saatbettbearbeitung 
verschlechtert. Zudem spielen Faktoren wie das Wetter, die Fruchtfolge und die 
Bodenfruchtbarkeit eine große Rolle.[58] Der optimale Zustand ist ein Gleichgewicht  




Tabelle 2.4 Produzierte landwirtschaftliche Reststoffe von 1999 bis 2007 in Deutschland (nach 






Getreidestroh (Weizen, Roggen, Gerste, 
Triticale und Hafer) 
30 14 
Rapsstroh 7,5 14 
Körnermaisstroh 4 14 
Ernterückstände Hackfrüchte (Kartoffel 
und Zuckerrübe) 
19 82-85 
Rapspresskuchen 3 10 
Rinder- und Schweinegülle 122 90 
Festmist (Rinder-, Schweine-, Pferde-, 
Schafs- und Geflügelmist inkl. 
Hühnertrockenkot) 
30 75 
Summe 215  
aus Entnahme und Rückführung.[5] Dazu gibt es eine Vielzahl von Studien, die 
unterschiedliche Annahmen treffen. Demnach sollen 56 bis 73 % des Strohs 
rückgeführt werden. Somit liegt das nachhaltige Strohpotenzial Deutschlands bei 8 bis 
13 Mio. t FM pro Jahr.[5] Weltweit fielen 2017 etwa 750,5 Mio. t Weizen an.[59] Bei 
einem Stroh-Korn-Verhältnis von 1,3[5, 50, 57] entspricht das 975,7 Mio. t Weizenstroh. 
In Deutschland betrug 2016 die Weizenernte 24,5 Mio. t.[60] Somit wurden 31,9 Mio. t 
Weizenstroh produziert. Unter Berücksichtigung der Rückführung bleiben jährlich 8,6 
bis 14,1 Mio. t Weizenstroh für die stoffliche Nutzung. Geht man von einem 
durchschnittlichen Cellulosegehalt von 40 % und einem vollständigen Umsatz aus, ist 
die Produktion von weltweit jährlich etwa 78,4 Mio. t und in Deutschland 2,6 Mio. t 
Bioethanol aus Weizenstroh möglich. Bei einem Kraftstoffäquivalent (siehe Infobox) 
von 0,7[57] entspricht dies einer jährlichen Substitution von weltweit 54,9 Mio. t und 
in Deutschland 1,8 Mio. t Benzin durch Bioethanol aus Weizenstroh, was einem 






Dieses zeigt das große Potential von Weizenstroh als Rohstoff für die Herstellung von 
Bioethanol. 
Für das Erreichen eines möglichst hohen Substitutionsgrades von Benzin, ist eine 
Optimierung des Herstellungsverfahrens von Bioethanol unerlässlich. Dieses kann 
durch verschiedene Stellschrauben bezweckt werden. Vor allem die Enzymproduktion 
sowie die Vorbehandlung der Biomasse zur Bereitstellung der Cellulose sind wichtige 
Bausteine für einen effizienten Prozess. Aber auch die Optimierung der Fermentation 
insbesondere in Hinblick auf die Feststoffbelastung ist ein wichtiger Aspekt. Aus 





2.2.1 Zielsetzung und Herausforderungen 
Der erste und grundlegende Schritt der Herstellung von Bioethanol aus Lignocellulose 
ist die Vorbehandlung des Rohstoffes. Ziel dieses Schrittes ist zum einen die 
Konfektionierung der Biomasse und zum anderen die Auftrennung in Cellulose, 
Hemicellulose und Lignin. Notwendig ist dieser Schritt, um die darauffolgende 
enzymatische Hydrolyse zu verbessern und zu beschleunigen.[62, 63] Dazu ist es 
erforderlich, die Kristallinität der Cellulose zu verringern, die innere Oberfläche zu 
vergrößern und Lignin sowie Hemicellulosen möglichst vollständig abzutrennen.[42, 62–
66] Für eine ganzheitliche stoffliche Nutzung der Biomasse ist deren Fraktionierung 
notwendig. Die kohlenhydratreiche Fraktion (Holocellulose) kann zur Herstellung von 
Bioethanol genutzt werden, die Lignin-Fraktion sollte weiter aufgearbeitet und zur 
Gewinnung aromatischer Grundchemikalien genutzt werden. Dieses verbessert die 
Prozesswirtschaftlichkeit erheblich. Weitere wichtige Faktoren für die 
Prozessökonomie sind die Kapital- und Betriebskosten. Zudem sollte die 
Vorbehandlungsmethode für ein breites Spektrum an Biomassen nutzbar sein, um den 
Infobox: Kraftstoffäquivalent 
Das Kraftstoffäquivalent gibt an, wieviel eines konventionellen Kraftstoffes durch 
eine Einheit des Biokraftstoffes ersetzt werden kann. Als Berechnungsgrundlage 





Prozess möglichst flexibel gestalten zu können.[42, 63] Dieses gewährleistet zudem eine 
Unabhängigkeit von Missernten, geringen Rohstoffqualitäten sowie die ganzjährige 
Verfügbarkeit von Rohstoffen. Ein weiterer wichtiger Aspekt ist das Recycling der 
Aufschlusschemikalien bzw. Katalysatoren.[42, 63] Für die nachfolgende Hydrolyse ist 
außerdem entscheidend, dass während der Vorbehandlung keine Inhibitoren entstehen, 
die die Enzymaktivität herabsetzen.[42, 63, 64] Des Weiteren sollten die Saccharide nicht 
abgebaut werden, um eine möglichst hohe Ethanolausbeute gewährleisten zu 
können.[62, 63] 
Oftmals wird als Hauptgrund für die Anwendung einer Vorbehandlung die Entfernung 
des Lignins genannt. Die natürliche Funktion des Lignins besteht unter anderen darin, 
die Pflanze vor mikrobiellen Abbau zu schützen. Genau dieser Schutzmechanismus 
erschwert die Zugänglichkeit für die Enzyme, was den Hydrolysegrad verringert. 
Außerdem fungiert das Lignin aufgrund von Veresterungen als Klebstoff zwischen 
Cellulose und Hemicellulose. Der Grad dieser Veresterung sowie die Art der 
Vernetzung des Lignins spielt eine große Rolle für den enzymatischen Abbau der 
Lignocellulose.[67] 
Durch die enzymatische Hydrolyse nativer Biomasse wurden nur Umsätze (bzgl. 
Kohlenhydratanteil) kleiner 47 % erzielt (Abbildung 2.12). Steigende Ligningehalte 
führen zudem zu einem nahezu linearen herabsinken des Umsatzes. Dieses zeigt 
deutlich, dass eine möglichst vollständige Abtrennung des Lignins durch die 
Vorbehandlung essentiell ist. Am Beispiel Raps und Weizenstroh wird deutlich, dass 
 
Abbildung 2.12 Abhängigkeit des Umsatzes der Hydrolyse von nativer Lignocellulose vom 
Ligningehalt. Dargestellt ist der Umsatz nach 24 Stunden enzymatische Hydrolyse von 2 Gew.-% 
Biomasse mit dem Enzymkomplex aus P. verruculosum (100 IU·g-1 TM) in Citratpuffer (pH 5; 





die Pflanzenfamilie nur einen geringen Einfluss auf den Umsatz hat. Bei annähernd 
gleichen Ligningehalten wurden ähnliche Umsätze bestimmt. In der Literatur wird 
eine Vielzahl von Vorbehandlungsmethoden diskutiert. Im Folgenden soll ein kurzer 
Überblick über die gängigsten Methoden gegeben werden, ohne den Anspruch auf 
Vollständigkeit zu haben. 
Eine Einteilung der Vorbehandlungsmethoden kann in physikalische, chemische, 
physikochemische und biologische Methoden erfolgen. 
 
 
2.2.2 Physikalische Methoden 
Das Hauptziel der physikalischen Methoden ist die Zerkleinerung der Biomasse und 
nicht die Fraktionierung.[62] Die Verwendung zerkleinerter Biomasse erzielt eine 
bessere Homogenisierung, was den Stoff- und Wärmetransport verbessert.[55, 66] 
Übliche Methode sind dabei Häckseln, Schneiden, Zerspanen und Mahlen. Durch 
Zerspanen wird dabei eine Größe von 10 bis 30 mm, durch Mahlen sogar 0,2 bis 2 mm 
erreicht.[42, 56, 64] Zusätzlich zur Zerkleinerung erfolgt beim Mahlen eine Verringerung 
der Kristallinität und des Polymerisationsgrads der Cellulose, was die Zugänglichkeit 
für die Enzyme verbessert.[42, 62, 65, 66] 
Auch die Behandlung mit γ-Strahlung, Ultraschall, Mikrowellen oder Elektrostrahlen 
ist Gegenstand aktueller Untersuchungen.[62] Durch γ-Strahlung werden 
β-glycosidische Bindungen gebrochen, wodurch die innere Oberfläche vergrößert und 
die Kristallinität verringert wird.[42, 64, 65]  
Im Rahmen dieser Arbeit wurde am Institut für Holz- und Papiertechnik der TU 
Dresden natives Weizenstroh mit γ-Strahlen (10 und 100 kGy) bestrahlt und 
anschließend auf die Hydrolysierbarkeit untersucht. Die Ergebnisse (Tabelle 2.5)  
Tabelle 2.5 Ergebnisse der Untersuchungen zur Hydrolysierbarkeit der mit γ-Strahlen 
behandelten Strohproben. Aufgeführt ist die Konzentration der freigesetzten Glucose nach 24 
Stunden enzymatische Hydrolyse von 2 Gew.-% Biomasse mit dem Enzymkomplex aus 
P. verruculosum (100 IU·g-1 TM) in Citratpuffer (pH 5, 50 mM) bei 50 °C und 150 rpm. 
Biomasse c(Glucose) [g·L-1] 
Natives Stroh 2,96 
Bestrahltes Stroh 10 kGy 3,12 






zeigen, dass gegen die Erwartungen, eine Verschlechterung der freigesetzten 
Glucosekonzentration mit steigender Strahlendosis eintrat. In der Literatur wird mit 
zunehmender Strahlendosis ein Anstieg der Glucosekonzentration beschrieben. 
Jedoch ist dieses erst ab 300 kGy signifikant.[68] Die gewählten Strahlendosen sind 
somit nicht ausreichend, um eine signifikante Verbesserung der Hydrolyse zu erzielen. 
Zudem bedarf diese Methode einen hohen Energieeintrag sowie einen hohen 
Sicherheitsstandard, weshalb sie für großtechnische Anlagen ungeeignet 
erscheint.[42, 64, 65] Aufnahmen des bestrahlten Strohs mit einem hochauflösenden 
Digitalmikroskop bei 200facher Vergrößerung (Abbildung 2.13) zeigen, dass die 
Strohstruktur nur teilweise aufgebrochen wird. Weiterhin sind viele Spots auf der 
Oberfläche zu erkennen, die wahrscheinlich auf das Auftreffen der Elektronenstrahlen 
auf die Strohoberfläche zurückzuführen sind. Die Cellulosefasern werden somit nur 
punktuell freigelegt und somit der enzymatischen Hydrolyse nur teilweise zugänglich 
gemacht. Jedoch bewirken diese kleinen Löcher (ca. 30 µm Durchmesser) eine 
Vergrößerung der inneren Oberfläche, was die Hydrolyse wiederum vereinfacht.  
 
Abbildung 2.13 Aufnahmen von nativen Weizenstroh (A) und mit 10 kGy bestrahlen Weizenstroh 
(B) mittels Digitalmikroskop bei 200facher Vergrößerung. 
Als zweite physikalische Methode wurde die Zerfaserung durch thermomechanisches 
Refining (TMP) untersucht. Dieses Verfahren stammt ursprünglich aus der Papier- und 
Zellstoffindustrie und bezweckt eine Vergrößerung der inneren Oberfläche, was die 
enzymatische Hydrolyse verbessern sollte.[69] Diese Zerfaserung mit der daraus 
resultierenden Vergrößerung der inneren Oberfläche wird in der mikroskopischen 






Abbildung 2.14 Mikroskopische Aufnahmen (200fache Vergrößerung) von Stroh nach dem 
thermochemischen Refining (TMP). 
Allerdings wurde bei dieser Methode die chemische Zusammensetzung des 
Weizenstrohs nur geringfügig verändert (Tabelle 2.6). Durch eine anschließende 
Bestrahlung mit γ-Strahlen wurde der Ligningehalt geringfügig verringert, liegt aber 
im Bereich von nativen Weizenstroh. Im Vergleich zu TMP-Stroh hat sich der 
Cellulosegehalt verringert, ist aber noch höher als der im Ausgangsmaterial. Eine 
stärkere Veränderung erfolgte beim Hemicellulosegehalt. Dieser wurde durch 
Bestrahlung mit 10 kGy um 21,1 % gesteigert. Eine Erhöhung der Strahlendosis von 
10 auf 100 kGy konnte in Bezug auf Cellulose- sowie Ligningehalt keine signifikante 
Veränderung hervorrufen. Neben der chemischen Zusammensetzung wurde die 
Hydrolysierbarkeit (Tabelle 2.6) untersucht. Dabei zeigte sich, dass durch die 
Zerfaserung keine signifikante Veränderung der Hydrolysierbarkeit erfolgt. Eine 
anschließende Bestrahlung mit γ-Strahlen (10 kGy) bezweckte eine Umsatzsteigerung 
von lediglich 4,6 % im Vergleich zu nativen Weizenstroh. Nach Erhöhung der 
Strahlendosis auf 100 kGy wurde zudem eine Verschlechterung des Umsatzes um 
7,2 % im Vergleich zur Bestrahlung mit 10 kGy 
Tabelle 2.6 Chemische Zusammensetzung von nativen Weizenstroh (gehäckselt) und TMP-Stroh 
sowie TMP-Stroh nach der Bestrahlung mit γ-Strahlen [% bzgl. TM]. Außerdem erzielte Umsätze 









Cellulose 44,2 48,9 46,8 46,3 
Hemicellulose 30,7 27,9 33,8 30,7 
Lignin 19,3 22,8 19,4 19,5 





beobachtet. Die Veränderungen des Umsatzes in Folge der physikalischen 
Vorbehandlung sind daher nur geringfügig und im Bereich der natürlichen 
Schwankungen von Biomasse und somit nicht signifikant. Das Fazit der 
Untersuchungen der physikalischen Vorbehandlung ist, dass eine Zerkleinerung der 
Biomasse durch zum Beispiel Häckseln für eine bessere Handhabung notwendig ist, 
eine Zerfaserung oder Bestrahlung mit γ-Strahlen jedoch im Sinne der Fraktionierung 
der Biomasse und der Bioethanolproduktion nicht zielführend ist. 
 
 
2.2.3 Physikochemische Methoden 
In dieser Kategorie lassen sich Methoden einordnen, die physikalische und chemische 
Verfahren kombinieren. Die bestuntersuchtesten Prozesse sind dabei das Steam-
Explosion- und das AFEX-Verfahren (Ammonia fiber explosion). Betrachtet man 
Wasser in diesem Zusammenhang auch als Chemikalie, kann auch die hydrothermale 
Vorbehandlung (auch Autohydrolyse genannt) zu dieser Kategorie gezählt werden. 
Das Steam-Explosion-Verfahren wird bereits seit den 1920er Jahren zur Herstellung 
von Holzfaserplatten (Mansonit-Verfahren) genutzt.[70] Dabei wird die Biomasse für 
wenige Minuten mit Hochdruckdampf (20-50 bar, 160-290 °C) behandelt und 
anschließend schnell auf Atmosphärendruck entspannt.[26, 71] Dadurch kommt es zur 
explosiven Verdampfung der Zellflüssigkeiten, wodurch die Zellstrukturen zerreißen. 
Zudem erfolgt die Abspaltung der Acetat-Gruppen und somit die Bildung von 
Essigsäure, was zur Hydrolyse der Hemicellulosen führt. Als Ergebnis wird eine 
Flüssigphase reich an Mono- und Oligosacchariden sowie ein Feststoff bestehend aus 
Cellulose und Lignin erhalten. Eine Erhöhung der Effizienz des Prozesses ist durch 
die Zugabe von Schwefelsäure, Kohlendioxid oder Schwefeldioxid möglich. Dieses 
verbessert die Rückgewinnung der Hemicellulosen, erleichtert die enzymatische 
Hydrolyse und verringert die Bildung von Inhibitoren.[42] Unter optimierten 
Bedingungen werden sehr reine Produkte mit hohen Ausbeuten erhalten. Insbesondere 
die Isolation der Hemicellulosen bietet sich an. In der Literatur wird die Isolation von 
bis zu 65 % der enthaltenen Xylose beschrieben.[26] Durch Zugabe katalytischer 
Mengen Schwefelsäure werden sogar bis zu 90 % gewonnen.[70] Eine Trennung von 
Lignin und Cellulose ist nach dieser Methode jedoch nicht möglich. Während der 





Feststoff zurückbleibt, der einer thermischen Verwertung zugeführt werden kann. Eine 
stoffliche Verwertung ist aufgrund der hohen Verunreinigungen nur schwer möglich. 
Als Resultat des Steam-Explosion-Verfahrens werden die Poren und somit die innere 
Oberfläche de Biomasse vergrößert.[72] Ein großer Vorteil dieses Prozesses ist eine 
hohe Flexibilität bezüglich der Ausgangsstoffe, sodass sowohl landwirtschaftliche wie 
auch forstwirtschaftliche Reststoffe genutzt werden können.[70] Jedoch ist für eine 
effiziente Behandlung von Nadelhölzern die Zugabe von Schwefelsäure 
erforderlich.[42] Ein großer Vorteil dieses Verfahrens ist zudem, dass keine bzw. nur 
geringe Mengen Chemikalien notwendig sind, sodass er sehr umweltfreundlich ist. Die 
hohe Effizienz und die geringen Betriebskosten erklären, warum Steam-Explosion die 
Vorbehandlungsmethode ist, die in vielen Demonstrationsanlagen verwendet wird. So 
zum Beispiel in Brasilien (Iogen, Brazil) und Deutschland (Clariant, Straubing). Auch 
die weltweit größte Bioethanolanlage in den USA (Abengoa Bioenergy, Hugoton) 
nutzt eine säurekatalysiertes Steam-Explosion Verfahren zur Vorbehandlung von 
landwirtschaftlichen Reststoffen zur Produktion von 95 Mio. L Ethanol und 22 MW 
Energie pro Jahr.[73] 
Da mit Hilfe des Steam-Explosion-Verfahrens jedoch keine vollständige 
Fraktionierung der Hauptkomponenten möglich ist, ist diese Methode für eine 
vollständige stoffliche Nutzung der Biomasse ungeeignet. 
Im Rahmen eines EU-Projektes war es möglich, mit der Arbeitsgruppe von Florbela 
Carvalheiro vom Laboratório Nacional de Energia e Geologia (LNEG) in Portugal 
zusammenzuarbeiten. Diese Arbeitsgruppe beschäftigt sich bereits seit vielen Jahren 
mit der Autohydrolyse von Lignocellulose. Die Vorteile dieses Verfahrens sind, dass 
lediglich Wasser als Aufschlussmedium benötigt wird und nur eine geringe Gefahr vor 
Korrosion besteht. Zudem sind die Investitionskosten relativ gering.[27, 62] Für die 
Autohydrolyse wird im Reaktor die Biomasse mit Wasser gemischt (10 mL·g-1) und 
unter Druck und Rühren auf die gewünschte Temperatur (180 bis 220 °C) erhitzt. Nach 
Erreichen der Solltemperatur wird das System abgekühlt und eine Fest-Flüssig-
Separation vorgenommen. Im Gegensatz zum Steam-Explosion-Verfahren erfolgt das 
Abkühlen jedoch langsam. Unter den vorliegenden Reaktionsbedingungen weist 
Wasser einen pH-Wert von 5,6 und ein Ionenprodukt von 10-11 auf.[74] Dieses bewirkt 
die Abspaltung von Zuckersäuren und Acetyl-Gruppen unter Bildung organischer 
Säuren, wodurch die Hydrolyse glycosidischer Bindungen katalysiert wird.[48, 63, 66] 
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Abbildung 2.16 Umsatz-Zeit-Diagramm der enzymatischen Hydrolyse von Stroh vor und nach 
der Autohydrolyse. 
Hydrolyse einen Umsatz von 66 % (Abbildung 2.16), was ein Verfünffachen des 
Umsatzes von nativen Stroh entspricht. Grund dafür ist der geringe 
Hemicellulosegehalt, wodurch der Zugang der Cellulose für die Enzyme verbessert 
wird.[75] Zudem erfolgt durch die Vorbehandlung die Zerstörung der 
Zellwandstruktur[76] und es kommt zum Quellen der Cellulose. Beide Faktoren 
erleichtern die Zugänglichkeit der Cellulose für die Enzyme signifikant.[62] 
Mikroskopische Aufnahmen des Zellstoffs (Abbildung 2.15 rechts) zeigen zudem eine 
Zerfaserung des Materials durch die Vorbehandlung, wodurch die innere Oberfläche 
erhöht und die Adsorption der Enzyme auf den Fasern verbessert wird. Der Nachteil 
dieser Vorbehandlungsmethode ist, dass keine vollständige Trennung in Cellulose und 
Lignin erfolgt. Eine Isolation des Lignins ist nur nach einem vollständigen Abbau der 
Kohlenhydrate möglich. Zudem wird aufgrund der großen Wasservolumina ein hoher 
Energieeintrag für das Downstream Processing benötigt, was die Prozesskosten 
erhöht.[42]  
Die großtechnische Umsetzung der Autohydrolyse gelang im IBUS-Verfahren 
(Inbicon, Kalundborg, Dänemark). Dabei erfolgt nach der Autohydrolyse von 
Weizenstroh die enzymatische Verflüssigung mit anschließender Konversion in 
Ethanol mittels SSF-Prozess. Die Besonderheit des Verfahrens ist die Verzuckerung 
von 20 Gew.-% Weizenstroh, was einen vergleichsweise hohen Feststoffanteil 





werden als Melasse der Tierfütterung zugeführt.[77] Somit erfolgt eine vollständige 
Verwertung des Weizenstrohs jedoch nicht rein stofflich. 
Die Autohydrolyse wird ebenfalls im Green Power+ Verfahren von American Process 
(Alpena, USA) angewandt. Dabei wird die vorbehandelte Biomasse zur 
Stromerzeugung genutzt. Lediglich die extrahierten Kohlenhydrate werden stofflich 
zur Ethanolproduktion genutzt. Mittels Umkehrosmose wird zudem Kaliumacetat als 
Nebenprodukt gewonnen, was als Enteisungsmittel auf Flughäfen eigesetzt wird.[78] 
 
 
2.2.4 Biologische Vorbehandlungsmethoden 
Für die biologische Vorbehandlung wird Lignocellulose mit Mikroorganismen wie 
Braunfäule-, Weißfäule- und Moderfäulepilzen oder Bakterien zum Abbau von Lignin 
und Hemicellulose genutzt. Cellulose wird nicht oder nur im geringen Maß 
abgebaut.[62] In einer Vielzahl von Studien haben sich insbesondere Weißfäulepilze 
wie zum Beispiel Phanerochaete chrysosporium, Trametes versicolor, Ceriporiopsis 
subvermispora und Pleurotus ostreatus als geeignete Mikroorganismen für die 
Delignifizierung herauskristallisiert.[65, 79, 80] Durch den selektiven Abbau von Lignin 
wird der Kohlenhydratanteil der Biomasse freigelegt und somit für den enzymatischen 
Abbau zugänglich.[81, 82] Song et al. konnte durch eine 42 tägige biologische 
Vorbehandlung von Getreidestängel mittels dem Weißfäulepilz Irpex lacteus eine 
Delignifizierung von 43,8 % erzielen. Im Vergleich zu unbehandelter Biomasse 
konnte so der Hydrolyseumsatz um das Siebenfache erhöht werden.[82] Eine positive 
Begleiterscheinung des selektiven Ligninabbaus ist, dass kaum Verluste der 
Cellulosekonzentration auftreten.[80]  
Die Vorteile der biologischen Biomassebehandlung sind geringe Investitionskosten, 
ein geringer Energiebedarf, milde umweltfreundliche Bedingungen und das keine 
Chemikalien benötigt werden. Allerdings sind die Delignifizierungsraten 
vergleichsweise gering und es werden lange Verweilzeiten (mehrere Wochen) 
benötigt.[62, 65, 81] Hinzu kommt, dass momentan die Kosten für die verwendeten 
Mikroorgansimen sehr hoch sind, sodass trotz geringere Invest- und Betriebskosten 
die Gesamtkosten sehr hoch sind.[66] Ähnlich wie im Fall der physikalischen 
Vorbehandlungsmethoden erfolgt keine Fraktionierung der Hauptbestandteile, sodass 





ein Feststoff bestehend aus Restlignin, Cellulose und Resthemicellulose gewonnen. 
Zudem wird eine Flüssigphase erhalten, die sowohl aromatische Abbauprodukte des 
Lignins als auch Mono- und Oligosaccharide aufgrund des Abbaus der Hemicellulose 
enthält. Eine stoffliche Weiterverwertung ist aufgrund der Komplexität der 
Zusammensetzung nur mittels hohen prozesstechnischen Aufwand möglich. Aus 
diesem Grund wurde diese Vorbehandlungsmethode im Rahmen dieser Arbeit nicht 
näher untersucht. 




2.2.5 Chemische Vorbehandlungsmethoden 
Im Sinne der vollständigen stofflichen Nutzung der Biomasse nach Fraktionierung der 
Hauptbestandteile sind chemische Methoden die vielversprechendsten Ansätze. Die 
bedeutendsten chemischen Vorbehandlungsmethoden sind Aufschlüsse mit Säuren, 
Basen und organischen Lösungsmitteln. Eine untergeordnete Rolle spielen 




Beim Organosolv-Prozess wird die Biomasse mit einem organischen Lösungsmittel, 
wie Methanol, Ethanol, Aceton, Ethylenglycol und Tetrahydrofurfurylalkohol[62, 71, 83], 
vermischt und für 30 bis 90 Minuten erhitzt, um Lignin und Teile der Hemicellulose 
abzubauen.[84] Typische Aufschlusstemperaturen sind dabei 150 bis 200 °C.[65, 71, 84] 
Ein wichtiger Aspekt bei der Wahl des Lösungsmittels ist die möglichst einfache 
Rückgewinnung durch zum Beispiel Verdampfen und Kondensieren.[65] Aufgrund der 
vergleichsweise geringen Siedepunkte kommen daher insbesondere Ethanol und 
Methanol zum Einsatz.[71] In der Regel werden wässrige alkoholische Lösungen (35 
bis 70 Gew.-% Ethanol) mit einem Flüssig-Fest-Verhältnis von 4:1 bis 10:1 
verwendet. Der pH-Wert der Aufschlusslösung liegt damit zwischen pH 2,0 und 
3,8.[84] Um die Aufschlusstemperatur minimieren und die Delignifizierungsrate zu 
erhöhen, werden Katalysatoren, wie zum Beispiel Oxalsäure, Salicylsäure oder 





Während des Aufschlusses erfolgt die Hydrolyse der Hemicellulose in Mono- und 
Oligosaccharide sowie Essigsäure, welche wiederum katalytisch aktiv ist. Zudem 
kommt es zur Depolymerisation des Lignins durch Spaltung der 
Etherbindungen.[62, 71, 84] In Folge des Aufschlusses geht das Lignin in die organische 
Phase über, sodass nach der Vorbehandlung eine Extraktion des Lignins zur 
Weiterverwertung möglich ist. Nach erfolgreicher Extraktion und Konzentrierung der 
Flüssigphase wird ein Zuckersirup erhalten, welcher fermentativ aufgearbeitet wird.[42] 
Als Feststoff bleibt eine reaktive Cellulose, die zur Produktion von Bioethanol genutzt 
werden kann. Der Organosolv-Prozess zeichnet sich außerdem durch hohe 
Ligninausbeuten (bis zu 70 %) sowie dem geringen Abbau von Cellulose (< 2 %) 
aus.[85] Zudem können sowohl ligninarme wie auch ligninreiche Rohstoffe zum 
Einsatz kommen, was den Prozess eine hohe Flexibilität verleiht.[42, 83] 
Die Vorteile dieses Verfahrens bestehen in der leichten Wiedergewinnung des 
Aufschlussmediums und der Isolation des Lignins mit hoher Reinheit. Jedoch ist die 
Verwendung von organischen Lösungsmitteln immer mit hohen 
Sicherheitsmaßnahmen sowie hohen Kosten verbunden.[62, 66, 71] Durch den 
zusätzlichen Einsatz eines Katalysators erhöhen sich die Prozesskosten und die Gefahr 
von Korrosion steigt.[83] 
Der Organosolv-Prozess wird bereits in einer Demonstrationsanlage in Kanada 
(Lignol-Process) eingesetzt. Dazu wird insbesondere Holz (Tulpenbaum) bei 198 °C 
und 30 bar mit Ethanol aufgeschlossen. Die Isolation des Lignins erfolgt durch Fällung 
mittels Prozessdampf aus der Aufschlusslösung. Eine destillative Aufarbeitung der 
Aufschlusslösung ermöglicht die Rückgewinnung des Ethanols als Kopfprodukt sowie 
die Gewinnung von Essigsäure, Furfural, Xylose und Extraktstoffen aus dem Sumpf. 
Der Zellstoff wird zur Gewinnung von Bioethanol genutzt.[84]  
Im Rahmen dieser Arbeit erfolgten Untersuchungen zum sogenannten Natural Pulping 
Verfahren. Die dafür notwendigen Biomasseaufschlüsse wurden von Mitarbeitern des 
Sächsischen Instituts für Angewandte Biotechnologie e.V. (SIAB, Leipzig) 
durchgeführt. Der Aufschluss erfolgte dabei, in Anlehnung an ein Patent von S. 
Siegle[86], durch in situ gebildete Perameisensäure. Dazu wird die Biomasse mit 
Ameisensäure und katalytische Mengen Wasserstoffperoxid (30 Gew.-%) unter 
Rückfluss erhitzt. Nach Beendigung des Aufschlusses erfolgte eine Fest-Flüssig-
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Ligningehalt signifikant, was mit Ergebnissen aus der Literatur korrespondiert.[87, 90, 91] 
Ab Säurekonzentrationen größer 60 Gew.-% finden verstärkt oxidative Reaktionen 
des aromatischen Rings statt, wodurch deren elektronische Resonanz aufgehoben 
wird.[90] Dadurch erfolgt ein Abbruch des Ligninabbaus, wodurch dessen Gehalt nicht 
weiter gesenkt wird. Die Erhöhung der Säurekonzentration resultiert jedoch in einen 
zunehmenden Abbau der Hemicellulosen durch Dehydratisierung (Abbildung 2.20). 
In Abbildung 2.21 sind exemplarisch zwei mikroskopische Aufnahmen von Zellstoff 
aus dem Natural Pulping Prozess gezeigt. Dabei wird eindrucksvoll gezeigt, dass unter 
optimalen Aufschlussbedingungen (A) neben Strohresten feine Cellulosefasern 
vorliegen. Wird im Gegensatz zu den optimierten Bedingungen nur eine 30 %ige 
Ameisensäure verwendet (B) ist der feinfasrige Anteil geringer, wodurch die 
Hydrolyseraten sinken. 
 
Abbildung 2.21 Mikroskopische Aufnahmen von Zellstoff nach dem Natural Pulping Verfahren. 
A: optimale Aufschlussbedingungen: 60 %ige Ameisensäure, 40 Minuten; B: 30 %ige 
Ameisensäure, 40 min. 
Die Ergebnisse zeigen deutlich, dass eine Vorbehandlung der Biomasse essentiell ist. 
Jedoch wurde nach 24 Stunden enzymatischer Hydrolyse lediglich ein Umsatz von 
maximal 74 % erreicht, was wahrscheinlich an den mit 11 % noch hohen 
Restligningehalt des Zellstoffes liegt. 
Als optimale Aufschlussparameter erwies sich ein Aufschluss mit 60 %iger 
Ameisensäure unter Zugabe katalytischer Mengen 30 %iger Wasserstoffperoxid-








Die Vorbehandlung von Biomasse mittels Säuren zielt auf den hydrolytischen Abbau 
von Hemicellulosen und Lignin. Dazu werden entweder konzentrierte Säuren bei 
niedrigen Temperaturen oder verdünnte Säuren bei hohen Temperaturen eingesetzt. 
Typische Säuren sind dabei Schwefelsäure, Salzsäure, Salpetersäure und 
Phosphorsäure. Aufgrund der hohen Gefahr von Korrosion spielen konzentrierte 
Säuren jedoch eine untergeordnete Rolle.[56]  
Insbesondere der schwefelsaure Biomasseaufschluss hat sich als sehr effizient bzgl. 
des Abbaus der Hemicellulosen erwiesen. Dazu werden Konzentrationen kleiner 
4 Gew.-% eingesetzt.[56, 64] Durch den sauren Aufschluss erfolgt die Hydrolyse 
β-glycosidischer Bindungen, woraus ein Abbau der Hemicellulosen resultiert. 
Außerdem läuft eine partielle Depolymerisation des Lignins ab. Mit zunehmender 
Temperatur erfolgt zudem ein verstärkter Abbau der Cellulose.[64] Als Folgereaktionen 
sind des Weiteren die Bildung von Furfural, 5-Hydroxymethylfurfural und 
Lävulinsäure zu beobachten. Diese Inhibitoren müssen vor der Hydrolyse und 
Fermentation entfernt werden.[62] Kumar et al. konnte durch die Vorbehandlung von 
Maisstroh mit verdünnter Schwefelsäure (0,5 bis 3 Gew.-%, 20 min, 160 °C) einen 
quantitativen Abbau der Hemicellulose erzielen. Zudem wurde der Ligningehalt um 
bis zu 18 % reduziert. Die Verringerung des Depolymerisationgrads der Cellulose von 
7.000 auf 500, bezweckte eine deutliche Verbesserung der enzymatischen 
Hydrolyse.[92]  
Der Vorteil der sauren Vorbehandlung ist die hohe Effizienz und die vergleichsweise 
geringen Betriebskosten. Jedoch bedarf diese Methode zur Vermeidung von Korrosion 
säurestabile Reaktoren, was die Anlagenkosten in die Höhe treibt. Zudem müssen für 
die folgenden Prozessschritte sowohl die zuckerreiche Aufschlusslösung als auch der 
Zellstoff neutralisiert bzw. gewaschen werden. Dies bedarf den Einsatz weiterer 
Chemikalien. Zudem fällt aufgrund der Neutralisationsreaktionen eine hohe Salzfracht 
an, dieses erschwert die Abwasserreinigung, was wiederum mit steigenden Kosten 
verbunden ist. Ein großes Problem ist des Weiteren, dass die Aufschlusslösung nur im 
geringen Maße unter hohen Energieaufwand wiederverwendet werden können.[56] 
Die großtechnische Umsetzung der sauren Vorbehandlung erfolgt in der 
Demonstrationsanlage in Örnsköldsvik in Schweden. In dieser Anlage werden 





vorbehandelt und anschließend in Ethanol konvertiert. Auf diese Weise werden bis zu 




Die alkalische Vorbehandlung von Biomasse wird bereits seit vielen Jahren untersucht 
und optimiert. In Analogie an Verfahren aus der Papier- und Zellstoffindustrie wird 
dabei die Biomasse mit Laugen mit oder ohne Druck bei Temperaturen unter 140 °C 
behandelt.[17, 66] Die Aufschlusszeiten variieren dabei, je nach Methode, von wenigen 
Sekunden bis hin zu mehreren Wochen. Typische Aufschlussmedien sind dabei 
NaOH, KOH, Ca(OH)2 und Ammoniak.  
Die Behandlung der Biomasse mit Alkali führt zum Aufbrechen intramolekularer 
Wasserstoffbrückenbindungen, wodurch die Cellulose aufquillt und sich somit die 
innere Oberfläche vergrößert.[94, 95] Weitere Folgen des Aufschlusses sind die 
Reduzierung der Kristallinität[96] sowie des Depolymerisationsgrades. Aufgrund von 
Verseifungen werden zudem die Bindungen zwischen dem Lignin und den 
Kohlenhydraten gespalten, was zum Abbau des Lignins führt.[17, 34, 42, 56, 71] Dies ist 
auch der Grund dafür, dass bei der alkalischen Vorbehandlung ein höherer 
Delignifizierungsgrad als bei der sauren Vorbehandlung erzielt wird.[66] Darüber 
hinaus erfolgt der Abbau der Hemicellulosen sowie der silikatischen Bestandteile, 
wohingegen die Cellulose weitgehend unberührt bleibt.[97] Durch den Abbau von 
Acetylgruppen sowie Uronsäuren wird die sterische Abschirmung der Cellulose 
verringert, was zu einer Erleichterung der enzymatischen Hydrolyse führt.[71] Die 
Depolymerisation der Cellulose erfolgt erst ab Temperaturen oberhalb 100 °C. Die 
sogenannte Peeling-Reaktion führt zum Abbau der Cellulose, wobei Glucosemolekül 
für Glucosemolekül, beginnend am reduzierenden Ende der Glucosekette, abgespalten 
wird (Abbildung 2.22). Der initiale Schritt ist die Isomerisierung des reduzierenden 
Endes zur Ketose (I), welche unter den vorliegenden alkalischen Bedingungen instabil 
ist. Dadurch kommt es zur Abspaltung der Substitution am C4-Atom (II), wodurch ein 
neues reduzierendes Ende entsteht und eine Verkürzung der Kettenlänge folgt. Durch 
anschließende Tautomerisierung und [1,2]-Umlagerungen erfolgt die Bildung von 
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der Aromatizität vorangetrieben werden. Eine Möglichkeit um die Aromatizität 
wiederherzustellen, besteht in der Bildung von Vinylether in Folge der Deprotonierung 
des β-Kohlenstoffatoms (3) oder durch Realdolkondensation unter Abspaltung von 
Formaldehyd (4). Realdolkondesationen können zudem zu Spaltungen von C-C- 
Bindungen (2) führen. Neben dem Bindungsbruch können auch 
Kondensationsreaktionen (5 und 6) stattfinden, was zur Repolymerisation des Lignins 
führt. Da dieses zur Verringerung der Delignifizierung führt, sollte eine 
Repolymerisation möglichst unterdrückt werden.[98] 
Durch die alkalische Vorbehandlung wird ein hoher Delignifizierungsgrad bei 
geringen Verlusten der Cellulose erlangt. Ein weiterer Vorteil dieser Methode ist deren 
leichte Umsetzung im großtechnischen Maßstab. [66] Zudem sind die 
Investitionskosten im Vergleich zur sauren Vorbehandlung geringer. Berechnungen zu 
Folge entsprechen die Kosten für die Aufschlussreaktoren bei der alkalischen 
Vorbehandlung 19 % und bei der sauren Vorbehandlung 64 % der Gesamtkosten.[99] 
Zurückzuführen ist dies auf die geringen Materialkosten bei der Verwendung von 
Alkali. Darüber hinaus kann auf die Peripherie sowie der Erfahrung aus der Papier- 
und Zellstoffindustrie zurückgegriffen werden. Die Betriebskosten sind indes nahezu 
gleich (41 Mio. €·a-1 saure Vorbehandlung und 43 Mio. €·a-1 alkalische 
Vorbehandlung).[100] Im Vergleich zur sauren Vorbehandlung werden zudem 
wesentlich weniger Nebenprodukte gebildet.[66] Ein großer Nachteil ist jedoch, dass es 
aufgrund des hohen silikatischen Anteils der Lignocellulose in Einjahrespflanzen bei 
Einwirkung der Alkalis zur Bildung von Salzen (insbesondere Kieselsäuren) kommt 
und diese in die Biomasse eingebaut werden.[101] Zudem ist für die Isolation des 
Lignins ein Herabsetzen des pH-Wertes auf ca. pH 1 notwendig, was in der Regel 
durch Zugabe von Salz- oder Schwefelsäure erfolgt. Dadurch erhöht sich die benötigte 
Chemikalienmenge erheblich. Zudem vergrößert sich die Salzfracht der 
Aufschlusslösung, was die Rückgewinnung der Base nur mit hohen 
prozesstechnischen Aufwand ermöglicht.  
In einer der weltweit größten Demonstrationsanlage in Nevada (USA) der Firma 
DuPont werden Abfälle der Maisernte zu Bioethanol vergärt. Die Biomasse wird dabei 
mit verdünnten Ammoniak bei geringer Temperatur und Druck vorbehandelt. Im 
Gegensatz zu den meisten anderen Anlagen wird zudem der Fermentationsorganismus 
Zymomonas mobilis eingesetzt. Auf diesem Weg können jährlich ca. 110 Mio. L 





Die beiden gängigsten und am besten untersuchtesten Verfahren sind der Aufschluss 
mit NaOH und Ca(OH)2. Der Aufschluss mit Löschkalk (Ca(OH)2) als Base hat 
enorme Kostenvorteile. Löschkalk ist eine vergleichsweise preiswerte Chemikalie. 
Zudem kann verbrauchtes Ca(OH)2 durch Einleiten von CO2 ausgefällt und somit 
leicht als CaCO3 abgetrennt werden.[56, 63] Aufgrund der geringeren Basizität sind 
jedoch im Vergleich zu Natronlauge höhere Temperaturen und längere 
Aufschlusszeiten notwendig, um vergleichbare Delignifizierungsraten zu bezwecken. 
So wird bei Reisstroh mit Ca(OH)2 bei 95 °C eine Delignifizierung von 27 % erzielt. 
Mit Natronlauge werden vergleichbare Ergebnisse bereits bei 55 °C erreicht.[101] 
Dieses erhöht wiederum die Prozesskosten. Ein weiterer Nachteil des Kalks ist die 
geringe Löslichkeit in Wasser, weshalb höhere Temperaturen und größere 
Wassermengen gebraucht werden.[101] Aus diesem Grund wurde in dieser Arbeit die 
alkalische Vorbehandlung mit Natronlauge genauer untersucht. Zudem besteht 
aufgrund der Ähnlichkeit zum Soda-Verfahren aus der Papier- und Zellstoffindustrie 
die Möglichkeit auf dessen Reaktoren zurückzugreifen, sodass bereits existierende 
Infrastruktur genutzt werden kann. Dieses erleichtert die Übertragung vom Labor- in 
den Industriemaßstab erheblich. Trotz der langen Erfahrungen durch die Papier- und 
Zellstofftechnik ist eine Optimierung auf die Vorbehandlung von Einjahrespflanzen 
notwendig. Im klassischen Soda-Pulping finden insbesondere Laub- und Nadelhölzer 
Verwendung. Diese zeigen im Vergleich zu Einjahrespflanzen deutliche Unterschiede 
in ihrer chemischen Zusammensetzung. Insbesondere das Verknüpfungsmuster der 
Lignine unterscheidet sich signifikant, was erhebliche Auswirkungen auf die 
Vorbehandlung hat. Aus diesem Grund wurde der Einfluss der 
Aufschlussdauer, -temperatur sowie Laugenkonzentration auf die Zusammensetzung 
des Zellstoffes und dessen Hydrolysierbarkeit untersucht. Die dafür notwendigen 
Biomasseaufschlüsse wurden im Rahmen der Dissertation von Dr. C. Roßberg am 
Institut für Pflanzen- und Holzchemie der TU Dresden durchgeführt.[103] 
Zur Untersuchung des Einflusses der Aufschlusstemperatur wurden Temperaturen 
zwischen 120 und 160 °C getestet (Abbildung 2.24). Mit steigender Temperatur sinkt 
der Ligningehalt des Zellstoffs. Vergleichbare Ergebnisse finden sich auch in der 
Literatur, wie zum Beispiel bei der Behandlung von Weizenstroh durch McIntosh.[104] 
Bei 160 °C wurde mit 1,6 % der geringste Ligningehalt bestimmt. Im Gegensatz dazu, 






$EELOGXQJ  (LQIOXVV GHU $XIVFKOXVVWHPSHUDWXU DXI GLH +\GURO\VLHUEDUNHLW GHV =HOOVWRIIV





(QGH GHU 3RO\VDFFKDULGNHWWH 'LH $EQDKPH GHV /LJQLQJHKDOWV PLW ]XQHKPHQGHU
$XIVFKOXVVWHPSHUDWXU ZLUG DXFK LQ GHQ PLNURVNRSLVFKHQ $XIQDKPHQ $EELOGXQJ












Zur Optimierung der Konzentration der Natronlauge wurden Aufschlüsse mit 
Natronlaugekonzentrationen von 3 bis 9 % durchgeführt. (Abbildung 2.26). Bereits 
3 Gew.-% Natronlauge erzielte eine Verringerung des Ligningehalts von 23 % in 
Weizenstroh auf 1,6 % im Zellstoff. Durch die Verdopplung der Konzentration auf 
6 Gew.-% verringerte sich der Gehalt weiter auf 0,7 %. Eine erneute Steigerung der 
Konzentration resultierte jedoch in steigende Ligningehalte.  
 
Abbildung 2.26 Einfluss der Konzentration der Natronlauge auf die Hydrolysierbarkeit des 
Zellstoffs sowie dem Ligningehalt des Zellstoffs. Der Aufschluss wurde bei 160 °C für 180 min 
durchgeführt.  
Diese Ergebnisse sind konträr zu den in der Literatur beschriebenen. Bei der 
alkalischen Vorbehandlung von Maisstroh durch Varga et al. wurde mit zunehmender 
Laugenkonzentration eine Abnahme des Ligningehalts beobachtet. Die Behandlung 
der Biomasse mit 10 Gew.-% NaOH reduzierte den Ligningehalt von 22,1 auf 0,9 %, 
was einer Delignifizierung von 95,9 % entspricht.[31] Ähnliche Ergebnisse wurden in 
dieser Arbeit bereits mit 6 Gew.-% Natronlauge erzielt. Ein Grund für die 
Unterschiede kann die längere Aufschlussdauer sein. Die Behandlung des 
Weizenstrohs erfolgte über drei Stunden, die des Maisstrohs nur über eine Stunde. 
Auch bei der Behandlung von Reisstroh durch Cheng et al. wurde ein nahezu lineares 
Ansteigen der Delignifizierungsrate mit zunehmender Laugenkonzentration 
beobachtet. Dieses geht auch einher mit der Zunahme der Hydrolyseumsätze. Da 
jedoch nur bei 55 °C gearbeitet wurde, liegen die Delignifizierungsraten bei maximal 






Mit 94 % den höchsten Umsatz wurde, trotz höheren Ligningehalt, mit dem Zellstoff 
aus der Behandlung mit 9 Gew.-% NaOH erlangt. Dieses entspricht einer Steigerung 
des Umsatzes um 500 % bezogen auf das Ausgangsmaterial. Die Behandlung von 
Maisstroh mit 10 Gew.-% Natronlauge resultiert in einer Vierfachen Steigerung der 
Konversion. Die etwas geringen Umsätze begründen sich durch die kürzeren 
Aufschlusszeiten (eine statt drei Stunden) und die damit resultierenden höheren 
Ligningehalte.[31] Gegen den Erwartungen sank jedoch der Umsatz bei der Steigerung 
der Laugenkonzentration von 3 auf 6 Gew.-%, was durch die sogenannte Peeling-
Reaktion der Cellulose erklärt werden kann. Wahrscheinlich kommt es in diesem 
Konzentrationsbereich zur Veränderung der Kristallinität und des DPs, was 
erheblichen Einfluss auf die Hydrolyse hat.  
Zur abschließenden Optimierung der Aufschlussdauer wurden Aufschlüsse von 30 bis 
180 Minuten durchgeführt (Abbildung 2.27). Durch die Behandlung der Biomasse mit 
Natronlauge (3 Gew.-%) wurde der Ligningehalt der Biomasse von 22,8 % auf bis zu 
0,3 % gesenkt, was einer Delignifizierung von 99 % entspricht. Die Ergebnisse zeigen, 
dass mit zunehmender Aufschlussdauer der Ligningehalt des Zellstoffs steigt, was 
durch auftretende Repolymerisationsreaktionen (Reaktion 5 und 6 in Abbildung 2.23) 
erklärt werden kann. Bei der Delignifizierung von Reisstroh mit NaOH wurde eine 
Abnahme des Ligningehalts mit zunehmender Versuchsdauer beobachtet.[101] 
 
Abbildung 2.27 Einfluss der Aufschlussdauer auf die Hydrolysierbarkeit des Zellstoffs sowie dem 






Ähnliche Ergebnisse wurden auch durch McIntosh et al. publiziert.[104] Allerdings 
erfolgte die Durchführung dieser Versuche bei lediglich 55 °C bzw. bei geringen 
NaOH-Konzentrationen, wodurch Repolymerisationsreaktionen nur sehr langsam 
stattfinden. Da bereits nach 30 Minuten Vorbehandlung eine nahezu vollständige 
Delignifizierung der Biomasse erfolgte, ist eine Verlängerung der Aufschlussdauer 
nicht notwendig. Die sehr hohen Delignifizierungsraten resultieren in 
Hydrolyseumsätze von bis zu 83 %. Aufgrund des zunehmenden Ligningehalts des 
Zellstoffs mit steigender Aufschlussdauer sinken die Umsätze jedoch von 83 % nach 
30 Minuten Aufschluss auf 64 % nach 180 Minuten Vorbehandlung. Ähnliches wurde 
auch bei der alkalischen Behandlung von Hundszahngras[106] sowie Rutenhirse[107] 
beobachtet. Somit ist bereits nach 30 Minuten ein Abbruch der Vorbehandlung 
möglich, was die Prozessökonomie verbessert.  
Als optimale Aufschlussbedingungen wurde der Aufschluss mit 3 Gew.-% NaOH für 
30 Minuten bei 160 °C gewählt. Die mikroskopische Aufnahme (Abbildung 2.28) des 
unter diesen Bedingungen gewonnenen Zellstoffes verdeutlichen die Freilegung der 
Cellulosefasern. Zudem sind nicht aufgeschlossene Strohfragmente zu erkennen, 
welche bei der anschließenden enzymatischen Hydrolyse nur sehr langsam abgebaut 
werden, woraus der unvollständige Umsatz des Zellstoffes resultiert. Des Weiteren 
zeigt dies die große Inhomogenität des Zellstoffes, woraus zum Teil große 
Schwankungen der erhaltenen Ergebnisse resultieren. 
 
Abbildung 2.28 Mikroskopische Aufnahme (200fache Vergrößerung) des Zellstoffes nach dem 
alkalischen Aufschluss unter optimierten Bedingungen (3 %ige NaOH, 30 min, 160 °C). 
Neben Cellulose- und Ligningehalt spielt die Kristallinität eine bedeutende Rolle. 
Unter den optimierten Bedingungen (3 Gew.-% NaOH, 160 °C, 30 min) wurde ein 
Zellstoff mit einem Kristallinitätsindex von 69,2 % isoliert. Dieses bedeutet, dass 





der kristalline Anteil ist, desto schneller und effizienter ist die enzymatische 
Hydrolyse. In der Literatur finden sich Kristallinitätindizes zwischen 57,4 und 
84,6 %.[34, 96, 108] Diese enorme Streuung der Ergebnisse resultiert aus der Wahl der 
Biomasse sowie der Aufschlussbedingungen. Alle gemein haben jedoch, dass es durch 
den Aufschluss zur Vergrößerung des Kristallinitätsindexes kommt. Während der 
Vorbehandlung erfolgt somit bevorzugt der Abbau der amorphen Anteile. Außerdem 
steigt in Folge des Ligninabbaus der Celluloseanteil sodass der prozentuale Anteil der 
kristallinen Bereiche steigt.[108] Der Kristallinitätsindex von Weizenstroh beträgt etwa 
45 %[109], sodass durch die alkalische Vorbehandlung eine Steigerung der kristallinen 
Bereich um 65 % erfolgte. Bei vergleichbaren Bedingungen wurden sogar 
Steigerungen um 76,7 % beobachtet, sodass die in dieser Arbeit erreichten Werte als 
positiv zu bewerten sind. 
In Tabelle 2.7 erfolgt eine Gegenüberstellung der beiden untersuchten 
Vorbehandlungsmethoden. Dabei wird deutlich, dass sich die Aufschlussparameter 
nur geringfügig unterscheiden. Eine Ausnahme bildet dabei die benötigte 
Chemikalienmenge, die bei dem alkalischen Aufschluss deutlich geringer ist. Dieses 
ist in Hinblick auf die Prozessökonomie sowie –ökologie ein sehr wichtiger Aspekt. 
Zudem werden die Prozesskosten durch die hohen Investitionskosten, die durch die 
säureresistenten Reaktoren hervorgerufen werden, im Falle des Natural Pulpings  








Temperatur 103 °C 160 °C 
Druck 1 bar 6 bar 






Weizenstroh: Aufschlussmedium 1:14 1:6 
Zellstoff 
Cellulose 84,3 % 73,1 % 
Hemicellulose 7,9 % 19,4 % 
Lignin 11,3 % 5,8 % 





gesteigert. Der gewonnene Zellstoff weißt in beiden Fällen einen geringen 
Ligningehalt auf, jedoch beträgt der des NaOH-Aufschlusses nur die Hälfte von dem 
des Zellstoffes aus dem NP-Verfahren. Ein wichtiges Kriterium für die Wahl der 
Vorbehandlungsmethode ist der Umsatz der Hydrolyse des isolierten Zellstoffs. Mit 
83 % wurde dabei mit dem Zellstoff auf dem alkalischen Aufschluss ein um 12 % 
höherer Umsatz erzielt. Da somit unter diesen Versuchsbedingungen im Vergleich 
zum Zellstoff aus den Natural-Pulping-Prozess geringere Ligningehalte und höhere 
Hydrolyseumsätze erreicht worden sind, wurden alle folgenden Untersuchungen zur 
Optimierung und Charakterisierung der Hydrolyse, Fermentation sowie SSF-Prozess 
mit diesem Zellstoff durchgeführt. Abschließend möchte ich einen 
zusammenfassenden Überblick über die gängigsten Vorbehandlungsmethoden geben 
(Tabelle 2.8). 






sauer alkalisch Organosolv 
Fraktionierung - - - + + + 
Chemikalien - - - + + + 
Recycling 
Chemikalien 



















20-50 °C < 220 °C < 200 °C 150-200 °C 
Druck 1 bar 20-50 bar 1 bar 1 bar < 6 bar 1 bar 
Nebenprodukt-
bildung 
- - - + + + 
E-Bedarf hoch hoch gering gering gering hoch 
Kosten hoch hoch niedrig hoch mittel hoch 
 
  




2.3 Enzymatische Hydrolyse 
Im Anschluss an die Vorbehandlung der Biomasse folgt die Hydrolyse des isolierten 
Zellstoffs zur Gewinnung fermentierbarer Saccharide. Die Hydrolyse kann dabei 
chemisch oder enzymatisch erfolgen. Im Falle einer chemischen Hydrolyse werden in 
der Regel konzentrierte oder verdünnte Säuren, insbesondere Schwefelsäure, 
eingesetzt.[56, 110] Da es allerdings aufgrund von Dehydratisierungsreaktionen zur 
Bildung von Furfural (Abbildung 2.20) und 5-Hydroxymethylfurfural, beides starke 
Inhibitoren für die Fermentation, kommen kann, wird dieser Weg in der Regel nicht 
gegangen. Ein weiterer Nachteil der sauren Hydrolyse ist die Gefahr der Korrosion, 
sodass hohe Investitions- und Unterhaltskosten anfallen.[56, 111] Zudem muss im 
Anschluss an die Hydrolyse eine Neutralisierung erfolgen, da für die Fermentation ein 
neutraler pH-Wert notwendig ist. Im Gegensatz zur enzymatischen Hydrolyse ist die 
saure Hydrolyse nur wenig selektiv, sodass es neben dem Abbau der Kohlenhydrate 
zum Abbau des Lignins kommt. Diese Abbauprodukte sind wiederum starke 
Inhibitoren, sodass der Hydrolyse eine Detoxifizierung folgen muss.[111] Obwohl die 
chemische Hydrolyse nur wenige Minuten bis Stunden dauert, ist die Aufarbeitung der 
Hydrolysate sehr zeit- und kostenaufwendig. Aufgrund der Vielzahl der Nachteile der 
chemischen Hydrolyse wird in der Regel auf die enzymatische Hydrolyse 
zurückgegriffen, so auch in dieser Arbeit. 
Die enzymatische Hydrolyse zeichnet sich durch eine hohe Selektivität aus. Zudem 
erfolgt die Reaktion bei milden Bedingen, in der Regel 50 °C und pH 5,0.[111, 112] Je 
nach verwendetem Enzym und dessen Konzentration kann die Reaktionszeit von 
wenigen Stunden bis zu mehreren Tagen dauern.[111] Da die Enzymkosten jedoch 
vergleichsweise hoch sind, sollte die Konzentration möglichst geringgehalten werden. 
Dabei ist allerdings zu beachten, dass eine Verringerung der Enzymkonzentration mit 
einer Verlängerung der Standzeit verbunden ist, was die Betriebskosten wiederum 
erhöht. Aus diesem Grund ist eine Optimierung der enzymatischen Hydrolyse ein 
essentieller Bestandteil der Entwicklung eines ökonomischen Prozesses zur 
Produktion von Bioethanol. Um diesen Prozessschritt zu optimieren sind möglichst 
genaue Kenntnisse über die ablaufenden Reaktionen notwendig, weshalb im 
Folgenden näher darauf eingegangen wird. 
 




2.3.1 Funktionsweise und Zusammensetzung cellulolytischer Enzymen 
Die Komplexität der Lignocellulose bedarf den Einsatz eines Enzymcocktails 
bestehend aus verschiedenen cellulolytischen Enzymen. Die Hauptbestandteile sind 
dabei Cellulasen und Hemicellulasen, welche sich wiederum in Unterklassen einteilen 
lassen. Diese Einzelenzyme weisen unterschiedliche Spezifitäten bezüglich der 
Aktivitäten hinsichtlich amorphe und kristalline Bereiche sowie der Kettenlänge auf. 
Zudem unterscheiden sie sich in der endo- oder exo-Wirkunsgweise.[40] 
Es existiert eine Vielzahl von cellulolytischen Mikroorganismen. Die meisten gehören 
jedoch zu den Eubakterien (zum Beispiel Clostridium, Cellumonas, Bacillus, 
Streptomyces sp.) und den Pilzen (zum Beispiel Trichoderma, Penicillium, 
Phanerochaete) und treten überall da auf, wo cellulosehaltige Abfälle akkumuliert 
werden. In der Regel sind es gemischte Populationen aus cellulolytischen und nicht-
cellulolytischen Spezies, welche synergetisch wirken. Nur dieses Konsortium 
ermöglicht den vollständigen Abbau der vorbehandelten Lignocellulose (Abbildung 
2.29).[40, 112] 
 
Abbildung 2.29 Schematische Darstellung der synergetischen Zusammenarbeit von 
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Der erste Rest agiert als Säurekatalysator und oxidiert den Sauerstoff der oxidischen 
Bindung. Der zweite Rest fungiert als Nucleophil, welches mit dem Oxocarbonium- 
Intermediat interagiert oder unterstützt die Bildung von OH--Ionen aus Wasser. In 
Folge einer doppelten Inversion der Konfiguration am anomeren Kohlenstoffatom 
erfolgt keine Veränderung der Konfiguration.[40, 117] Die enzymatische Hydrolyse kann 
in zwei Schritte untergliedert werden. Zunächst erfolgen die Adsorption der Endo- und 
Exoglucanasen auf der festen Oberfläche der Fasern und der Abbau des 
wasserunlöslichen Substrats zu wasserlöslichen Sacchariden mit Kettenlängen kleiner 
sechs. Dieser erste Schritt ist der geschwindigkeitsbestimmende Schritt für die 
gesamte Hydrolyse. Der zweite Schritt umfasst die Hydrolyse der wasserlöslichen 
Saccharide durch β-Glucosidasen.[111] Neben der Hydrolyse von Cellobiose und 
kleinen Cello-Oligosacchariden sind β-Glucosidasen auch zur Rückreaktion die 
Transglycosylierung befähigt.[116, 118]  
Endo- und Exoglucanasen haben eine katalytische Domäne (CD) und eine 
Cellulosebindungsdomäne (CBD). Die CBD haben die Funktion das Enzym in den 
engen Kontakt zum Substrat zu bringen und für die richtige Orientierung zu sorgen. 
Die CD und die CBD sind durch einen flexiblen Peptid-Linker verbunden, welcher das 
Andocken auf der Substratoberfläche erleichtert. Die CBDs der Exoglucanasen sind 
zu einer horizontalen Fortbewegung auf der Cellulosefaser befähigt, wohingegen die 
CD die Cellobiose-Einheiten abspalten.[6, 111, 114]  
Der filamentöse Pilz Trichoderma reesei ist sehr gut geeignet für die Produktion 
leistungsfähiger Cellulasekomplexe und ist aus diesem Grund bereits sehr gut 
untersucht und charakterisiert.[6, 112] Seine Cellulasekomplexe bestehen in der Regel 
aus zwei Exoglucanasen, fünf Endoglucanasen und zwei β-Glucosidasen.[6, 111, 114] Die 
Notwendigkeit der zwei Exoglucanasen besteht in der unterschiedlichen Präferenz für 
das reduzierende und das nicht-reduzierende Ende der Glucosekette. Der Grund 
warum fünf Endoglucanasen und zwei β-Glucosidasen benötigt werden ist jedoch 
nicht geklärt.[114] Der größte Nachteil von Cellulasen aus T. reesei ist die geringe 
Konzentration und Aktivität der β-Glucosidase. Da vor allem Aspergillus sp. befähigt 
sind hohe Konzentrationen an β-Glucosidasen zu produzieren, werden diese in der 
Regel dem Enzymkomplex aus T. reesei zugesetzt.[6, 112, 114] Dieses verschlechtert die 
Prozessökonomie aufgrund der hohen Enzymkosten jedoch erheblich. Potentielle 
Alternativen zu T. reesei sind Aspergillus und Penicillium sp. Wie bereits erwähnt sind 
Aspergillus sp., insbesondere Aspergillus niger, sehr gut zur Produktion von 




β-Glucosidasen geeignet. Zudem werden Aspergilli zur Herstellung von 
Hemicellulasen und Pektinasen genutzt.[6] 
 
 
2.3.2 Vergleich der Hydrolyseperformanz verschiedener Cellulasen 
Cellulasen aus T. reesei sind die wohl am besten untersuchtesten Enzymkomplexe zum 
Abbau cellulosehaltiger Substrate. Entdeckt wurde dieser Schimmelpilz bereits in den 
1940er Jahren von M. Mandels und E.T. Reese. Das erste Mal Aufsehen erregte der 
Pilz im Zweiten Weltkrieg, als er im Südpazifik baumwollhaltige Militäruniformen 
und Zelte der US-Soldaten zerstörte.[6, 119] In Folge dessen wurde der Abbau 
cellulosehaltiger Substrate durch T. reesei intensiv untersucht. Sehr schnell 
kristallisierte sich jedoch heraus, dass auch mit Anwendung gentechnischer 
Modifizierungen nur eine unzureichende Produktion von β-Glucosidasen erfolgt. Um 
eine Beimischung einer isolierten β-Glucosidase zu umgehen, wird bis heute nach 
effizienten Alternativen gesucht. Potentielle Schimmelpilze zur Produktion effizienter 
Cellulasekomplexe sind Penicillium und Aspergillus species. In Tabelle 2.9 ist die 
Zusammensetzung der Cellulasekomplexen aus A. niger und T. reesei, welche 
kommerziell verfügbar sind sowie die des Komplexes aus P. verruculosum 
gegenübergestellt. Dabei ist ersichtlich, dass T. reesei der schlechteste Produzent für 
β-Glucosidasen ist. 
Tabelle 2.9 Zusammensetzung verschiedener Cellulasekomplexe. 
 β-Glucosidase  Cellulase  Endoglucanase 
T. reesei 1,5 : 1 : 2,9 
A. niger 2,8 : 1 : 1,9 
P. verruculosum 10,4 : 1 : 1,3 
Der verwendete Cellulasekomplex aus A. niger zeigte im Vergleich zum T. reesei eine 
doppelt so hohe Aktivität an β-Glucosidase auf. Dieses spiegelt wieder, dass A. niger 
sehr gut für dessen Produktion geeignet ist und daher in den meisten Studien dem 
Cellulasekomplex aus T. reesei zugesetzt wird.[6] Eine wesentlich höhere 
β-Glucosidaseaktivität wurde im Enzymkomplex aus P. verruculosum nachgewiesen. 
Der Gehalt der Endoglucanase verläuft konträr zu dem der β-Glucosidase, wobei die 
dabei bestimmten Aktivitäten sich nicht so stark wie die der β-Glucosidasen 




unterscheiden. Der Enzymkomplex aus P. verruculosum ist eine exzellente 
Alternativen zum herkömmlich verwendeten Cellulasekomplex aus T. reesei. Ein 
Grund dafür ist, dass im Gegensatz zu T. reesei Penicillium sp. höhere β-Glucosidase-
Konzentrationen (Tabelle 2.9) produzieren, wodurch höhere Glucoseausbeuten erlangt 
werden.[6, 120] Des Weiteren erfolgt dadurch keine Akkumulation von Cellobiose, 
wodurch eine Inhibierung vermieden wird. Die Ergebnisse in Abbildung 2.31 zeigen, 
dass aufgrund der günstigeren Zusammensetzung des Enzymkomplexes aus 
P. verruculosum 62 % mehr Glucose produziert wurde. Das Erreichen der maximalen 
Glucosekonzentration erfolgte in beiden Fällen nach etwa sechs Stunden Hydrolyse, 
sodass hier kein Unterschied feststellbar ist. 
 
Abbildung 2.31 Konzentrations-Zeit-Diagramm der enzymatischen Hydrolyse von Zellstoff 
(2 Gew.-%) mit Cellulasen (je 100 FPU·mL-1) aus P. verruculosum (links) und T. reesei (rechts) 
bei 50 °C. 
Ein weiterer Vorteil der Cellulasen aus Penicillium sp. besteht in der niedrigeren 
Affinität gegenüber Lignin (Abbildung 2.32 links) und der geringeren Neigung zur 
Inhibierung in Folge von Lignin und dessen Fragmente.[6] Ligninkonzentrationen 
≤ 50 g·L-1 hatten nahezu keinen Einfluss auf die Hydrolyseperformanz der Cellulasen 
aus P. verruculosum. Im Fall der Enzyme aus T. reesei waren in diesem 
Konzentrationsbereich bereits Einbußen um 20 % zu verzeichnen.  




Auch eine höhere Toleranz gegenüber Ethanol wurde beobachtet (Abbildung 2.32 
rechts). Cellulasen aus T. reesei zeigten bereits bei geringen Ethanolkonzentrationen 
(≥ 20 g·L-1) große Einbußen in der Hydrolyseperformanz. Insbesondere bei der  
 
Abbildung 2.32 Einfluss von Lignin (links) und Ethanol (rechts) auf die enzymatische Hydrolyse 
von Zellstoff mit Cellulasen aus P. verruculosum (dunkelgrau) und T. reesei (hellgrau). 
simultanen Verzuckerung und Fermentation (SSF-Prozess) würde es aufgrund der 
gehemmten Glucosefreisetzung zur Minderung der Ethanolproduktion kommen. Auf 
die inhibierenden Effekte von Lignin und Ethanol wird in Kapitel 2.3.4 ausführlich 
eingegangen. Der Vergleich der Hydrolyseperformanz (Abbildung 2.33) aller drei 
untersuchten Cellulasekomplexe zeigt, dass die Enzymkomplexe aus T. reesei und 
A. niger vergleichbare Resultate erzielen. Dabei wurde in 24 Stunden ein maximaler 
Umsatz von 57,9 % erreicht. Bei Verwendung des Enzymkomplexes aus 
P. verruculosum wurde bereits nach 12 Stunden der maximale Umsatz von 77,5 % 
bestimmt. Daraus ergibt sich mit 3,3 g·L-1·h-1 eine doppelt so hohe Produktivität im 
Vergleich zu den anderen beiden Enzymkomplexen (A. niger 1,3 g·L-1·h-1; T. reesei 
1,5 g·L-1·h-1). Aufgrund der aufgezeigten Vorteile wurden alle Untersuchungen in 
dieser Arbeit mit dem Enzymkomplex aus P. verruculosum durchgeführt. Dabei 
handelt es sich um ein Cellulasekomplex, welcher nicht kommerziell verfügbar ist. 
Der verwendete Produktionsstamm wurde nicht durch gentechnische Arbeiten  





Abbildung 2.33 Umsatz-Zeit-Diagramm der enzymatischen Hydrolyse von 5 Gew.-% Zellstoff 
mit 50 FPU·g-1 TM P. verruculosum (aufgenommen mittels ReactIR). 
verändert, sondern durch klassische Methoden der Stammoptimierung erhalten und 
unterliegt somit nicht dem Gentechnikgesetz. Da sich die Zusammensetzung des 
Enzymkomplexes je nach verwendeter Charge unterscheidet, sind Schwankungen in 
den Ergebnissen zu erwarten. Für einen großtechnischen Prozess muss aus Gründen 
der Wirtschaftlichkeit die Anzucht der Cellulasen auf lignocellulosehalten Reststoffe 
erfolgen. Dessen Zusammensetzung variiert jedoch in Abhängigkeit der Jahreszeit, 
woraus eine Variation der Zusammensetzung der Einzelenzyme resultiert. Ein 
vollständiges Ausschalten dieser Schwankung ist eine sehr große Herausforderung und 
wahrscheinlich nicht vollständig möglich. 
 
 
2.3.3 Optimierung der Reaktionsbedingungen der enzymatischen Hydrolyse 
mittels Cellulasen aus P. verruculosum 
Der grundlegende Schritt zur Optimierung der enzymatischen Hydrolyse von 
Lignocellulose ist eine umfassende Charakterisierung des Enzymkomplexes. Aus 
diesem Grund wurden Untersuchungen bezüglich des Einflusses von pH-Wert, 
Temperatur, Ionenstärke sowie Reaktionsmedium durchgeführt.  
 
  




Einfluss von pH-Wert  
Zur Bestimmung des optimalen pH-Werts für die enzymatische Hydrolyse wurde 
dessen Einfluss auf die Aktivität der β-Glucosidase, der Endoglucanase, der Xylanase 
sowie der Gesamtheit der Cellulasen (Endo- und Exoglucanasen sowie 
β-Glucosidasen) in Abhängigkeit vom pH-Wert untersucht (Abbildung 2.34). 
Eingesetzt wurde dazu der Enzymkomplex und keine isolierten Enzyme. 
 
Abbildung 2.34 Abhängigkeit der Enzymaktivitäten vom pH-Wert. 
Die Ergebnisse zeigen deutlich, dass jedes Einzelenzym ein anderes pH-Optimum 
aufweist. Die im Komplex enthaltenen Endoglucanasen hatten die höchste Aktivität 
bei pH 3. Bis zu einem pH-Wert von 4 wurde nur ein geringer Aktivitätsverlust 
beobachtet. Darüber hinaus erfolgte ein Herabsinken der Restaktivität auf kleiner 
65,5 %. Morozova et al. konnte für die Endoglucanasen aus P. verruculosum ein pH-
Optimum bei pH 3,5-5,0 bestimmen. Die leichte Verschiebung kann durch die 
Verwendung von β-Glucan statt Carboxymethylcellulose als Substrat erklärt 
werden.[120] Endoglucanasen aus Planococcus citri zeigen hingegen ein pH-Optimum 
bei pH 5,4. Bei pH-Werte kleiner als 4 konnte hingegen keine Aktivität mehr gemessen 
werden.[121] Endoglucanasen aus Cellulomonas sp. zeigen indes pH-Optima bei 
pH 7.[122] Diese signifikanten Abweichungen zeigt die Notwendigkeit der 
Charakterisierung des Enzymkomplexes. β-Glucosidasen weißen hingegen ein pH-
Optimum zwischen pH 6 und 7 auf. Starke Aktivitätsverluste wurden bei pH-Werten 




kleiner 5,5 beobachtet. Diese Verschiebung des pH-Optimums in den leicht basischen 
Bereich korrespondiert mit Ergebnissen aus der Literatur.[115] Die Filterpapieraktivität 
der Cellulasen zeigte hingegen ein sehr breites pH-Optimum im Bereich von pH 4 bis 
5,5. Zudem wurden auch im neutralen pH-Bereich nur geringe Aktivitätsverluste 
beobachtet. Bei pH-Werten kleiner als 4 erfolgte jedoch eine starke Abnahme der 
Aktivität, was mit Ergebnissen aus der Literatur korrespondiert. [123–126] Die hohe 
Stabilität der Cellulasen über einen breiten pH-Bereich verdeutlicht den 
stabilisierenden Effekt durch das große Konsortium.[40] Das pH-Optimum der 
Filterpapieraktivität wurde auch durch die Ergebnisse der enzymatischen Hydrolyse 
des Zellstoffes bei unterschiedlichen pH-Werten bestätigt (Abbildung 2.35).  
 
Abbildung 2.35 Einfluss des pH-Werts auf die enzymatische Hydrolyse von 2 Gew.-% alkalisch 
vorbehandeltem Weizenstroh (Citratpuffer bzw. Phosphatpuffer 0,05 M; P. verruculosum 
100 FPU·g-1 TM; 24 h; 50 °C; 150 rpm). 
Bei pH 5 war deutlich die höchste Saccharidkonzentration messbar. Dieser pH-Wert 
scheint somit der für die Hydrolyse am geeignetsten zu sein. Auffällig ist, dass bei 
einem pH-Wert von 8 die höchste Xylosekonzentration detektierbar war, was an den 
bei pH 8 liegenden pH-Optimum der Xylanase liegt. Die anderen untersuchten 
cellulolytischen Enzyme zeigten in diesem pH-Bereich Verlust der Aktivität auf, 
weshalb der Abbau der Cellulose verlangsamt erfolgt. Nach dem Literaturstudium 
wurde indes ein pH-Optimum im Bereich von 3,5-5,5 erwartet.[127] Grund für diese 
signifikante Abweichung können unterschiedliche Anzuchtbedingungen sein. 




Insbesondere die Wahl des Substrates, welches für die Anzucht verwendet wird, hat 
einen großen Einfluss auf die Komplexzusammensetzung. 
 
 
Einfluss der Temperatur 
Neben dem pH-Wert ist die Reaktionstemperatur eine wichtige Stellschraube zur 
Optimierung der enzymatischen Hydrolyse. Analog zum pH-Wert unterscheiden sich 
die Temperaturoptima der Einzelenzyme signifikant (Abbildung 2.36 links). Das 
Optimum der Endoglucanase lag bei 30 °C, wobei im Bereich zwischen 25 und 40 °C  
 
Abbildung 2.36 Einfluss der Reaktionstemperatur auf die Einzelenzymaktivitäten (links) sowie 
der enzymatischen Hydrolyse von 2 Gew.-% alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh (rechts) 
(Citratpuffer 0,05 M pH 5, P. verruculosum 100 FPU·g-1 TM; 24 h; 150 rpm). 
nur maximal 10 % Aktivitätsverluste messbar waren. Bei Endoglucanasen aus 
Cellulomonas sp. wurde hingegen ein Temperaturoptimum bei etwa 50 °C 
bestimmt.[122] Das Temperaturoptimum der β-Glucosidase lag mit 50 °C bei deutlich 
höheren Temperaturen. In der Literatur werden sogar Temperaturoptima bei 60 °C 
angegeben.[115] Durch Erhöhung der Temperatur von 25 °C auf bis zu 60 °C kam es 
zum nahezu linearen Anstieg der Filterpapieraktivität, bis bei 60 °C der maximale 




Wert erlangt wurde. Dieses korrespondiert mit den Messungen von Szakács.[125] 
Analoge Beobachtungen wurden auch bei den Enzymkomplexen aus P. occitanis[123] 
und P. pulvillourum[124] durchgeführt. Vergleichbar zum pH-Wert sorgte das 
Konsortium für eine Erhöhung der Stabilität. Dieses zeigt wiederum, dass eine 
Isolation der Einzelenzyme nicht notwendig ist, wodurch erhebliche 
Produktionskosten gespart werden. Neben dem Einfluss der Temperatur auf die 
Einzelenzyme wurde der Effekt der Temperatur auf die bei der enzymatischen 
Hydrolyse freigesetzten Monosaccharide untersucht (Abbildung 2.36 rechts). Die 
dabei bestimmten Ergebnisse zeigen, dass bei einer Steigerung der Temperatur von 40 
auf 50 °C die Xylosekonzentration leicht abnimmt, die der Glucose aber deutlich stieg. 
Da für die Fermentation die Glucosekonzentration entscheidend ist, wurde somit 50 °C 
als optimale Temperatur für die Hydrolyse festgelegt. Dieses Ergebnis stimmt auch 
mit einer Vielzahl von Literaturstellen überein. 
Neben dem Temperaturoptimum spielt auch die Stabilität der Enzymaktivität eine 
große Rolle (Abbildung 2.37).  
 
Abbildung 2.37 Stabilität der Cellulasen (Filterpapieraktivität), Endoglucanase und der 
β-Glucosidase bei 50 °C. 
Die Ergebnisse zeigen, dass die Aktivität der β-Glucosidase bereits nach wenigen 
Stunden abnimmt. Nach 24 Stunden Inkubation sank die Aktivität auf nur 46 % herab. 
Da die Aktivität im Vergleich zur Filterpapieraktivität um das Zehnfache größer ist, 
spielt der Aktivitätsverlust bei der Hydrolyse nur eine untergeordnete Rolle. Im 
Gegensatz zu diesen Ergebnissen konnte Korotkova et al. bei β-Glucosidasen, welche 




aus dem Enzymkomplex aus P. verruculosum isoliert worden, bereits nach einer 
Stunde Inkubation ein Verlust der Aktivität um 80 % beobachten.[115] Auch dieses lässt 
wieder darauf schließen, dass sich das Konsortium stabilisierend auf die 
Einzelenzymaktivitäten auswirkt. Zudem enthält der Komplex reduzierende Zucker, 
insbesondere Glucose, was weitere stabilisierende Effekte auf die Enzyme ausübt. Die 
Filterpapieraktivität sank zunächst in den ersten vier Stunden Inkubation auf ca. 70 %, 
blieb dann aber konstant. Ähnliche Beobachtungen wurden auch durch Hadj-Taieb et 
al. beim Enzymkomplex aus P. occitanis gemacht.[123] Es ist denkbar, dass durch die 
Adsorption der Cellulasen auf dem Filterpapier stabilisierenden Effekte auftreten, 
weshalb keine weitere Inaktivierung nach vier Stunden Inkubation zu beobachten war. 
Des Weiteren kann eine Steigerung der Exoglucanaseaktivität durch den 
Temperatureinfluss nicht ausgeschlossen werden, was ein weiteres Herabsinken der 
Filterpapieraktivität kompensieren würde. Leider wurde dazu keinerlei Indiz in der 
Literatur gefunden. Wie bereits die Untersuchungen zum Temperaturoptimum erahnen 
ließen, sank die Aktivität der Endoglucanase bereits nach drei Stunden Inkubation auf 
54 % herab. Nach 24 Stunden lag nur noch eine Restaktivität von 17 % vor. Dieses hat 
zur Folge, dass die Celluloseketten nur sehr langsam abgebaut werden und somit der 
Umsatz der Hydrolyse nur geringfügig steigt. Untersuchungen mit Endoglucanasen, 
welche aus einem Enzymkomplex aus P. verruculosum isoliert worden sind, 
erbrachten ähnliche Ergebnisse. Nach dreistündiger Inkubation der Enzyme zeigten 
diese Enzyme eine Restaktivität von 41 bzw. 46 %.[120] Ähnliche Beobachtungen 
wurden auch mit Endoglucanasen aus Cellulomonas sp. gemacht.[122] Endoglucanasen 
aus P. funiculosum zeigen hingegen eine vergleichsweise hohe Thermostabilität bei 
50 °C. Nach 24 Stunden Inkubation wurde nur ein Aktivitätsverlust von 50 % 
bestimmt. Jedoch wird die Filterpapieraktivität dieses Cellulasekomplexes stärker 
gehemmt, sodass nach 24 Stunden Inkubation ein Aktivitätsverlust von 54 % zu 
verzeichnen ist.[128] 
Es wird deutlich, dass sowohl die Einzelenzyme als auch die unterschiedlichen 
Enzymkomplexe unterschiedliche Temperaturoptima aufweisen. Für die Entwicklung 
eines ökonomischen Prozesses ist es somit essentiell den verwendeten 
Cellulasekomplex umfangreich zu charakterisieren. Die Ergebnisse zeigten keine 
eindeutige Präferenz für eine Temperatur. Da für den Gesamtprozess der Umsatz der 
Hydrolyse entscheidend ist, wurde entschieden, dass die Durchführung aller weiteren 
Untersuchungen bei 50 °C erfolgte. Dieses ist auch die Temperatur, bei der klassisch 




mit Cellulasen gearbeitet wird, sodass dieses im Sinne der Vergleichbarkeit der 
Ergebnisse mit Literaturdaten als sinnvoll erscheint. 
 
 
Einfluss des Reaktionsmediums 
Neben pH-Wert und Temperatur spielt das Reaktionsmedium eine wichtige Rolle, 
weshalb der Einfluss vier verschiedener Reaktionsmedien auf den Umsatz der 
enzymatischen Hydrolyse von alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh untersucht 
(Abbildung 2.38) wurde. Lediglich die Hydrolyse in Citratpuffer (50 mM, pH 5,0)  
 
Abbildung 2.38 Einfluss des Reaktionsmediums auf den Umsatz der enzymatischen Hydrolyse 
(P. verruculosum 100 FPU·g-1 TM; 50 °C; 150 rpm). von alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh 
(2 Gew.-%). 
konnte einen nahezu vollständiger Umsatz erzielen, was einem 95 %igem 
Zellstoffabbau nach bereits 11 Stunden entspricht. Allerdings sank der Umsatz bei 
fortschreitender Reaktionsdauer auf 79,1 % herab. Eine Erklärung für untypischen 
Kurvernverlauf ist, dass β-Glucosidasen sowohl zur Hydrolyse von Cellobiose als 
auch zur Transglycosylierung befähigt sind, in Folge dessen es zum Herabsinken der 
freien Glucosekonzentration kommt. Entscheidend für die Bevorzugung der Hin- 
bzw.- Rückreaktion ist das Glucose-Cellobiose-Verhältnis, was im Laufe der 
Hydrolyse variiert.[129] Mit zunehmender Reaktionsdauer steigt die 
Glucosekonzentration, wodurch es zur Produktinhibierung der β-Glucosidase kommt 
(siehe auch Kapitel 2.3.4). Folglich sinkt die Abbaurate der Cellobiose und das 




Glucose-Cellobiose-Verhältnis steigt, was die Transglycosylierung induziert. Diese 
Beobachtung zeigt die Notwendigkeit einer in situ-Analyse der 
Saccharidkonzentration bzw. die in situ-Produktentfernung.   Enzymatische 
Hydrolysen in Leitungswasser bezweckten einen maximalen Umsatz von 77 %. 
Auffällig ist, dass im Vergleich zum Citratpuffer die Hydrolyse wesentlich langsamer 
ablief und aufgrund der geringen freigesetzten Glucosekonzentration eine 
Transglycosylierung auftritt. Der langsamere Reaktionsverlauf kann an dem pH-Wert 
von 7 liegen, was nicht dem Optimum der Cellulasen entspricht. Der Vorteil von 
Leitungswasser ist jedoch der niedrige Preis. Zudem sind wichtige Spurenelemente 
enthalten, welche für die spätere Fermentation essentiell sind. Weitere 
Untersuchungen konnten zudem zeigen, dass eine Korrektur des pH-Werts im Verlauf 
der Hydrolyse zu einem zum Citratpuffer analoge Ergebnisse führt. Wesentlich 
schlechtere Umsätze wurden sowohl mit destillierten Wasser als auch mit 
Calciumcarbonat erreicht. Obwohl der pH-Wert von destilliertem Wasser sich mit 5,5 
nahe dem Optimum bewegt, liegt der maximaler Umsatz nur bei 63 %. Offensichtlich 
spielt die Ionenstärke eine weitere wichtige Rolle, wodurch die Enzymaktivität 
gehemmt wird. Umsätze kleiner 10 % wurden bei der Hydrolyse in Calciumcarbonat 
beobachtet. Dieses ist ein bewährtes, kostengünstiges Puffersystem für 
Fermentationen, ist jedoch für die enzymatische Hydrolyse von Zellstoff ungeeignet. 
Der Hauptgrund wird der pH-Wert von 10 sein. 
 
 
Einfluss der Ionenstärke 
Die enzymatische Hydrolyse von alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh in 
destilliertem Wasser (Abbildung 2.38) erzielte trotz nahezu optimalem pH-Wert nur 
einen Umsatz von maximal 63 %. Eine mögliche Ursache könnte eine geringe 
Ionenstärke sein, weshalb dessen Einfluss auf die Hydrolyse untersucht (Abbildung 
2.39) wurde. Es ist deutlich erkennbar, dass die Ionenstärke einen erheblichen Einfluss 
auf die Zusammensetzung der Hydrolysate hat. Im Vergleich zu destilliertem Wasser 
verdreifachte sich durch die Erhöhung der Ionenstärke die Konzentration von Xylose. 
Die maximale Glucosekonzentration wurde hingegen bei einer geringen Ionenstärke 
(100 mM) freigesetzt. Dieses lässt darauf hindeuten, dass die im Komplex enthaltenen 
Hemicellulasen eher bei hohen Ionenstärken (500 mM), die Cellulasen bevorzugt bei 




niedrigen Ionenstärken (100 mM) effektiv arbeiten. Durch die Anhebung der 
Ionenstärke von 0 auf 100 mM wurde der Umsatz der Hydrolyse von 63 auf 95 % 
gesteigert, weshalb alle folgenden Untersuchungen bei einer Ionenstärke von maximal 
100 mM durchgeführt wurden. 
 
Abbildung 2.39 Einfluss der Ionenstärke auf die Zusammensetzung der Hydrolysate 





Ein wichtiger Aspekt zur Reduzierung der Prozesskosten ist die eingesetzte 
Enzymmenge, die möglichst geringgehalten werden sollte. Aus diesem Grund wurde 
der Einfluss der Enzymbeladung auf die Hydrolyse untersucht (Abbildung 2.40). 
Inline-Echtzeitanalysen mittels IR-Spektroskopie zeigen, dass bei einer 
Enzymkonzentration von 50 FPU·g-1 Substrat nach zehn Stunden ein nahezu 
vollständiger Umsatz erzielt wurde. Bei einer weiteren Steigerung der 
Enzymkonzentration sank der Umsatz auf maximal 89 %. Das Umsatz-Zeit- 
Diagramm der Hydrolyse mit 50 und 100 FPU·g-1 Substrat zeigt in den ersten zwei 
Stunden einen deckungsgleichen, fast linearen Verlauf, was mit einer nahezu gleichen 
Anfangsgeschwindigkeit, 24,6 g·L-1·h-1 für 100 FPU·g-1 Substrat und 29,2 g·L-1·h-1 
für 50 FPU·g-1 Substrat, einherging. Danach erfolgte in beiden Fällen ein Abflachen 
der Kurven, was zu einem parallelen Kurvenverlauf führt.  





Abbildung 2.40 Einfluss der Enzymbeladung des Enzymkomplexes aus P. verruculosum auf die 
Konzentration der freigesetzten Glucose (50 °C, 20 h, 150 rpm; 5 Gew.-% alkalisch 
vorbehandeltes Weizenstroh). 
Eine Reduzierung der Enzymkonzentration auf 25 bzw. 15 FPU·g-1 Substrat resultierte 
in einer Verringerung der Anfangsgeschwindigkeit auf 9,7 bzw. 8,6 g·L-1·h-1 sowie des 
Umsatzes auf 77,6 bzw. 65,2 %. Diese Umsatzeinbußen liegen jedoch in einem 
vertretbaren Bereich und sind geringer als vergleichbare Literaturangaben. Chen et al. 
bestimmte beim Einsatz eines Cellulasekomplexes aus T. reesei am Beispiel der 
enzymatischen Hydrolyse von sauer vorbehandelten Maiskolben eine optimale 
Enzymmenge von 100 FPU·g-1 Substrat.[130] Jedoch betrug der mit dieser 
Konzentration nach 48 Stunden Hydrolyse erreichte Umsatz lediglich 40 %. Des 
Weiteren wurde dem Enzymkomplex noch eine β-Glucosidase aus A. niger zugesetzt, 
um eine Akkumulation der Cellobiose zu vermeiden. Beide Aspekte verschlechtern 
die Gesamtökonomie des Prozesses erheblich. In der Literatur sind Produktionskosten 
für Cellulasen aus T. reesei sowie β-Glucosidasen aus A. niger im Bereich von 1,1 bis 
20,6 €·kg-1 Enzym angegeben.[131–134] Damit fallen über 50 % der Rohstoffkosten auf 
die Enzymproduktion.[19] Je höher die notwendige Enzymmenge ist, desto höher sind 
somit die Rohstoffpreise und damit die Prozesskosten. 
Für eine gute Prozessökonomie wird eine Enzymkonzentration zwischen 5 und 
35 FPU·g-1 Substrat angestrebt.[112] Bei diesen Konzentrationen wurden bei den 
vorliegenden Bedingungen Umsätze kleiner 77 % erlangt, sodass eine Reduzierung 
der Enzymmenge nicht ratsam ist. Bei herkömmlichen Enzymkomplexen werden 




zusätzlich β-Glucosidasen dem Enzymkomplex zugefügt, wodurch die Enzymkosten 
steigen. Dieses ist bei dem verwendeten Enzymkomplex aus P. verruculosum nicht 
notwendig. Nur durch eine ausführliche Wirtschaftlichkeitsanalyse kann bestimmt 
werden, inwieweit eine Reduzierung der Enzymkosten mit den daraus folgenden 




In der Literatur wird eine Vielzahl von Inhibitoren diskutiert. Dazu gehören 
insbesondere Glucose, Cellobiose, Ethanol sowie phenolische Abbauprodukte des 
Lignins. Da für den Enzymkomplex aus P. verruculosum nur wenige Informationen 
diesbezüglich existieren, wurden umfangreiche Untersuchungen durchgeführt. Die 
daraus erhaltenen Daten sind eine wichtige Grundlage für die Planung der späteren 
Versuchsführung der Reaktion. Insbesondere eine Produkthemmung wird durch eine 
kontinuierliche oder semikontinuierliche Produktentfernung umgangen. 
 
 
Inhibierung durch Glucose 
Zunächst soll der Einfluss von Glucose auf die Einzelenzymaktivitäten diskutiert 
werden. Abbildung 2.41 zeigt deutlich, dass die Beeinflussung der Einzelenzyme stark 
unterschiedlich ist. Die Filterpapieraktivität der Cellulasen wies mit zunehmender 
Glucosekonzentration ein leichtes Ansteigen der Aktivität auf. Bei einer 
Konzentration größer 20 g·L-1 erfolgte jedoch ein starkes Absinken der Aktivität. 
Dieses bedeutet, dass bei Hydrolysen mit hohen Feststoffkonzentrationen Glucose aus 
dem System entfernt werden muss. Im Rahmen des SSF-Prozesses erfolgt dieses durch 
die simultane Verzuckerung und Fermentation ohne weiteren Prozessschritt. Eine 
Quantifizierung der Inhibierung ist aufgrund des komplexen Mechanismus und der 
synergetischen Wirkungsweise der Einzelenzyme sehr schwierig. Auffällig ist jedoch, 
dass Cellulasen aus T. viride sensitiver gegenüber Glucose sind als Cellulasen aus 
T. reesei.[118, 135] Cellulasen aus P. verruculosum ordnen sich in der Mitte dieser beiden 
Komplexe ein. Im Gegensatz zur Aktivität der Cellulasen erfolgte schon bei geringe 
Glucosekonzentrationen eine negative Beeinflussung der Aktivität der β-Glucosidase. 





Abbildung 2.41 Einfluss der Glucose-Konzentration auf die Enzymaktivitäten von Cellulase, 
Endoglucanase und β-Glucosidase. 
Bereits 5 g·L-1 Glucose führten zum Aktivitätsverlust von 40 %. Eine weitere 
Erhöhung der Inhibitorkonzentration resultierte in ein herabsinken der Aktivität bis zu 
einer Restaktivität von nur 5 %. Eine ähnlich starke Inhibierung konnte Korotkova et 
al. bei aus P. verruculosum isolierter β-Glucosidase beobachten. Diese 
Untersuchungen ließen auf eine kompetitive Hemmung mit einer 
Inhibierungskonstante Ki von 0,9 mM schließen.[115] Auch bei β-Glucosidasen aus 
T. reesei und A. niger wurden ähnliche Beobachtungen gemacht. Je nach 
Versuchsbedingungen (Substrat, pH-Wert, Inkubationsdauer, Substratkonzentration) 
variiert Ki von 0,6 bis 4 mM.[118, 136] Die Ergebnisse der meisten Studien deuten auf 
einen kompetitiven Inhibierungsmechanismus hin, jedoch existieren auch Hinweise 
auf nicht-kompetitive und gemischte Inhibierungstypen.[118] Eine Inhibierung der 
β-Glucosidase durch Glucose führt zur Akkumulation von Cellobiose, was wiederum 
ein Inhibitor ist.[137] 
Die Zugabe von Glucose resultierte in einer Steigerung der Aktivität der 
Endoglucanase. So folgte aus der Anwesenheit von 10 g·L-1 Glucose eine 
Verneunfachung der Aktivität. Auch eine weitere Steigerung der 
Saccharidkonzentration führte zu keinem Aktivitätsverlust. Ebenfalls eine Erhöhung 
der Aktivität wurde bei Endoglucanasen aus Cellulomonas sp. beobachtet. Jedoch tritt 
nur eine geringe Aktivierung (20 %) und auch nur bei geringen 




Glucosekonzentrationen (< 50 mg·L-1) auf. Ab 0,1 g·L-1 Glucose erfolgte die 
Inhibierung der Endoglucanasen (> 20 % Aktivitätsverlust).[122] 
Entscheidend für den Prozess sind die Auswirkungen der Glucose auf die 
enzymatische Hydrolyse. Aufgrund der synergetischen Wirkungsweise der 
Einzelenzyme kommen stabilisierende Effekte zum Tragen, was den inhibierenden 
Effekt verringert. Glucosekonzentrationen bis zu 10 g·L-1 hatten nur einen geringen 
Einfluss auf die Hydrolyse mit Cellulasen aus P. verruculosum (Abbildung 2.42).  
 
Abbildung 2.42 Einfluss von Glucose auf die enzymatische Hydrolyse von alkalisch 
vorbehandeltem Weizenstroh. Hydrolysebedingungen: 50 °C, 24 h, 150 rpm, P. verruculosum 
100 FPU·g-1 TM, 2 Gew.-%, Citratpuffer (50 mM, pH 5). 
Bei Anwesenheit von 20 g·L-1 Glucose wurde nur noch ein Umsatz von 55 % 
bestimmt. Bei noch weiter steigenden Glucosekonzentration kamm es zur weiteren 
Abnahme des Umsatzes. Ab 55 g·L-1 erfolgte die vollständige Inhibierung.  
Es wird deutlich, dass Glucose einen großen Einfluss sowohl auf die 
Einzelenzymaktivitäten als auch auf die enzymatische Hydrolyse hat. Somit ist es 
wichtig Strategien zu entwickeln, die es ermöglichen die gebildete Glucose in situ zu 
entfernen. Im Rahmen dieser Dissertation wurde dazu der Weg der simultanen 









Inhibierung durch Cellobiose 
Cellobiose ist das Produkt des Abbaus von Cellulose durch Exoglucansen und zum 
Teil durch Endoglucanasen. Es ist bekannt, dass insbesondere diese beiden Enzyme 
durch Cellobiose gehemmt werden.[118, 137] 
Abbildung 2.43 zeigt, dass bereits geringe Konzentrationen von Cellobiose einen 
drastischen Einfluss auf die Enzymaktivitäten haben. Schon bei Anwesenheit von 
5 g·L-1 Cellobiose zeigte die β-Glucosidase nur eine Restaktivität von 18 % auf. Diese 
starke Beeinträchtigung der Enzymaktivität hat eine Verhinderung des Abbaus der 
 
Abbildung 2.43 Inhibierung des Cellulasekomplexes aus P. verruculosum durch Cellobiose. 
Cellobiose und somit deren Akkumulation zur Folge. Damit erhöht sich die 
Inhibitorkonzentration erheblich, woraus wiederum eine Inhibierung der Endo- und 
Exoglucanasen folgt. Die Filterpapieraktivität wurde ebenso bei Anwesenheit von 
Cellobiose negativ beeinflusst. Bei Konzentrationen kleiner 10 g·L-1 kamm es zur 
Reduzierung der Enzymaktivität auf bis zu 67 %. Durch eine weitere Steigerung der 
Inhibitorkonzentration erfolgte eine vollständige Deaktivierung der Cellulasen. Eine 
vergleichbar starke Inhibierung wurde auch bei Cellulasen aus T. fusca[138] und 
T. reesei[135, 139] beobachtet. Noch drastischer ist der Effekt bei Endoglucanasen. 
Bereits die Anwesenheit von 5 g·L-1 Cellobiose führte zur vollständigen Hemmung 
der Aktivität. Eine ähnlich starke Inhibierung wurde auch bei Endoglucanasen aus 
Cellulomonas sp. beobachtet. Bereits bei Anwesenheit von 1 g·L-1 Cellobiose erfolgt 
eine Reduzierung der Aktivität um 50 %.[122] Bei Endoglucanasen aus T. reesei wurden 




zwar auch inhibierende Effekte durch Cellobiose beobachtet, jedoch im geringeren 
Ausmaß. Eine Halbierung der Enzymaktivität erfolgt erst zwischen 20 und 30 g·L-1 
Cellobiose.[140] 
In Anlehnung an die Untersuchungen zum Einfluss von Glucose wurde der Effekt von 
Cellobiose auf die enzymatische Hydrolyse von alkalisch vorbehandeltem 
Weizenstroh untersucht. Abbildung 2.44 zeigt, dass bereits ab 5 g·L-1 Cellobiose eine 
Reduzierung des Umsatzes um 27,3 % erfolgt. Ab einer Konzentration von 20 g·L-1 
Cellobiose wurde nur die Hälfte des Substrates umgesetzt. Obwohl bei 50 g·L-1  
 
Abbildung 2.44 Einfluss von Cellobiose auf die enzymatische Hydrolyse von alkalisch 
vorbehandeltem Weizenstroh. Hydrolysebedingungen: 50 °C, 24 h, 150 rpm, P. verruculosum 
100 FPU·g-1 TM, 2 Gew.-%, Citratpuffer (50 mM, pH 5). 
Cellobiose nahezu keine Einzelenzymaktivitäten nachweisbar war, betrug der 
Hydrolyseumsatz noch 33 %. Diese Hemmung ist zwar signifikant aber nicht so stark, 
wie die Auswirkung auf die Einzelenzymaktivitäten hätte vermuten lassen. Auch hier 
zeigt sich wieder, dass das Zusammenwirken der Enzyme positive Effekte auf die 
Hydrolyse ausübt. Die Ergebnisse beweisen beeindruckend den starken Einfluss von 
Cellobiose auf die Enzymaktivitäten. Somit wird deutlich, dass während der 
Bioethanolproduktion die Akkumulation von Cellobiose unterdrückt werden muss. 
Gewährleistet wird dieses durch die Wahl des Enzymkomplexes aus P. verruculosum, 
da dieser aufgrund der hohen β-Glucosidasekonzentration einen schnellen Abbau der 
freigesetzten Cellobiose ermöglicht. Bereits Abbildung 2.31 zeigte, dass auf diesem 
Weg eine Akkumulation von Cellobiose verhindert wird. 




Inhibierung durch Ethanol 
Im Rahmen der Produktion von Bioethanol im SSF-Verfahren kommt es zur 
Akkumulation von Ethanol im Reaktionsmedium. Da Ethanol als starker Inhibitor für 
Enzyme bekannt ist, wurde dessen Einfluss auf die Enzymaktivitäten näher untersucht 
(Abbildung 2.45). 
Infobox: Simultane Verzuckerung und Fermentation (SSF) 
Es existieren mehrere Möglichkeiten Bioethanol aus Lignocellulose zu produzieren. 
Eine Verfahrensweise ist dabei die simultane Verzuckerung und Fermentation 
(SSF). Dabei erfolgen enzymatische Hydrolyse und Fermentation zeitgleich in 
einem Reaktor. Die freigesetzten Monosaccharide werden somit gleich zu Ethanol 
umgesetzt, woraus eine stete in situ-Entfernung der Hydrolyseprodukte  resultiert. 
Der Vorteil dieser Verfahrensweise ist, dass eine Produktinhibierung durch die 
Hydrolyseprodukte umgangen wird und für Hydrolyse und Fermentation nur ein 
Reaktor benötigt wird. Viele Studien zeigen zudem, dass die notwendige 
Konzentration an Cellulasen sowie Fermentationsorganismen (i.d.R. die Hefe 
S. cerevisiae) geringer als bei einer separaten Hydrolyse und Fermentation ist. 
Allerdings können die Fermentationsprodukte und –nebenprodukte (z.B. Ethanol, 
Essigsäure, Glycerin) inhibierend auf die verwendeten Mikroorganismen wirken. 
Zudem dient der Enzymkomplex bei einer Nährstoffmangelversorgung als 
Stickstoffquelle, wodurch er verbraucht wird und nicht mehr für die Hydrolyse zur 
Verfügung steht. Eine große Herausforderung stellt die Anpassung der 
Reaktionsbedingungen der Teilprozesse dar. Das pH- und Temepraturoptimum für 
die Cellulasen und Hefen unterscheiden sich deutlich, sodass ein  Kompromiss 
gefunden werden muss[56, 141]. Alle Vor- und Nachteile des SSF-Prozess werden im 
Kapitel 2.5 ausführlich diskutiert. 
 
Sowohl die Filterpapieraktivität als auch die Aktivität der β-Glucosidasen wurden bei 
Ethanolkonzentrationen größer 5 g·L-1 signifikant gehemmt. Bereits bei 10 g·L-1 
Ethanol (entspricht 1,3 Vol.-%) lag nur noch eine Restaktivität von 9,8 % im Fall der 
Filterpapieraktivität und 3,4 % bei der β-Glucosidase vor. Somit sollte eine in situ-
Produktentfernung angestrebt werden, was zum Beispiel durch Strippen möglich ist. 
Eine Inhibierung der Endoglucanase erfolgt im untersuchten Konzentrationsbereich 
hingegen nur im geringen Maß. Bei einer Ethanolkonzentration von 50 g·L-1 wurde 
lediglich ein Aktivitätsverlust von 15,1 % bestimmt.  






Abbildung 2.45 Einfluss von Ethanol auf den Enzymkomplex aus P. verruculosum. 
Beim Cellulasekomplex aus P. decumbens sowie T. reesei erfolgte ebenfalls eine 
Inhibierung der Filterpapieraktivität und der Aktivität der β-Glucosidase bei 
Konzentrationen größer 1 Vol.-%.[135, 142] Zudem wurde bestimmt, dass die 
Inhibierung reversibel ist.[135, 142, 143] Daten zur Inhibierung von Endoglucanasen durch 
Ethanol konnten in der Literatur nicht gefunden werden. 
Bereits die Untersuchungen zum Einfluss der Temperatur und dem pH-Wert haben 
gezeigt, dass das Zusammenspiel der Einzelenzyme eine besondere Rolle spielt. Aus 
diesem Grund wurde der Einfluss von Ethanol auf die Hydrolyse von alkalisch 
vorbehandeltem Weizenstroh untersucht (Abbildung 2.46). Bei der Hydrolyse mit dem 
Enzymkomplex aus P. verruculosum erfolgt erst eine Verringerung der 
Zuckerfreisetzung ab einer Ethanolkonzentration von 50 g·L-1. Obwohl bereits bei 
20 g·L-1 Ethanol die Einzelenzymaktivitäten (Abbildung 2.45) stark gehemmt sind, 
wird keine signifikante Veränderung des Umsatzes beobachtet. Dieses zeigt wieder, 
dass es während der Hydrolyse zur Stabilisierung der Enzyme kommt, woraus eine 
Kompensation der Enzyminhibierung folgt. Nichtsdestotrotz sollte zur Vorbeugung 
der Enzyminaktivierung eine in situ-Produktentfernung angestrebt werden. 
 





Abbildung 2.46 Einfluss von Ethanol auf die Hydrolyse von alkalisch vorbehandelten 
Weizenstroh. Hydrolysebedingungen: 50 °C, 24 h, 150 rpm, P. verruculosum 100 FPU·g-1 TM, 
2 Gew.-%, Citratpuffer (50 mM, pH 5). 
 
 
Inhibierung durch Lignin 
Neben den Produkten der Hydrolyse und Fermentation wirkt Lignin und dessen 
Abbauprodukte inhibierend auf die Enzymaktivitäten, weshalb der Einfluss auf die 
Enzyme Endoglucanase, β-Glucosidase sowie Cellulase näher untersucht wurde.  
Da die Struktur des Lignins und die damit verbundene Reaktivität ein wichtiger 
Einflussfaktor auf die Hydrolyse darstellt, erfolgte die Durchführung der 
Inhibierungsstudien mit dem Lignin, welches beim alkalischen Aufschluss des 
Weizenstrohs isoliert wurde. Dieses sollte somit dem natürlichen Weizenstrohlignin 
am nächsten kommen. 
Gegen die Erwartungen war lediglich bei der β-Glucosidase eine Abnahme der 
Enzymaktivität mit zunehmender Ligninkonzentration zu beobachten (Abbildung 
2.47). Ab 100 g·L-1 Lignin lag nur noch eine geringe Aktivität (0,15 IU·mL-1) vor, 
sodass kein Abbau der Cellobiose zu Glucose erfolgte. Dieses Ergebnis geht auch 
einher mit Literaturangaben.[144, 145] Im Fall der Cellulase nahm die Enzymaktivität bis 
zu einer Konzentration von 100 g·L-1 Lignin zu, und fiel danach leicht ab, wobei 
immer noch eine respektable Restaktivität von 62,4 % vorlag. Sehr interessant ist das  





Abbildung 2.47 Einfluss der Ligninkonzentration auf die Aktivität von Cellulasen, 
Endoglucansen und β-Glucosidasen im Enzymkomplex aus P. verruculosum. 
Verhalten der Endoglucanase. Bei Anwesenheit geringer Ligninkonzentrationen 
wurde zunächst ein Herabsinken der Aktivität um 22,4 % beobachtet. Stieg die 
Ligninkonzentration weiter an, erfolgte eine Zunahme der Aktivität, sodass bei 
200 g·L-1 Lignin fast eine Versechsfachung der Aktivität nachweisbar war. Durch 
Mhlongo et al. wurde bereits am Beispiel einer Endoglucanase aus T. reesei 
beobachtet, dass eine zunehmende Konzentration von Syringaldehyd sowie 
Coniferylaldehyd sich positiv auf die Enzymaktivität auswirkt.[144] Bei beiden 
Verbindungen handelt es sich um Bestandteile des Lignins und werden daher in vielen 
Untersuchungen als Modellverbindungen für das Lignin verwendet. Zwar wurde in 
dieser Studie lediglich eine Aktivitätssteigerung um 20 Prozentpunkte[144] beobachtet, 
jedoch handelt es sich um eine isolierte Endoglucanase. Es ist möglich, dass auch hier 
synergetische Effekte des Enzymkomplexes eine Verstärkung dieses positiven 
Effektes hervorrufen. Eine mögliche Erklärung für die Aktivierung der Endoglucanase 
können hydrophobe Wechselwirkungen zwischen dem Enzym und dem Lignin sein. 
Röntgenstrukturanalysen verschiedener Endoglucansen haben gezeigt, dass die 
Adsorption dieser Enzyme an der Cellulose auf hydrophobe Wechselwirkungen 
basiert. Das nichtreduzierende Ende der Saccharide interagiert mit Tryptophan- und 
Tyrosinresten im aktiven Zentrum.[146] Es ist denkbar, dass dieser Mechanismus auch 
bei der Adsorption der Enzyme am Lignin stattfindet. Des Weiteren ist bekannt, dass 
Enzyme mit einer Cellulosebindungs-Domäne (CBD) eine höhere Affinität gegenüber 




Lignin haben, als die ohne. β-Glucosidasen gehören zu denen, die keine CBD besitzen 
und folglich eine starke Affinität gegenüber Lignin besitzen.[147] Dadurch erfolgt die 
Adsorption der β-Glucosidasen am Lignin, wodurch dessen Aktivität im Überstand 
nicht detektierbar und somit scheinbar gering ist. Röntgenstrukturanalysen von 
Endoglucanasen haben zudem eine tunnelartige Struktur des aktiven Zentrums 
nachgewiesen.[146] Im Gegensatz zu Cellulose ist Lignin kein lineares Molekül, 
wodurch der Zugang erschwert wird. Lediglich Seitenketten bzw. Abbauprodukte 
gelangen einfach ans aktive Zentrum, um dort inhibierend zu wirken. Die starke 
Aktivierung der Endoglucanase spiegelt sich auch in der Cellulaseaktivität wieder. 
Diese setzt sich im Wesentlichen aus der Aktivität der Endo- und Exoglucanasen 
zusammen. Da jedoch die Aktivitätsbestimmung von Cellulase und Endoglucanase 
mit unterschiedlichen Substraten erfolgt, besteht keine direkte Korrelation. Es kann 
jedoch geschlussfolgert werden, dass scheinbar nur eine geringfügige Inhibierung der 
Exoglucanasen durch Lignin erfolgt.   
Insbesondere die unproduktive Bindung der Cellulasen am Lignin führt zur Reduktion 
der zur Verfügung stehenden Enzymkonzentration und somit zur Verringerung der 
Hydrolyseumsätze. Aus diesem Grund wurde zusätzlich der Einfluss von Lignin auf 
die Hydrolyse untersucht (Abbildung 2.48). Die Ergebnisse zeigen, dass die Hydrolyse  
 
Abbildung 2.48 Einfluss von Lignin auf die enzymatische Hydrolyse von alkalisch 
vorbehandeltem Weizenstroh. Hydrolysebedingungen: 50 °C, 24 h, 150 rpm, P. verruculosum 
100 FPU·g-1 TM, 2 Gew.-%, Citratpuffer (50 mM, pH 5). 




mit dem Enzymkomplex aus P. verruculosum bis 20 g·L-1 Lignin nicht signifikant 
gestört wird. Bei Anwesenheit höherer Konzentrationen von Lignin erfolgte die 
Hemmung der Hydrolyseeffizienz. Dieses bedeutet, dass bei einem Ligningehalt des 
Weizenstrohs von 21,7 % die initiale Substratkonzentration von 92 g·L-1 nicht 
überschritten werden darf, um eine Inhibierung durch Lignin zu vermeiden. Bei 
Verwendung des Zellstoffes kann hingegen eine fast viermal so hohe 
Substratkonzentration gewählt werden, was wiederum die große Bedeutung der 
Biomassevorbehandlung wiederspiegelt. Je höher die Substratkonzentration ist, desto 
größer ist die erreichbare Ethanolkonzentration, was wiederum die Prozessökonomie 
verbessert.  
Die Ergebnisse zeigen deutlich, dass der Cellulasekomplex aus P. verruculosum eine 
hohe Toleranz gegenüber Lignin aufweist, was als sehr positiv zu bewerten ist. Im 
Gegensatz zu den anderen untersuchten Inhibitoren Glucose, Cellobiose und Ethanol 
scheint im Fall von Lignin der synergetische Effekt des Enzymkonsortiums nur eine 
geringfügige Rolle zu spielen. Wesentlich entscheidender ist hier die Affinität der 
einzelnen Enzyme bezüglich der Aromaten, welche sich aufgrund unterschiedlicher 
Proteinstrukturen unterscheiden. Dieses hat zum Vorteil, dass durch gezieltes „enzyme 
engineering“ die Enzyme so „gebaut“ werden können, dass die Adsorption am Lignin 
vermindert wird. Im Falle des Enzymkomplexes aus P. verruculosum scheint dieses 
jedoch nicht notwendig zu sein. 
Aufgrund der bestehenden Affinität der Cellulasen gegenüber Lignin erfolgt eine 
nicht-produktive Adsorption an dessen Oberfläche. Daraus resultiert eine Reduzierung 
der für die Hydrolyse zur Verfügung stehenden Enzymkonzentration, was die 
Effizienz der Verzuckerung verringert. Um diesen Effekt ausgleichen zu können, 
müssen höhere Enzymmengen eingesetzt werden, was wiederum die Prozessökonomie 
erheblich verschlechtert. Um diese Adsorptionseffekte so gering wie möglich zu 
halten, wird im Folgenden Kapitel das Adsorptionsverhalten der Cellulasen an 








2.3.5 Untersuchungen zum  Adsorptionsverhalten 
Die Adsorption der Cellulasen an der Substratoberfläche ist ein Schlüsselschritt für die 
enzymatische Hydrolyse und erfolgt sowohl spezifisch als auch nicht-spezifisch. Die 
Adsorption basiert dabei auf nicht-kovalente Bindungen, die durch 
Wasserstoffbrückenbindungen und/oder elektrostatische sowie hydrophobe 
Wechselwirkungen zu Stande kommen.[148] Somit folgt einer physikalischen 
Anlagerung (Adsorption) der Enzyme an der Substratoberfläche eine Ausbildung einer 
chemischen Bindung, was als Chemisorption bezeichnet wird.[149] 
Aufgrund der geringen Spezifität der Bindung erfolgt eine nicht-produktive 
Adsorption der Enzyme am Lignin, wodurch weniger Enzyme für die Hydrolyse zur 
Verfügung stehen. Zur Kompensation dieses Problems müssen hohe 
Enzymkonzentrationen eingesetzt werden, was gegen eine gute Prozessökonomie 
spricht. Insbesondere bei der angestrebten niedrigen Enzymkonzentration von 15 bis 
50 FPU·g-1 folgen aus diesen nicht-produktiven Bindungen geringe Umsätze. Diese 
Adsorption resultiert wahrscheinlich daraus, dass hydrophobe Aminosäurereste der 
Bindungsdomänen der Cellulasen bevorzugt an hydrophoben Oberflächen 
binden.[25, 148, 150] Weitere Interaktionen resultieren aus der Ausbildung von 
Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den phenolischen Hydroxy-Gruppen des 
Lignins und den Cellulasen sowie den Hydroxy-Gruppen der Polysaccharide und den 
Cellulasen. Ersteres ist ungewollt und kann durch zum Beispiel Hydroxypropylierung 
der freien Phenolreste vermieden werden, was jedoch sehr zeit- und kostenaufwendig 
ist. [150] Da keine Informationen zum Adsorptionsverhalten des Enzymkomplexes aus 
P. verruculosum vorhanden waren, wurden entsprechende Untersuchungen 
durchgeführt. Genaue Informationen zum Adsorptionsverhalten geben Aufschluss zur 
Beschaffenheit der Rohstoffe, welche notwendig sind, um einen möglichst hohen 
Umsatz bei möglichst geringer Enzymkonzentration zu erreichen. Darüber hinaus sind 
die gewonnen Erkenntnisse bei der Optimierung der Enzymdosierung hilfreich. 
Zur Beschreibung des Adsorptionsverhaltens von fluiden Stoffen an festen 
Oberflächen können Adsorptionsisothermen genutzt werden. Dazu wird bei konstanter 
Temperatur in Abhängigkeit der Fluidkonzentration das Verhältnis von gebunden zu 
freiem Fluid bestimmt. Im Falle von enzymatischen Reaktionen dient dazu die 
Messung des Proteingehalts im Überstand der Suspension. Der Anteil an gebundenen 
Enzym wird aus der Differenz von initialer zu freier Proteinkonzentration berechnet. 




Zur Beschreibung dieser Adsorptionsisothermen existiert eine Vielzahl von 
empirischen Ansätze, die das vorliegende System modellhaft beschreiben. All diese 
Modelle gehen von einem Gleichgewicht von Adsorption und Desorption aus, was in 
der Realität aufgrund von Enzymdeaktivierungen nicht immer gewährleistet ist. Die 
am häufigsten verwendeten Modellen sind die Freundlich- und Langmuir-Isotherme 
sowie das Modell nach Brunner, Emmett und Teller (BET). Freundlich-Isothermen 
basieren auf ein nichtlineares Modell, was von einer heterogenen Oberfläche mit 
unterschiedlichen Bindungsaffinitäten ausgeht.[151] Zur Vereinfachung des Systems 
wurde in dieser Arbeit davon ausgegangen, dass es sich um Substrate mit gleichen 
Bindungsaffinitäten handelt, weshalb die Freundlich-Isotherme nicht als geeignet 
erschien. Zudem geht das Modell von Interaktionen zwischen den adsorbierten 
Teilchen, in dem Fall der Enzyme, aus, was im vorliegenden System vernachlässigt 
werden kann. Das BET-Modell ist ein erweitertes Langmuir-Modell zur Beschreibung 
des Verhaltens bei erhöhten Konzentrationen nahe dem Sättigungsbereich.[149] Im 
vorliegenden Fall ist insbesondere das Adsorptionsverhalten bei geringen 
Enzymkonzentrationen interessant, sodass auch dieses Modell ungeeignet erschien. Im 
Folgenden wird ausführlich das Langmuir-Modell beschrieben, welches auf die 




Langmuir-Isothermen werden vielfach zur Beschreibung der Beziehung zwischen 
Enzymmenge und Substrat verwendet.[152] Dabei geht das Modell davon aus, dass die 
Bindung reversibel ist, was jedoch nicht in allen Fällen gegeben ist. Weitere 
Voraussetzungen sind, dass die Adsorption der Enzyme in einer Monoschicht an einer 
homogenen Oberfläche erfolgt und zwischen den adsorbierten Enzymen keinerlei 
Wechselwirkungen stattfinden.[149, 151] Zudem verlaufen Adsorption und Desorption 
im Gleichgewicht.[149, 153] Aufgrund der Annahme der fehlenden lateralen 
Wechselwirkungen zwischen den adsorbierten Teilchen ist dieses Modell 
insbesondere zur Beschreibung der Chemisorption geeignet.[149] Die Homogenität der 
Substratoberfläche ist nur in wenigen Fällen gegeben. So kann zum Beispiel bei 
Verwendung reiner Cellulose von einer homogenen Oberfläche ausgegangen werden. 
Bei Verwendung lignocellulosehaltige Rohstoffe besteht die Oberfläche aus Cellulose 
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Abbildung 2.50 Adsorptionsisothermen nach Langmuir. 
dass das Adsorptionsverhalten sehr stark vom Substrat abhängt. Wichtige 
Einflussfaktoren sind dabei der Ligningehalt, die Kristallinität und die innere 
Oberfläche. Auf Grundlage von Gleichung 1 erfolgte die Bestimmung der Langmuir-
Konstante K sowie von Emax. Außerdem wurde zur besseren Vergleichbarkeit die 
relative Gleichgewichtskonstante Krel berechnet. 
 𝐾𝑟𝑒𝑙 = 𝐸𝑚𝑎𝑥 ∙ 𝐾 (2) 
Je höher die Gleichgewichtskonstanten K und Krel sind, desto größer ist die Affinität 
der Enzyme gegenüber dem Substrat. Somit kann die höchste Affinität beim 
unbehandelten Weizenstroh beobachtet werden (Tabelle 2.10).  
Die beiden Vorbehandlungsmethoden erzielen mit 0,19 und 0,14 L·g-1 
Gleichgewichtskonstanten im gleichen Größenbereich. Somit ist die Affinität 
gegenüber dem alkalisch vorgebehandelten Weizenstroh etwas geringer als zu dem 
aus dem Natural Pulping Verfahren. Demzufolge steigt, wie zu erwarten war, die 
Gleichgewichtskonstante mit zunehmenden Ligningehalt. Bei einem Enzymkomplex 
aus T. reesei wurde ähnliches beobachtet. Die Langmuir-Konstanten von alkalisch 
vorbehandeltem Weizenstroh war mit 4,3 L·g-1 jedoch deutlich geringer als die der 
sauren Vorbehandlung mit 22,5 L·g-1.[152] Die vergleichsweise große Affinität 




Tabelle 2.10 Gegenüberstellung der ermittelten und berechneten Kenndaten der Adsorptions-













Weizenstroh 2228,0 2,02 4,49 21,7 45[109] 
NP vorb. Weizenstroh 1176,5 0,19 0,22 11,0 58[154] 
Alkalisch vorb. 
Weizenstroh 
2029,5 0,14 0,28 5,8 69[154] 
Mikrokristalline 
Cellulose 
2638,5 0,08 0,21 0,0 88[155] 
 
bezüglich des nativen Weizenstrohs spiegelt die unproduktive Bindung der Cellulasen 
an der hydrophoben, ligninhaltigen Oberfläche wieder. 
Mikrokristalline Cellulose zeigt im Vergleich zu den anderen untersuchten Substraten 
die höchste maximal vorhandene Enzymkonzentration bei geringster 
Gleichgewichtskonstante. Aufgrund der hohen Hydrophilie und dem vergleichsweise 
hohem CrI sinkt die Affinität der Cellulasen gegenüber der Cellulose. Mit 
zunehmender Kristallinität der Cellulose sind die Cellulosefasern stärker miteinander 
verbunden, sodass die innere Oberfläche sinkt und somit die Zugänglichkeit erschwert 
wird.[155] 
Abbildung 2.51 zeigt deutlich den gegenläufigen Trend der Abhängigkeit der 
Gleichgewichtskonstante K vom Ligningehalt und dem CrI. Die Affinität der Enzyme 
zum Substrat steigt somit sinkendem CrI und mit steigendem Ligningehalt. Durch den 
steigenden Ligningehalt wird der hydrophobe Charakter des Substrates erhöht, was die 
Bindung der Enzyme am Substrat erleichtert. Allerdings ist diese Bindung nicht-
produktiv und führt somit nicht zu den erwünschten hohen Hydrolyseraten. Dieser 
Trend korrespondiert mit den Erkenntnissen aus der Literatur.[152, 156]  
 





Abbildung 2.51 Abhängigkeit der Adsorptionsgleichgewichtskonstante K vom Ligningehalt und 
dem CrI. 
 
Zugabe von Additiven 
In der Literatur wird Vielfach der Einsatz von Additiven wie Polymeren 
(Polyethylenglycol (PEG)), Tensiden (Tween, Triton) und Proteinen 
(Rinderserumalbumin) zur Steigerung der Hydrolyseraten diskutiert. Deren Einsatz ist 
mit zusätzlichen Kosten verbunden, sodass eine Rechtfertigung nur durch eine 
erhebliche Steigerung der Hydrolyseraten bzw. durch ein signifikantes Herabsenken 
der Enzymkonzentrationen möglich ist. Durch den Einsatz dieser Additive soll 
aufgrund der Blockierung des Lignins die nicht-produktive Bindung der Cellulasen am 
Lignin unterbunden werden.[150, 157–159] Die amphiphilen Substanzen lagern sich durch 
hydrophobe Wechselwirkungen am Lignin an, wodurch deren Hydrophilie steigt und 
die nicht-produktiven Bindungen unterdrückt werden. Die Ausbildung von 
Wasserstoffbrückenbindungen zwischen PEG und Lignin erfolgt zum Beispiel 
zwischen den Sauerstoffatomen des PEG und der OH- bzw. COOH-Gruppen des 
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Zusätzlich kann der Zusatz von Tensiden wie Tween zur Erhöhung der Stabilität der 
Enzyme führen.[159, 164] Auch PEG wird eine aktivierende Wirkung auf Cellulasen 
nachgesagt. Insbesondere die Aktivität der Exoglucanasen wird durch PEG 
gesteigert.[165] Ouyang et al. konnte eine Steigerung der Cellulaseaktivität um 27,5 % 
nach Zugabe von PEG4000 nachweisen, woraus eine Steigerung des 
Hydrolyseumsatzes um 91 % resultierte. Neben der Steigerung der Enzymaktivität 
wurde eine Erhöhung der Enzymstabilität während der enzymatischen Hydrolyse 
beobachtet. Nach 48 Stunden Hydrolyse von mikrokristalliner Cellulose mit 
Cellulasen aus T. reesei betrug die Aktivität der Cellulasen ohne PEG-Zugabe 30 % 
mit PEG 70 %.[166] Diese deutlichen Unterschiede der Enzymaktivität haben einen 
positiven Effekt auf die notwendige Enzymkonzentration. Je weniger inhibierende 
Effekte während der Hydrolyse auftreten, desto geringer sind die Enzymverluste und 
desto niedriger kann die initiale Enzymkonzentration gewählt werden. Dies bedeutet 
wiederum eine Reduzierung der Enzymkosten und somit eine Verbesserung der 
Prozessökonomie.  
Zur Konservierung des verwendeten Enzympräparates aus P. verruculosum wurde 
bereits Tween20 verwendet, weshalb Studien zum Einfluss dieses Tensids nicht 
durchgeführt wurden. Dahingegen wurde PEG als Additiv getestet.  
In Abbildung 2.53 ist der Einfluss von PEG4000 auf den Umsatz der enzymatischen 
Hydrolyse von alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh dargestellt. Lediglich bei einer 
Substratkonzentration von 2 Gew.-% wurde kein Einfluss auf den Hydrolyseumsatz 
beobachtet. Bei Einsatz einer höheren Substratkonzentration kam es zur 
Verschlechterung des Umsatzes um bis 58,4 %. Auffällig ist, dass der Unterschied 
zwischen den Umsätzen mit und ohne PEG mit zunehmender Substratkonzentration 
wieder sinkt. Kristensen et al. konnte bei Verwendung von PEG6000 unabhängig von 
der Vorbehandlungsmethode und der Biomasse eine signifikante Verbesserung des 
Umsatzes (< 25 %) bestimmen.[157] Auch Li et al. bestimmte bei der Hydrolyse von 
vorbehandelten Maiskolben eine Verbesserung des Umsatzes von bis zu 22 %.[167] 
Zudem wurde beobachtet, dass auch eine Steigerung des Umsatzes von ligninfreier 
Cellulose erfolgt (bis zu 51 %), was wiederum auf eine Stabilisierung der Enzyme 
schließen lässt.[159, 167] In beiden Studien fand ein Enzymkomplex aus T. reesei 
Anwendung. Somit liegt es nahe, dass eine Stabilisierung diese Cellulasen durch PEG 
erfolgt, weshalb der Hydrolyseumsatz steigt. Eine Erhöhung der Umsätze durch die 
Bindung des PEGs an der Substratoberfläche kann jedoch nicht ausgeschlossen 




werden. Ähnliche Ergebnisse zeigten sich auch mit Cellulasen aus T. harzianum und 
P. funiculosum.[168] 
Warum der Einsatz von PEG in dieser Arbeit zu keiner Verbesserung der Umsätze 
führte, ist unklar. Ein möglicher Grund könnte der geringe Ligningehalt des 
verwendeten Substrates sein. Wie bereits beschrieben, kann eine Bindung des PEG am 
Lignin sowie am Polysaccharid erfolgen. Bei einem geringen Ligningehalt adsorbiert 
das PEG auch am Polysaccharid, wodurch keine Hydrolyse der Cellulose erfolgen 
kann. Des Weiteren wurde, wie bereits erwähnt, bereits zur Konservierung des 
Enzymkomplexes Tween20 hinzugefügt, sodass die mögliche stabilisierende Wirkung 
des PEG4000 nicht zur Geltung kommt. 
Die Ergebnisse zeigen jedoch deutlich, dass eine Zugabe von PEG4000 zu keiner 
Umsatzsteigerung führt, weshalb dieser Ansatz nicht weiterverfolgt wurde. 
 
 
2.3.6 Einfluss der Substratkonzentration 
Zum Erreichen eines ökonomischen Gesamtprozesses ist die Produktion von 
mindestens 4 Vol.-% Ethanol notwendig.[28, 169, 170] Unter Annahme eines 
vollständigen Umsatzes des Celluloseanteils ist eine initiale Substratkonzentration von 
mindestens 8 Gew.-% notwendig. Je höher die initiale Substratkonzentration ist, desto 
mehr Glucose wird freigesetzt, wodurch schlussendlich die finale 
Ethanolkonzentration steigt. Folglich sinken der Energieverbrauch für die Destillation 
sowie die Kosten für das Equipment im Zuge der Reduzierung der Reaktor- und 
Kolonnengröße. Dieses hat einen signifikanten Einfluss auf die Kapital- und 
Produktionskosten.[28, 169, 171] Zacchi et al. zeigten eine exponentielle Abnahme der 
Ethanolproduktionskosten mit Zunahme der initialen Glucosekonzentration. Für die 
Aufbereitung einer Fermentationsbrühe mit 2 Vol.-% Ethanol entsteht demnach ein 
Energiebedarf von 10 MJ·kg-1 Ethanol. Bei 4 Vol.-% sinkt dieser auf bis zu 4 MJ·kg-1 
Ethanol. Zudem kann das Rücklaufverhältnis von 10 auf 5 halbiert werden, ohne 
Einbußen in der Trennleistung zu erhalten. Je geringer das Rücklaufverhältnis ist, 
desto kleiner können die Kolonnen ausgelegt werden. Eine Verdopplung der 
Ethanolkonzentration von 2 auf 4 Vol.-% hat außerdem einen positiven Einfluss auf 
die Zusammensetzung der Produktionskosten. So sinkt der Anteil der Kosten für die 
Destillation von 29 auf 17 % bei Reduktion der Gesamtkosten um 7 %.[172] Wingren 




et al. bestimmte eine Einsparung der Produktionskosten um 19 % nach Erhöhung der 
initialen Substratkonzentration von 5 auf 8 Gew.-%.[173] 
Jedoch erhöht sich dadurch die Konzentration der Inhibitoren Lignin, Cellobiose und 
Glucose. Ein weiteres Problem ist, dass durch das Quellverhalten des Zellstoffes im 
wässrigen Milieu die Viskosität stark steigt und dadurch der Wärme- und 
Stofftransport im Zuge einer erschwerten Durchmischung verschlechtert wird. 
Insbesondere die ungleichmäßige Verteilung der Enzyme und das lokale Auftreten 
hoher Inhibitorkonzentrationen führen zur Verschlechterung des 
Hydrolyseumsatzes.[28, 169, 171, 174, 175] Ein weiteres Problem ist, dass aufgrund der 
hohen Viskosität zur Gewährleistung der Homogenisierung ein hoher Energieeintrag 
durch den Rührer notwendig ist.[28, 169, 171] Zhang et al. konnte bestimmen, dass sich 
aufgrund einer Erhöhung der Viskosität von 0,5 auf 8 Pa·s nach einer Verdopplung 
der Substratkonzentration (vorbehandelter Maisabfälle) von 15 auf 30 Gew.-% der 
Energiebedarf verzwölffacht (von 79,5 auf 1009,2 MJ·t-1 Slurry).[176] Damit wird über 
die Hälfte der Energie, die durch den Prozess erzeugt wird, für die Homogenisierung 
benötigt. Bei Verwendung geringerer Substratkonzentrationen beträgt der 
Energiebedarf für die Homogenisierung lediglich 9 % der erzeugten Energie.[169] Die 
Erhöhung der initialen Feststoffkonzentration geht einher mit der Reduzierung der 
Wassermenge. Dadurch können Kosten für das Temperieren der Slurry gespart werden 
und eine aufwendige Abwasserbehandlung entfällt.[171] 
Die Vor- und Nachteile von Hydrolysen mit hohen Feststoffanteilen zeigen, dass für 
jedes System eine Ermittlung der optimalen Substratkonzentration notwendig ist. 
Neben der freigesetzten Saccharidkonzentration muss der Umsatz, aber auch die 
Handhabbarkeit bewertet werden.  
Durch den Sodaaufschluss des Weizenstrohs wird ein Zellstoff gewonnen, der im 
wässrigen Milieu stark aufquillt. In einem handelsüblichen Tischfermenter kann daher 
nur eine maximale Feststoffkonzentration von 10 Gew.-% eingesetzt werden. Bei 
Konzentrationen größer 10 Gew.-% genügt die Leistung des Rührers nicht, um eine 
Homogenisierung zu gewährleisten.  
Die enzymatische Hydrolyse von 2 Gew.-% Zellstoff setzte bis zu 14,8 g·L-1 Glucose 
(Abbildung 2.54 links) frei, was einen Umsatz von 71,9 % (Abbildung 2.54 rechts) 
entspricht. Positiv zu bewerten ist, dass dieser bereits nach sechs Stunden Hydrolyse 
erlangt wurde, was zu einer erheblichen Zeitersparnis führt. Eine Erhöhung der 
Substratkonzentration auf 5 Gew.-% erzeugte ein Hydrolysat mit einer  





Abbildung 2.54 Einfluss der initialen Feststoffkonzentration auf die freigesetzte 
Glucosekonzentration (links) und dem Umsatz (rechts) der enzymatischen Hydrolyse von 
alkalisch vorbehandelten Weizenstroh mit einem Enzymkomplex aus P. verruculosum 
(50 FPU·g-1 TM) bei 50 °C. 
 
Glucosekonzentration von 39,9 g·L-1, was einem Umsatz von 77,7 % gleichsteht. Der 
Vergleich der Konzentrations-Zeit-Diagramme dieser beiden Substratkonzentrationen 
zeigt einen nahezu parallelen Verlauf der Graphen. Dieses änderte sich jedoch bei der 
Erhöhung der Substratkonzentration auf 7,5 Gew.-%. Aufgrund der erschwerten 
Durchmischung zu Beginn der Reaktion verlangsamte sich die Kinetik der Hydrolyse, 
weshalb für das Erreichen der maximalen Glucosekonzentration von 61,5 g·L-1 eine 
Reaktionszeit von 20 Stunden notwendig ist. Allerdings wurde nach 12 Stunden 
bereits eine Konzentration von 58,7 g·L-1 detektiert, sodass in der zweiten Hälfte der 
Reaktionszeit nur eine geringe Glucosefreisetzung von 2,8 g·L-1 (4,6 % der maximalen 
Glucosekonzentration) erfolgte. Der maximal erreichte Umsatz bei dieser 
Substratkonzentration lag bei 80,6 %. Durch eine erneute Erhöhung der 
Substratkonzentration wird die Durchmischung weiter erschwert, was sich in den 
Ergebnissen wiederspiegelt. In den ersten sieben Stunden der Verflüssigung waren die 
Konzentrations-Zeit-Grafiken von 7,5 und 10 Gew.-% deckungsgleich. Danach wurde 
ein deutlicher Anstieg der Kurve beobachtet, was mit der Verbesserung der 
Rührbarkeit begründbar ist. Ab der 20. Stunde der Hydrolyse stellte sich die maximale 




Glucosekonzentration von 83,5 g·L-1 ein. Im Gegensatz zu den anderen untersuchten 
Substratkonzentrationen wurde ein sigmoidaler Kurvenverlauf beobachtet. Der 
bestimmte Umsatz von 81,3 % war, gegen die Erwartungen, höher als der der anderen 
Substratkonzentrationen. Mit Zunahme der Zellstoffkonzentration wurde somit eine 
Zunahme des Umsatzes beobachtet (Abbildung 2.54 rechts). Insbesondere im 
Sättigungsbereich war ein wellenartiger Kurvenverlauf zu beobachten. Die Analysen 
wurden mit einer in situ IR-Sonde durchgeführt, mit der kleinste 
Konzentrationsunterschiede analysiert werden können. Im vorliegenden Fall finden 
Schwankungen im Bereich < 0,5 g·L-1 bzw. < 1 % Umsatz statt, die auf 
Durchmischungseffekte zurückzuführen sind. Während der gesamten Reaktionsdauer 
erfolgt keine vollständige Verflüssigung der Zellstoffe. Feste Rückstände (vor allem 
nicht aufgeschlossene Strohfragmente) können sich kurzzeitig am Sondenkopf 
anlagern und so zu einer fehlerhaften Analyse führen.   
Tabelle 2.11 Gegenüberstellung der erzielten Umsätze, Produktivität und maximalen 
Glucosekonzentrationen sowie die berechnete theoretisch erreichbare Ethanolkonzentration 















2 14,6 71,1 86,1 2,4 0,9 
5 39,7 77,3 93,6 4,9 2,6 
7,5 61,5 79,8 96,7 3,7 3,9 
10 83,5 81,3 98,5 4,2 5,4 
1 bezogen auf Holocellulosegehalt 
2 bezogen auf Cellulosegehalt 
Auffällig ist zudem, dass die erbrachten Ergebnisse in einem vergleichsweise engen 
Bereich von 71 bis 81 % lagen. Bei keiner Reaktion wurde ein vollständiger Umsatz 
des Kohlenhydratanteils erlangt. Erfolgt die Berechnung des Umsatzes lediglich auf 
den Cellulosegehalt, wird ein quantitativer Umsatz ermittelt. Dieses deutet darauf hin, 
dass der Hemicelluloseanteil durch den Cellulasekomplex nicht abgebaut wird.  
Bei Betrachtung der Produktivität zum Zeitpunkt des Erreichens des maximalen 
Umsatzes kann festgestellt werden, dass diese mit Zunahme der Substratkonzentration 
von 2 auf 5 Gew.-% von 2,4 auf 4,9 g·L-1·h-1 steigt. Bei einer weiteren Erhöhung der 
Substratkonzentration sank die Produktivität.  




Mit Zunahme der Substratkonzentration stieg die produzierte Glucosekonzentration 
linear an. Ausgehend von einem vollständigen Umsatz bei der Fermentation erfolgt 
erst ab Zellstoffkonzentrationen > 7,5 Gew.-% die Produktion der benötigten 
4 Vol.-%. Da jedoch davon ausgegangen werden muss, dass kein quantitativer Umsatz 
erfolgt, ist für die Fermentation eine Konzentration > 10 Gew.-% notwendig. 
Die erbrachten Ergebnisse gehen nur teilweise mit denen der Literatur konform. 
Insbesondere die beobachtete Steigerung des Umsatzes wird in der Literatur nicht 
beschrieben. Rosgaard et al. konnte am Beispiel von Gerstenstroh, welches mittels 
Säurekatalysierter hydrothermalen Behandlung vorbehandelt wurde, eine nahezu 
lineare Zunahme der Glucosekonzentration bei Abnahme des Umsatzes beobachten. 
Eine Erhöhung der Substratkonzentration von 5 auf 15 Gew.-% erzielte eine 
Steigerung der Glucosekonzentration von 24 auf 60 g·L-1, was einer Abnahme des 
Umsatzes von 75 % auf 62 % entspricht.[177] In der vorliegenden Arbeit wurden höhere 
Glucosekonzentrationen ohne Umsatzeinbußen produziert. Grund dafür könnte der 
effizientere Cellulasekomplex sein, der sich insbesondere durch eine hohe Robustheit 
gegenüber Lignin sowie einer höheren β-Glucosidasekonzentration auszeichnet. Eine 
weitere mögliche Erklärung dieses Unterschiedes ist der wesentlich geringere 
Ligningehalt des Substrats. Im Gegensatz zu dem hier verwendeten Zellstoff (6 % 
Lignin) verwendet die zitierte Arbeit ein Gerstenstroh mit einem Ligningehalt von 
30 %. Im Zusammenspiel mit dem verwendeten Cellulasekomplex aus T. reesei, 
welcher eine geringere Toleranz gegenüber Lignin besitzt, sind daher Inhibierungen 
durch Lignin naheliegend. Darauf wurde jedoch in der zitierten Arbeit nicht näher 
eingegangen. Dieses verdeutlicht wiederum die große Bedeutung einer erfolgreichen 
Delignifizierung im Rahmen der Biomassevorbehandlung. 
Eine ebenfalls nahezu lineare Abnahme der Umsätze mit steigender 
Zellstoffkonzentration (2 - 40 Gew.-%) wurde am Beispiel von mit Wasserdampf 
vorbehandeltem Weizenstroh gezeigt. In dieser Arbeit wird eine starke Abnahme des 
Umsatzes beschrieben, was zum einen an die geringere Enzymkonzentration (7,5 statt 
50 FPU·g-1 TM) und zum anderen an einen höheren Ligningehalt (21 - 26 % statt 6 %) 
liegt.[28] Auch am Beispiel von Bagasse wurde unabhängig von der Vorbehandlung 
eine Zunahme der Glucosekonzentration bei Abnahme des Umsatzes detektiert.[178] 
Die eintägige enzymatische Hydrolyse von 5 Gew.-% Zellstoff erzielte die höchste 
Produktivität. Ausgehend von einem vollständigen Umsatz bei der Fermentation ist 
damit die Produktion von maximal 2,6 Vol.-% Ethanol möglich, was lediglich 64 % 




des Soll-Werts (4 Vol.-%) entspricht. Um die Glucosekonzentration weiter zu steigern, 
aber die Problematik der schlechten Homogenisierung zu umgehen, wurde daher 




Bei einer initialen Substratkonzentration von 5 Gew.-% wurde nach 23 Stunden 
enzymatischer Hydrolyse ein quantitativer Umsatz beobachtet (Abbildung 2.55). Die 
Abweichungen der Umsätze zu den vorherigen Ergebnissen (Abbildung 2.54) sind 
durch Inhomogenitäten in der Zusammensetzung des Zellstoffes und des 
Enzymkomplexes begründet. Des Weiteren wurde der Fed-Batch-Ansatz in einen 1 L 
Maßstab (Tischfermenter), der Batch-Ansatz hingegen im 50 mL Rundkolben 
durchgeführt. Infolgedessen kamen unterschiedliche Rührergeometrien zum Einsatz, 
was einen erheblichen Einfluss auf die Homogenisierung und somit auf die 
 
Abbildung 2.55 Enzymatische Hydrolyse von 10 Gew.-% alkalisch vorbehandelten Weizenstroh 
mit Cellulasen aus P. verruculosum (50 FPU·g-1 TM, 50 °C, pH 5, Citratpuffer 50 mM). Die initiale 
Substratkonzentration betrug 5 Gew.-%, nach 23 Stunden wurde erneut 5 Gew.-% Zellstoff 
hinzugefügt. 
Hydrolyseleistung hat. Mit erneuter Zugabe von 5 Gew.-% Zellstoff stieg die 
Glucosekonzentration weiter von 47 auf 67 g·L-1, was einen Gesamtumsatz von 71 % 
entspricht. Damit wurden innerhalb der eintägigen Hydrolyse nochmals 55 % des 
Zellstoffs umgesetzt. Dieses ist beachtlich, da es laut Inhibierungsstudien in diesen 
Konzentrationsbereichen zur Inaktivierung der Enzymaktivitäten kommen sollte. Wie 




bereits erwähnt, erfolgte wahrscheinlich im Zuge einer Immobilisierung der Enzyme 
an dem Substrat eine Stabilisierung. Ausgehend von einem vollständigen Umsatz bei 
der Fermentation könnte auf diesem Weg 4,3 Vol.-% Ethanol erzeugt werden. Dieser 
Wert ist knapp über den Soll-Wert, sodass eine weitere Steigerung der 
Glucosekonzentration wünschenswert ist. Um Inhibierungen zu vermeiden, muss eine 
in situ-Produktentfernung angestrebt werden, was im Rahmen des SSF-Prozesses 
erfolgt. Daher wurde erwartet, dass bei Umsetzung dieses Ansatzes als SSF-Prozess 
der Soll-Wert erlangt oder sogar überschritten wird. Ohne in situ-Produktentfernung 
kann eine Erhöhung der Glucosekonzentration durch Zugabe frischer Enzyme 
erfolgen, was jedoch die Prozesskosten erheblich erhöht und daher nicht 
anstrebenswert ist. 
Zhang et al. konnte bei der enzymatischen Hydrolyse von ebenfalls alkalisch 
vorbehandeltem Weizenstroh im Fed-Batch-Verfahren zwar eine Steigerung der 
Glucosekonzentration erzielen, jedoch wurde dabei eine stete Abnahme des Umsatzes 
beobachtet. Begründbar ist dies mit der Abnahme des Substrat-Enzym-Verhältnis 
durch Deaktivierungsprozesse.[179] 
Die meisten Ergebnisse von Fed-Batch-Versuchen zeigen jedoch analoge Ergebnisse 
zu den hier gezeigten. Nach Zugabe von frischem Substrat erfolgt zunächst eine 
Erniedrigung des Umsatzes, welcher im Zuge der Hydrolyse wieder steigt. So wurde 
zum Beispiel innerhalb von 72 Stunden 64 % des Roggenstrohs (15 Gew.-%)[177] oder 
innerhalb von 144 Stunden 51 % von Bagasse (30 Gew.-%)[179] umgesetzt. 
Im Gegensatz zum Batch-Verfahren mit 10 Gew.-% Zellstoff wurde im Fed-Batch-
Verfahren eine um 19,8 % geringere Glucosekonzentration freigesetzt, was einer 
Erniedrigung des Umsatzes um 8,4 % entspricht. Erklärt werden kann dieses durch 
Inhibierungen aufgrund der hohen Glucosekonzentrationen. Die Inhibierungsstudien 
haben gezeigt, dass es aufgrund der Adsorption der Enzyme auf den Cellulosefasern 
zu dessen Stabilisierung kommt. Beim Batch-Verfahren liegen immer 
wasserunlösliche Fasern im Reaktionsmedium vor, worauf die Cellulasen adsorbieren 
können und so analog einer Immobilisierung stabilisiert werden. Im Fed-Batch-
Verfahren erfolgt eine vollständige Verflüssigung des Substrates bevor eine erneute 
Substratzugabe erfolgt. Da so keine Stabilisierung der Enzyme stattfindet, kommt es 
zu dessen Inhibierung. Somit ist das Fed-Batch-Verfahren für die enzymatische 
Hydrolyse nicht geeignet. Da es im SSF-Prozess zum steten Verbrauch der Glucose 
kommt, besteht jedoch die Möglichkeit das Fed-Batch-Verfahren dort einzusetzen. 




2.3.7 Zusatz von Hemicellulasen aus A. niger 
Die Ergebnisse der Untersuchungen zum Einfluss der Substratkonzentration (Kapitel 
2.3.6) haben gezeigt, dass durch den Einsatz des Enzymkomplexes aus 
P. verruculosum kein vollständiger Umsatz des Kohlenhydratanteils erlangt wird. Ein 
möglicher Grund dafür kann ein unzureichender Abbau des Hemicelluloseanteils des 
Zellstoffes sein. HPLC-Analysen, die nahezu ausschließlich die Bildung von Glucose 
aufzeigen, sind weitere Indizien dafür. Aus diesem Grund wurde dem System eine 
Hemicellulase aus A. niger hinzugefügt. Ziel dieser Untersuchung ist lediglich die 
Aufklärung der unvollständigen Hydrolyse ohne Beachtung der Verschlechterung der 
Prozessökonomie. 
Durch den Zusatz von Hemicellulasen erfolgte ein wesentlich schnellerer Abbau des 
Zellstoffes (Abbildung 2.56). Zudem wurde eine höhere Glucosekonzentration 
freigesetzt, infolgedessen es zur Umsatzsteigerung kommt (Tabelle 2.12). Die im 
Zellstoff enthaltene Hemicellulose dient als Klebstoff zwischen den Cellulosefasern. 
Werden diese abgebaut, verbessert sich die Zugänglichkeit der Enzyme zur Cellulose, 
woraus ein schnellerer Abbau folgt. Des Weiteren wird durch den Abbau der 
Hemicellulose eine unproduktive Bindung der Cellulasen vermieden, wodurch diese 
für die Hydrolyse zur Verfügung stehen.[180, 181] Darüber hinaus erfolgt durch den 
Zusatz von Hemicellulasen eine Deacetylierung, was wiederum die Zugänglichkeit 
verbessert.[182] 
 
Abbildung 2.56 Einfluss von Hemicellulasen (200 IU·g-1 TM) aus A. niger auf die enzymatische 
Hydrolyse von Zellstoff mit Cellulasen aus P. verruculosum. 




Tabelle 2.12 Einfluss von Hemicellulasen (200 IU·g-1 TM) auf den Umsatz nach 24 Stunden 
enzymatischer Hydrolyse von Zellstoff (2 Gew.-%) mit Cellulasen aus P. verruculosum. 
 c [g/L] Umsatz1 [%] Umsatz2 [%] 
ohne Hemicellulase 16,4 96,9 78,2 
mit Hemicellulase 19,9 117,3 94,7 
1 bezogen auf Holocellulosegehalt 
2 bezogen auf Cellulosegehalt 
Durch den Zusatz der Hemicellulasen wurde eine Konzentrationssteigerung um 17 %, 
was einer Umsatzsteigerung von 78,2 auf 94,7 % entspricht, erzielt. In der Literatur 
werden sogar Steigerungen bis zu 89 %[14, 181, 183, 184] beschrieben. Bereits ohne Zusatz 
von Hemicellulasen wurde mit 16,4 g·L-1 eine hohe Saccharidkonzentration 
freigesetzt. Bei einem vollständigen Abbau der Polysaccharide wäre eine maximale 
Saccharidkonzentration von 21 g·L-1 möglich gewesen, was einer maximal möglichen 
Konzentrationssteigerung um 21,8 % entspricht. Dieses zeigt wiederum die hohe 
Effizienz des verwendeten Enzymkomplexes aus P. verruculosum aufgrund seiner 
Zusammensetzung der Einzelenzyme. Die im Weizenstroh enthaltene Hemicellulose 
besteht hauptsächlich aus unterschiedlich verknüpften Xylose- und 
Glucosemonomeren.[27] Aus diesem Grund ist für dessen Abbau insbesondere eine 
hohe Xylanase- sowie Cellulaseaktivität essentiell. Im Enzymkomplex aus 
P. verruculosum ist das Verhältnis Cellulase : Xylanase etwa 10 : 1, sodass 
insbesondere beim Einsatz geringer Cellulaseaktivität die Xylanaseaktivität sehr 
gering ist. Dazu kommt, dass das pH-Optimum bei pH 8 liegt (Abbildung 2.34). Die 
durchgeführten Hydrolysen erfolgten hingegen bei pH 5. Somit liegt im System nur 
eine sehr geringe Xylanaseaktivität vor. Da durch den Zusatz von Hemicellulasen eine 
deutliche Umsatzsteigerung erbracht wird, sollte die Xylanaseaktivität im 
Enzymkomplex durch die Verwendung xylanreicher Biomasse (z.B. Weizenkleie) bei 








2.3.8 Enzymatische Hydrolyse verschiedener Einjahrespflanzen 
Nach erfolgreicher Optimierung der Vorbehandlung und der enzymatischen 
Hydrolyse wurden unterschiedliche Substrate auf ihr Hydrolysierbarkeit getestet. Für 
einen ökonomischen Prozess ist es wichtig, dass verschiedene Substrate, am besten 
gemischte Substrate, als Inputmaterialen für die Bioethanolanlage geeignet sind. Dies 
gewährleistet die Nutzung verschiede Reststoffe aus der Umgebung in einer Anlage. 
Exemplarisch wurde die Hydrolyse von Miscanthus und Luzerne untersucht. 
Miscanthus ist eine mehrjährige Energiepflanze mit hohen Biomasseertrag bei 
geringen Bedarf an Düngemitteln und Pestiziden, wodurch sie sehr preisgünstig ist 
und damit gut zur Erzeugung von Bioethanol geeignet ist. Luzerne ist eine Pflanze mit 
einem hohen Proteingehalt (< 300 g·kg-1 TM[185]), weshalb sie als Futtermittel oder 
zur Gewinnung von Proteinen Anwendung findet. Die in dieser Arbeit verwendete 
Luzerne wurde zunächst durch die Joanneum Research Forschungsgesellschaft Graz 
zur Isolation der Proteine mittels Extraktion mit Wasser genutzt, sodass es sich um 
einen Abfallstoff handelt. Bei beiden Pflanzen besteht somit keine Konkurrenz zur 
Lebensmittel- oder Futtermittelindustrie. 
Aus Tabelle 2.13 geht deutlich hervor, dass es durch die alkalische Vorbehandlung der 
Biomasse zu einer signifikanten Verbesserung der Hydrolyseumsätze kommt. Durch 
die enzymatische Hydrolyse der nativen Biomasse wurde ein maximaler Umsatz von 
18 % erreicht. Im direkten Vergleich der drei Substrate lieferte die Luzerne den 
höchsten Umsatz. Dieses liegt wahrscheinlich an dem Ligningehalt, der mit 12,6 % im 
Vergleich zu Weizenstroh mit 21,7 % und Miscanthus mit 24,5 % sehr gering ist. 
Zudem wurde durch die vorhergehende Extraktion mit Wasser die Biomasse bereits 
verändert, woraus eine Vergrößerung der inneren Oberfläche resultiert, was die 
Hydrolyse erleichtert.  
Tabelle 2.13 Vergleich der Ligningehalte und der maximal erreichten Umsätze bei der 
enzymatischen Hydrolyse. 
Substrat 
nativ alkalisch vorbehandelt 
Ligningehalt Umsatz Ligningehalt Umsatz 
Weizenstroh 21,7 % 12,1 % 5,8 % 98,6 % 
Luzerne 12,6 % 18,3 % 5,5 % 81,3 % 
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Nach erfolgreicher Verzuckerung der Biomasse erfolgt die fermentative Umsetzung 
der Monosaccharide zu Ethanol. Dieser Prozess ist schon seit Jahrtausenden bekannt 
und wird unter anderen zur Produktion von Bier und Wein genutzt.[13] Diese 
Kenntnisse sowie die Erfahrungen aus der Produktion von Bioethanol der 
1. Generation sind ein wichtiges Fundament für die weitere Prozessentwicklung. 
Der gängigste Fermentationsorganismus ist die Bäckerhefe Saccharomyces cerevisiae. 
Diese ist in der Lage, Hexosen, insbesondere Glucose, über den Embden-Meyerhof-
Stoffwechselweg in Ethanol zu überführen. Des Weiteren zeichnet sie sich durch eine 
hohe Resistenz gegenüber osmotischem Druck, Inhibitoren und einem sauren Milieu 
aus.[13, 56] Zudem ist dieser Organismus zur Produktion hoher Ethanolkonzentrationen 
befähigt. Ohne genetische Modifikationen wurden laut Literatur Werte von 12 bis 
17 Vol.-% produziert, was 90 % der Theorie entspricht.[13, 186] Ein großer Nachteil 
dieser Hefe ist, dass Pentosen nur sehr langsam umgesetzt werden und somit kein 
vollständiger Umsatz des Hydrolysates generiert wird.[56] Organismen, die ohne 
gentechnische Modifizierung Pentosen, vor allem Xylose, fermentieren können sind 
zum Beispiel Pichia stipitis, Candida shehatae und Candida parapsilosis. Dabei wird 
Xylose via Xylosereduktase zu Xylitol umgesetzt und anschließend mit 
Xylitoldehydrogenase in Xylulose konvertiert.[56] Allerdings werden dabei geringere 
Ethanolausbeuten (82 %) produziert.[58, 187] In Bakterien erfolgt die Xyloseumsetzung 
mittels Xyloseisomerase und nach anschließender Phosphorylierung die 
Metabolisierung via Pentosephosphatweg.[56, 188] 
Neben Hefen wecken auch Bakterien wie Zymomonas mobilis, Escherichia coli und 
Klebsiella oxytoca zunehmend das Interesse. Insbesondere die wesentlich kürzeren 
Fermentationszeiten machen sie sehr interessant.[56] Mit Hilfe des Gram-negativen 
Bakteriums Z. mobilis wird im Vergleich zur Hefe S. cerevisiae eine Steigerung der 
Ethanolausbeute um 5 % erreicht. Zudem ist eine theoretische Ausbeute von 97 % 
möglich. Jedoch ist auch dieses Bakterium nur zur Umsetzung von Glucose und 
Fructose befähigt.[56] 
Der Vorteil der Bäckerhefe ist neben der bereits erwähnten Robustheit die einfache 
Handhabung. Da dieser Organismus bereits in vielen großtechnischen Anlagen 





die Prozessoptimierung deutlich erleichtert. Aus diesem Grund wurde in dieser Arbeit 
ausschließlich die Hefe S. cerevisiae verwendet. 
Hefezellen sind in der Lage, unter aeroben Bedingungen Atmungsstoffwechsel, also 
Zellwachstum, und unter anaeroben Bedingungen Gärungsstoffwechsel zur 
Energiegewinnung zu betreiben.[189] Das wird Pasteur-Effekt genannt. Er erlaubt es, 
dass zu Beginn einer Fermentation kein Sauerstoffausschuss notwendig ist. Somit 
erfolgt zunächst bevorzugt das Zellwachstum, in Folge dessen der Sauerstoffgehalt im 
Fermenter sinkt und somit der Gärungsstoffwechsel beginnt. Dieses hat zum Vorteil, 
dass die initiale Hefekonzentration geringgehalten werden kann und zudem kein 
aufwendiges Arbeiten unter Sauerstoffausschluss notwendig ist. Eine Vermehrung der 
Hefezellen wurde bis zu einer Alkoholkonzentration von 10 Vol.-% beobachtet. 
Jedoch nimmt die spezifische Wachstumsrate bzw. spezifische Gärrate mit 
zunehmender Ethanolkonzentration ab.[189]  
Der Abbau der Glucose erfolgt über die Glykolyse (Embden-Meyerhof-
Stoffwechselweg) zum Pyruvat und unter anaeroben Bedingungen weiter zum Ethanol 
und Kohlendioxid. Die Nettoreaktion lautet wie folgt: 
 C6H12O6 → 2 C2H5OH  +  2 CO2 ∆H = - 84 kJ·mol-1 
Für die Umsetzung von Glucose zu Pyruvat sind 10 Reaktionen (Abbildung 2.58) 
notwendig, die alle im Cytosol ablaufen. Gelangt Glucose durch passiven Transport in 
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Weiterreaktion geht jedoch nur von Glycerinaldehyd-3-phosphat aus, welches unter 
Verbrauch von NAD+ mittels Glycerinaldehydphosphatdehydrogenase zu 
1,3-Bisphosphoglycerat oxidiert wird. Die nachfolgende Abspaltung eines 
Phosphatrestes durch Phosphoglyceratkinase realisiert die Rückgewinnung von ATP. 
Anschließend erfolgt nach Umlagerung des Phosphatrestes eine Enolasereaktion, 
wodurch das energiereiche Phosphoenolpyruvat gebildet wird. Abschließend erfolgt 
durch Übertragung des Phosphatrestes auf ADP durch eine Pyruvatkinase die Bildung 
von ATP und Pyruvat.[9, 190] Der weitere Abbau des Pyruvats zu Ethanol unter 
Sauerstoffausschluss ist zweistufig. Zweck dieses Stoffwechselweges ist die 
Regeneration von NAD+ aus NADH2, um die Aufrechterhaltung der Glykolyse zu 
gewährleisten. Unter Hilfenahme der Pyruvatdecarboxylase findet die Abspaltung von 
CO2 (Decarboxylierung) unter Bildung von Acetaldehyd statt. Mittels 
Alkoholdehydrogenase erfolgt anschließend die Regeneration von NAD+ und die 
Bildung von Ethanol.[9, 190] 
Aufgrund der Stöchiometrie werden somit aus 100 g Glucose theoretisch 51,1 g 
Ethanol (entspricht 64,7 mL) und 48,9 g CO2 gebildet. Unter Praxisbedingungen 
erfolgt durch die Bildung von Nebenprodukten (z.B. Glycerin, Methanol, 
Amylalkohol) und Zellbiomasse eine Verringerung der Gesamtausbeute auf 85 bis 
90 %.[9, 189] 
 
 
2.4.1 Optimierung der Reaktionsbedingungen der Fermentation mit S. cerevisiae 
Um maximale Ausbeuten zu erreichen, ist die Schaffung optimaler Bedingungen, wie 
Nährmedium, pH-Wert und Temperatur, von großer Bedeutung. Aus diesem Grund 
wurde zunächst die Fermentation optimiert und charakterisiert. 
 
 
Optimierung von Temperatur und pH-Wert 
Die Bäckerhefe S. cerevisiae ist bereits gut untersucht, sodass pH- und 
Temperaturoptimum der Literatur entnommen wurde. Ziel dieser Arbeit war es jedoch, 
einen SSF-Prozess zu entwickeln. Dieses bedarf der Anpassung der Optima der 





enzymatischen Verzuckerung liegt bei 50 °C und pH 5 (siehe Kapitel 2.3.3). Das der 
Fermentation liegt jedoch bei 30 °C und pH 7.[141] Aus diesem Grund wurde 
untersucht, welcher Kompromiss eingegangen werden kann, um möglichst hohe 
Ethanolausbeuten zu erreichen (Abbildung 2.59). 
 
Abbildung 2.59 Einfluss von Temperatur (links) und pH-Wert (rechts) auf die Fermentation. 
Unabhängig von der Temperatur wurde die maximale Ethanolausbeute nach maximal 
24 Stunden Fermentation erlangt. Innerhalb der ersten 12 Stunden Fermentation liegt 
das Temperaturoptimum wie erwartet bei 30 °C. Allerdings kommt es im weiteren 
Reaktionsverlauf aufgrund der Bildung von Nebenprodukten zur Abnahme der 
Ethanolkonzentration. Ab einer Fermentationsdauer von 24 Stunden liegt das 
Temperaturoptimum bei 40 °C. Allerdings wurde unter diesen Bedingungen eine 
Zellvitalität von nur 64 % bestimmt. Somit sind große Verluste an Hefezellen zu 
erwarten, weshalb eine hohe initiale Hefekonzentration notwendig ist, was wiederum 
die Prozessökonomie verschlechtert. Die Fermentation bei 50 °C, die optimale 
Temperatur für die enzymatische Hydrolyse, erzielte wie erwartet die schlechtesten 
Ethanolausbeuten sowie Zellvitalität. Die maximale Temperatur zum Wachstum der 
Hefen liegt bei 35-43 °C. Bei höheren Temperaturen werden das Zellwachstum sowie 
der Stoffwechsel eingestellt, bis es zur Denaturierung der Hefezellen und zum 
vollständigen Stillstand der Fermentation kommt. Bei 30 °C war die höchste 
Ethanolausbeute sowie Zellvitalität zu beobachten. Jedoch erfolgt unter diesen 





Beeinträchtigung der Hydrolyse (Abbildung 2.36). Bei 37 °C sind die Umsatzverluste 
der Hydrolyse nur gering und die erreichten Ethanolausbeuten liegen nach 72 Stunden 
im Bereich der Ergebnisse bei 30 °C und sind somit akzeptabel. Daher wurde 37 °C, 
übereinstimmend mit der Literatur, als Kompromisstemperatur für den SSF-Prozess 
gewählt. 
Für die Untersuchungen zur Optimierung des pH-Wertes erfolgte die Wahl der 
Reaktionsmedien analog zu den Untersuchungen zur enzymatischen Hydrolyse. 
Auffällig ist, dass der pH-Wert im gewählten Bereich von pH 4 bis 8 nur einen 
geringen Einfluss auf die Ethanolausbeute hatte. Die höchste Ausbeute lieferte die 
Fermentation bei pH 6 in Acetatpuffer. Nachteilig bei der Verwendung von 
Acetatpuffer ist jedoch, neben dem vergleichsweise hohen Preis, eine verstärkte 
Bildung von Nebenprodukten, insbesondere Essigsäure, im Laufe der Reaktion. Die 
in Abbildung 2.59 rechts dargestellten Ergebnisse stammen von einer dreistündigen 
Fermentation. Eine für Fermentationen sehr kurze Reaktionszeit, in der 
Nebenprodukte nur eine geringe Rolle spielen. Das zweitbeste Ergebnis wurde mit 
Carbonatpuffer bei pH 6 erbracht. Carbonatpuffer fängt die bei der Fermentation als 
Nebenprodukte anfallenden organischen Säuren ab, woraus ein konstanter pH-Wert 
resultiert. Zudem handelt es sich um eine vergleichsweise günstige Puffersubstanz. 
Allerdings wurde für die enzymatische Hydrolyse in diesem Reaktionsmedium 
lediglich ein Umsatz von 10,1 % produziert (Abbildung 2.38), weshalb der Einsatz 
nicht ratsam ist. Der Einsatz von Leitungswasser im gesamten untersuchten pH-
Bereich generiert mit Ethanolausbeuten um die 59,5 % gute Ergebnisse. Zwar erfolgt 
in diesem Reaktionsmedium keine automatische Pufferung, jedoch kann dieses durch 
Zugabe von Basen bzw. Säuren als Korrekturmedien realisiert werden. Dies ist Stand 
der Technik und stellt, zumindest bei geringen Feststoffkonzentrationen, keine 
größeren Herausforderungen da. Eine Kompensation der zusätzlichen Kosten für das 
Korrekturmedium erfolgt durch die geringen Kosten des Leitungswassers. Zudem hat 
Leitungswasser den Vorteil, dass die enthaltenen Salze und Spurenelemente die 
Vitalität der Hefezelle steigern und somit zusätzliche Salzzugaben reduziert werden. 
Je niedriger die Salzfracht im Reaktionsmedium ist, desto geringer sind wiederum die 
Entsorgungskosten und somit auch die Prozesskosten. Insbesondere Zink-, 
Magnesium- und Mangan-II-Ionen haben einen positiven Effekt auf die Fermentation. 
Neben dem Zellwachstum wird die Ethanoltoleranz verbessert, woraus eine höhere 





Rolle für den Metabolismus der Hefezellen. Mg2+ ist ein wichtiger Cofaktor von vielen 
Enzymen, die an der Glykolyse bzw. alkoholischen Gärung beteiligt sind und hat 
zudem regulatorische Funktion im Pyruvat-Metabolismus. Des Weiteren wird die 
Permeabilität der Zellmembran für Anionen reduziert, wodurch die Stabilität der 
Membrandoppelschicht steigt. Dieses erhöht wiederum die Stress- und 
Ethanoltoleranz der Hefezelle.[191, 192, 194] Als optimale Mg2+-Konzentration wird 
500 µM empfohlen.[194] Diese vergleichsweise geringe Konzentration wird in der 
Regel durch den Einsatz von Leitungswasser gewährleistet. Im SSF-Prozess erfolgt 
zudem ein Eintrag durch die verwendete Biomasse.  
Mit Citratpuffer und destilliertem Wasser wurden die schlechtesten Ethanolausbeuten 
erbracht. Grund dafür kann sein, dass Citratpuffer aufgrund von Säurestress das 
Hefewachstum negativ beeinflusst und somit die Ethanolproduktion beeinträchtigt. 
Bei Anwesenheit von Citronensäure wird der Metabolismus der Hefe von 
Zellwachstum auf Produktion von Glycerin umgeschwenkt, woraus eine geringere 
Produktion von ATP und Ethanol resultiert.[195] In destilliertem Wasser fehlen 
Mineralien und Spurenelemente, welche die Vitalität der Hefe begünstigen. 
Auf Grundlage der Ergebnisse wurde entschieden, dass für alle fortführenden 




Aus Sicht der Wirtschaftlichkeit sollte die initiale Hefekonzentration so gering wie 
möglich sein. Da Wachstum und Ethanolproduktion insbesondere in Hinsicht der 
Nähstoffversorgung jedoch Konkurrenzreaktionen darstellen, muss eine initiale 
Konzentration gefunden werden, welche eine hohe Ethanolausbeute bei möglichst 
geringen Kosten für die Hefe gewährleistet.  
Im Verlauf der Reaktion erfolgt eine verstärkte Bildung von Inhibitoren, die zum 
Absterben der Hefezellen führen. Vor allem der Einsatz hoher Feststoffkonzentration 
setzt die Hefezelle unter osmotischen Stress, was deren Vitalität verschlechtert. Dieses 
erklärt auch, warum bei höheren initialen Substratkonzentrationen eine höhere 
Hefekonzentration optimal ist (Abbildung 2.60). Für Fermentationen mit geringen 
Glucosekonzentrationen wurde 3 Gew.-% als optimale Hefekonzentration bestimmt. 





Hefekonzentration bei 8 Gew.-%. Ein ähnlicher Trend wurde auch in der Literatur 
gefunden.[196] 
 
Abbildung 2.60 Einfluss der initialen Hefekonzentration auf die Fermentation einer 




Die Fähigkeit der Hefezellen, zwischen aeroben und anaeroben Stoffwechsel zu 
variieren, ermöglicht die Kombination von Zellwachstum und alkoholischer Gärung. 
Zu Beginn der Fermentation wird der im Reaktor befindliche Sauerstoff für das 
Wachstum der Hefezellen genutzt. Dies ermöglicht zum einen den Einsatz geringerer 
Hefekonzentrationen und erspart zum anderen das Sicherstellen anaerober 
Bedingungen. Im Zuge des SSF-Prozesses ist es daher vorteilhaft, dass die Hefezellen 
dazu befähigt sind auf dem Hydrolysat zu wachsen.  
Der Vergleich des Wachstums der Hefezellen auf dem Hydrolysat mit dem auf einem 






Abbildung 2.61 Wachstumskurven der Hefe S. cerevisiae auf YPD-Medium und Hydrolysat von 
der enzymatischen Verzuckerung von alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh. 
sehr gut wächst. Unter YPD-Medium wird ein künstliches Nährmedium, bestehend 
aus Hefeextrakt, Pepton und Glucose, verstanden, was üblicher Weiße zur Anzucht 
von Hefen verwendet wird. Aus diesem Grund ist es nicht verwunderlich, dass das 
Wachstum auf dem YPD-Medium besser ist. Hingegen wurden keine Unterschiede 
zwischen sterilen und unsterilen Hydrolysat beobachtet. Dieses bedeutet, dass keine 
Sterilisierung notwendig ist, was die Handhabung wesentlich erleichtert und zudem 
Prozesskosten einspart. Diese Beobachtung wurde auch bei der Betrachtung der 
Wachstumsraten und Verdopplungszeiten (Tabelle 2.14) deutlich.  
Tabelle 2.14 Berechnete Wachstumsraten und Verdopplungszeiten der Hefe S. cerevisiae auf 
YPD-Medium und Hydrolysat. 
Medium Wachstumsrate Verdopplungszeit 
YPD-Medium 1,4·10-2 min-1 49,5 min 
Hydrolysat unsteril 5,4·10-3 min-1 129,1 min 
Hydrolysat steril 5,1·10-3 min-1 136,2 min 
Die Werte der beiden Hydrolysaten sind fast identisch, wohingegen die 
Verdopplungszeit beim YPD- Medium nur etwa ein Drittel der der Hydrolysate ist. 
Dieses liegt wahrscheinlich an der Nähstoffunterversorgung im Hydrolysat. 
Hydrolysate aus Lignocellulose sind dafür bekannt, dass sie sehr nährstoffarm sind. 





Beispiel von Hydrolysaten aus Weizenstroh, welche mittels Autohydrolyse 
vorbehandelt wurden, von einem Stickstoffgehalt von 0,4 % bezogen auf die 
Trockenmasse.[197] Das in dieser Arbeit verwendete Hydrolysat wies sogar nur ein 
Stickstoffgehalt von 0,2 % (44 mg·L-1) auf. Untersuchungen zur optimalen 
Stickstoffkonzentration ergaben, dass diese bei 0,2 g·L-1 liegt (Abbildung 2.62). Somit 
ist der Stickstoffgehalt im Hydrolysat fast ein Fünftel zu gering. Neben einem 
verlangsamten Wachstum hat dies zur Folge, dass die Enzyme des Cellulasekomplexes 
als Stickstoffquelle dienen. Insbesondere beim SSF-Prozess würden dadurch 
Konkurrenzreaktionen auftreten, die bis zum vollkommen Stillstand des Prozesses 
führen. Untersuchungen zur Optimierung der Stickstoffkonzentration haben, wie 
bereits erwähnt, ergeben, dass die optimale Stickstoffkonzentration 0,2 g·L-1 ist 
(Abbildung 2.62). Bis Stickstoffkonzentration ≤ 0,2 g·L-1 wurde aufgrund besserer 
Wachstumsbedingungen eine Zunahme der Ethanolausbeute von 51,7 % auf 
66,8 % beobachtet. Bei einer weiteren Steigerung der Stickstoffkonzentration sinkt die 
Ethanolausbeute auf 57,2 % und bleibt nahezu konstant. Bely et al. beobachteten eine 
Zunahme der Konzentration flüchtiger Säuren bei Stickstoffkonzentrationen 
> 0,2 g·L-1.[198] Somit werden neben Ethanol auch organische Säuren, insbesondere 
Essigsäure, produziert, wodurch die Ethanolausbeute bei gleichbleibenden 
Glucoseumsatz sinkt.  
 
Abbildung 2.62 Einfluss der Stickstoffkonzentration auf den Glucoseumsatz sowie der 
Ethanolausbeute nach einer dreistündigen Fermentation einer Modelllösung (2 Gew.-% Glucose, 





Außerdem wurde dabei beobachtet, dass bereits nach dreistündiger Fermentation der 
Glucoseumsatz bei über 99,2 % liegt, obwohl die Ethanolausbeuten einen maximalen 
Wert von 66,8 % nicht überschritt. Somit wird deutlich, dass aufgrund von 
Nebenproduktbildung (z.B. Essigsäure) und insbesondere aufgrund der Bildung von 
Zellbiomasse starke Ausbeuteverluste zu verzeichnen sind. Die ermittelte optimale 
Stickstoffkonzentration liegt dabei leicht über den Literaturwerten, die zwischen 0,14 
und 0,19 g·L-1 liegen.[198, 199] Es wird jedoch auch beschrieben, dass mit zunehmender 
initialer Substratkonzentration der Stickstoffbedarf steigt. 
Hefezellen sind in der Lage, eine Reihe von anorganischen und organischen 
Stickstoffquellen zu verwerten. Aus diesem Grund wurde der Einfluss verschiedener 
Stickstoffquellen auf die Fermentation untersucht (Abbildung 2.63). Als 
Stickstoffkonzentration wurde dabei bei allen Untersuchungen 0,2 g·L-1 eingesetzt. 
Als Vertreter der anorganischen Stickstoffquelle wurde Ammoniumsulfat (weiß 
hinterlegt), als einfache organische Stickstoffquelle wurde Harnstoff (blau hinterlegt) 
ausgewählt. Zudem erfolgte die Untersuchung einer Vielzahl von Aminosäuren (grau 
hinterlegt) sowie der komplexen Medien Caseinhydrolysat und 
 
Abbildung 2.63 Einfluss der Stickstoffquelle auf die Ethanolausbeute, dem Glucoseumsatz und 
dem Stickstoffverbrauch einer dreistündigen Fermentation einer Modelllösung (2 Gew.-% 





Pepton (grün hinterlegt). Als Vertreter der industriellen Abfallstoffe wurden zwei 
Schlempen (gelb hinterlegt) auf ihre Eignung als Stickstoffquelle getestet. Bei den 
Ergebnissen fällt auf, dass unabhängig von der Stickstoffquelle der Glucoseumsatz 
größer 99,1 % war und somit die vorgelegte Glucose nahezu vollständig aufgebraucht 
wurde. Auch die Ethanolausbeuten schwankten nur in einem vergleichsweise kleinen 
Fenster von 46,4 bis 54,5 %. Im Versuch ohne Stickstoffzusatz wurde lediglich eine 
Ethanolausbeute von 44,2 % erlangt. Der Zusatz aller untersuchten Stickstoffquellen 
erbrachte somit eine Steigerung der Ethanolausbeute. Deutliche Unterschiede wurden 
im Verbrauch der Stickstoffquelle beobachtet. Ein typischer Vertreter der 
anorganischen Stickstoffquellen ist aufgrund des geringen Preises 
Ammoniumsulfat.[200] Ammonium-Ionen werden schnell von Hefen aufgenommen 
und direkt in Aminosäuren, vor allem Glutamin und Glutaminsäure, umgewandelt. 
Diese dienen wiederum als Precursor für andere Aminosäuren und sind 
Schlüsselkomponenten in dem Stickstoff- und Kohlenstoffmetabolismus der 
Hefezelle.[193] Unter Verwendung von Ammoniumsulfat wurde zusammen mit 
Caseinhydrolysat mit 52,8 % die höchste Ethanolausbeute erzielt. Obwohl Hefezellen 
in der Lage sind, Ammoniumsulfat schnell aufzunehmen und abzubauen, wurden 
lediglich 64,9 % des Stickstoffs verbraucht. Diese Ergebnisse decken sich mit 
Beobachtungen aus der Literatur.[201, 202] Allerdings existieren auch Beobachtungen, 
dass Ammoniumsulfat zu einer vermehrten Nebenproduktbildung führt, wodurch die 
Ethanolausbeuten sinken.[200, 203] Als Nebenprodukte wurden Glycerin und 
leichtflüchtige Säuren, wie Essigsäure, identifiziert.[198] Insbesondere die Bildung von 
Glycerin ist ein Indiz für Stress, der durch die vorliegenden Bedingungen ausgelöst 
wurde. 
Eine sehr einfache organische Stickstoffquelle ist Harnstoff. Mit dieser 
Stickstoffquelle wurde lediglich eine Ethanolausbeute von 47,8 % produziert. Dieses 
entspricht einer Verbesserung der Ausbeute gegenüber dem Versuch ohne zugesetzte 
Stickstoffquelle von lediglich 7,6 %. Zudem war der Verbrauch des Stickstoffs von 
nur 24,8 % sehr gering. Dieses lässt darauf schließen, dass Harnstoff durch die 
Hefezelle unter den vorliegenden Bedingungen nur sehr schlecht assimiliert wird. 
Auch Jørgensen et al. konnten durch den Zusatz von Harnstoff keine Verbesserung der 
Fermentationsleistung beobachten.[197] Harnstoff wird in Abhängigkeit der 
extrazellularen Konzentration durch aktiven Transport oder Diffusion durch die 





Verbrauch von ATP der Abbau zu Ammonium, das dann der Aminosäurebiosynthese 
zugeführt wird. Ein Problem beim Einsatz von Harnstoff ist jedoch, dass bei der 
destillativen Aufarbeitung des Bioethanols nicht umgesetzter Harnstoff mit Ethanol 
unter Bildung von Ethylcarbamat (Urethan) reagiert. Dieses ist zum einen karzinogen 
und zum anderen wird die Ethanolausbeute verringert.[193] Bei der Destillation von 
Bioethanol aus Zuckerrohr wurde im Kopfprodukt eine Ethylcarbamatkonzentration 
von 170,4 µg·L-1 und im Sumpf (Schlempe) von 187,5 µg·L-1 bestimmt. Damit 
erfolgte eine Verdopplung der initialen Ethylcarbamatkonzentration von 144 µg·L-1 in 
der Fermentationsbrühe durch die Destillation.[204] Wird die Schlempe als Nährboden 
in den Bioethanolprozess zurückgeführt, kommt es zur Akkumulation, wodurch 
wiederum inhibierende Effekte auftreten können. Auf der anderen Seite wurde bereits 
beobachtet, dass Harnstoffkonzentrationen größer 1,5 M (90 g·L-1) toxisch sind.[205] In 
den vorliegenden Untersuchungen wurde eine Stickstoffkonzentration von 0,2 g·L-1 
eingesetzt, was eine Inaktivierung ausschließt. Im Gegensatz zu den hier beobachteten 
Ergebnissen und denen von Jørgensen et al. wurde durch Tomás-Pejó et al. sowie 
Bafrncová et al. eine deutliche Steigerung der Ethanolkonzentration beobachtet.[206] 
Diese Studien verwendeten Harnstoffkonzentration von 4,4 g·L-1 [206] bzw. 1,5 g·L-1 
[207], was deutlich höher als die in dieser Arbeit verwendete Konzentration ist. Bei 
Jørgensen et al. hingegen wurde eine Konzentration von 200 g·L-1 [197] untersucht, was 
deutlich oberhalb der toxischen Konzentration liegt. Somit ist für die Verwendung von 
Harnstoff eine Optimierung der Konzentration notwendig, wurde im Rahmen dieser 
Arbeit aber nicht weiterverfolgt. 
Als Vertreter der Aminosäuren wurde Alanin, Arginin, Glutamin, Glutaminsäure und 
Glycin untersucht. Die bestimmten Ethanolausbeuten lagen im Bereich von 48,2 bis 
51,1 % und unterscheiden sich somit nicht signifikant. Größere Unterschiede wurden 
im Verbrauch des Stickstoffs festgestellt. Für die Aminosäuren Alanin, Glutaminsäure 
und Glycin betrug dieser ca. 69 %, für Glutamin 77,3 % und für Arginin sogar 84,7 %. 
Glycin stellt keine eigentliche Stickstoffquelle dar, hat aber einen schützenden 
Charakter bei erhöhten osmotischen Druck, wodurch wiederum die Ethanolausbeute 
steigt. Dieser stimulierende Effekt findet bis zu einer Glycinkonzentration von 3 g·L-1 
statt.[207] Im Vergleich dazu ist die in dieser Arbeit verwendete Glycinkonzentration 
klein, was die geringe Steigerung der Ethanolausbeute erklärt. Vergleichbare 
Ergebnisse konnten auch in der Literatur gefunden werden.[202, 207] Auffällig ist der 





Aminosäure ist dafür bekannt, dass Zellwachstum der Hefezellen unter Ethanolstress 
zu verbessern.[208] Daher kommt es zur verstärkten Aufnahme des Stickstoffgehalts, 
aber nicht zur Erhöhung der Ethanolkonzentration. Dieser schützende Effekt der Hefe, 
insbesondere unter Stressbedingungen, ermöglicht die Erhaltung der Zellvitalität, was 
sich wiederum positiv auf den Gesamtprozess auswirkt. Unter Stressbedingungen 
werden bei Anwesenheit von Arginin weniger reaktive Sauerstoffspezies in der 
Hefezelle akkumuliert, wodurch der oxidative Stress sinkt und die Ethanoltoleranz 
steigt.[208] 
Bei industriellen Fermentationen werden in der Regel komplexe Medien bestehend 
aus unterschiedlichen Aminosäuren verwendet.[193] Klassische Beispiele im 
Labormaßstab sind dafür Pepton sowie Caseinhydrolysate. Die damit erreichten 
Ethanolausbeuten waren mit 54,5 und 52,8 % vergleichsweise hoch. Literaturwerte 
bestätigen diese Beobachtungen.[202] 
Um die Prozesskosten der Bioethanolproduktion möglichst gering zu halten, sollten 
kostengünstige Stickstoffquellen eingesetzt werden. Idealerweise handelt es sich dabei 
um Abfallströme, wie zum Beispiel Schlempen aus der Getränkeindustrie. In dieser 
Arbeit wurden zwei unterschiedliche Dünnschlempen untersucht. Bei der Schlempe 1 
handelt es sich um den Destillationsrückstand aus der Schnapsbrennerei Nordhäuser. 
Die zweite Schlempe stammt aus einer Bioethanolanlage in Zeitz (CropEnergies AG). 
Der Stickstoff beider Schlempen konnte durch die Hefe sehr gut verwertet werden, 
was sich jedoch nicht in den Ethanolausbeuten wiederspiegelte. Diese lagen mit 46,4 
und 51,2 % im Bereich der anderen untersuchten Stickstoffquellen. Hervorzuheben ist 
jedoch, dass die Schlempe aus der Bioethanolanlage mit 51,2 % eine vergleichsweise 
hohe Ausbeute erzielte. Die genaue Zusammensetzung der Schlempen ist leider 
unbekannt, jedoch kann davon ausgegangen werden, dass die Zusammensetzung der 
zweiten Schlempe insbesondere in Bezug auf Mineralstoffe und Spurenelemente für 
die hier verwendete Hefe günstiger war. Nachfolgende Untersuchungen konnten 
zeigen, dass auch die im SSF-Prozess erzeugte Schlempe als Stickstoffquelle geeignet 
ist. Dieses ermöglicht eine Rückführung eines Abfallstoffes und somit eine 
Kreislaufführung der Produktströme. Zudem gestattet dies die Vermeidung bzw. 
Reduzierung zusätzliche Stickstoffquellen. Allerdings ist zu beachten, dass aufgrund 
einer Akkumulation verschiedener Inhibitoren eine unendliche Rückführung der 
Schlempe nicht möglich ist. Aktuell wird die in der Bioethanolproduktion anfallende 





Schlempe eingedickt, getrocknet und pelletiert. Diese Verfahrensschritte sind alle sehr 
energie- und kostenintensiv.[209] Berechnungen zu Folge werden zum Trocknen der 
Schlempe 40-45 % der thermischen und 30-40 % der elektrischen Energie, die zur 
Bioethanolproduktion benötigt wird, gebraucht.[210] Eine Rückführung in den SSF-
Prozess oder zur Nutzung der Anzucht der Cellulasen scheint aus ökonomischer und 
ökologischer Sicht sinnvoller, da keine thermische Konditionierung der Schlempe 
notwendig ist. 
Da trotz vergleichbar hohen Stickstoffverbrauch die Ethanolausbeuten beim Einsatz 
der Schlempen gering blieben, wurde untersucht inwieweit eine Kombination aus 
Schlempe und einer weiteren Stickstoffquelle im Verhältnis 1:1 eine 
Ausbeutesteigerung bewirkt (Abbildung 2.64 links). Da mit der Dünnschlempe aus der 
Bioethanolanlage Zeitz (Schlempe 2) im Vergleich zur Schlempe 1 die besseren 
Ergebnisse produziert wurden, erfolgten alle weiteren Untersuchungen mit dieser. Wie 
in den vorangegangenen Ergebnissen erwies sich ein nahezu quantitativer Verbrauch 
der vorgelegten Glucose. Mit 14 % wurde mit der Mischung aus Schlempe und 
Ammoniumsulfat die höchste Steigerung der Ethanolausbeute beobachtet. Interessant 
ist, dass die Mischung aus Pepton und Schlempe sowie die Mischung beider  
 
Abbildung 2.64 Einfluss verschiedener Mischungen von Schlempe 2 mit einer weiteren 
Stickstoffquelle (links) sowie dem Verhältnis von Ammoniumsulfat zu Schlempe 2 (rechts) auf die 






Schlempen im Vergleich zur reinen Schlempe Verringerung der Ethanolausbeute 
bezweckte. Mit beiden Mischungen wurde eine vergleichsweise hohe OD600nm 
gemessen, was für ein starkes Biomassewachstum spricht. Somit liegen bei diesen 
Mischungen optimale Wachstumsbedingungen vor, was die Ethanolproduktion 
verringert. Da die höchste Ethanolkonzentration mit der Mischung aus Schlempe und 
Ammoniumsulfat erreicht wurden, erfolgte dafür eine Optimierung des 
Mischungsverhältnisses (Abbildung 2.64 rechts). Die dabei bestimmten 
Ethanolausbeuten lagen im Bereich von 50,0 bis 58,4 %, wobei das Verhältnis 1:1 
leicht heraussticht und somit als beste Stickstoffquelle identifiziert wurde. Somit 
bezweckte der Einsatz einer vergleichsweise günstigen Stickstoffquelle eine 
Steigerung der Ethanolausbeute um 24,3 %. 
Für die Fermentation haben sich somit folgende Bedingungen als optimal 
herausgestellt: 37 °C, pH 5, Leitungswasser, 3 bzw. 8 Gew.-% Hefe S. cerevisiae L13, 
0,2 g·L-1 Stickstoff (Ammoniumsulfat : Schlempe 1 : 1). 
 
 
2.4.3  Studien zur Ethanoltoleranz der Hefe S. cerevisiae 
Klassische Fermentationen werden im Batch-Verfahren durchgeführt. Dabei kommt 
es während der Reaktion zur Akkumulation von Ethanol in der Fermentationsbrühe, 
was zur Inhibierung der Mikroorganismen führt. Ethanol ist zur schnellen Diffusion 
durch die Zellmembran befähigt, woraus eine schnelle Hemmung resultiert. Bereits 
bei geringen Konzentrationen wirkt Ethanol als nicht-kompetitiver Inhibitor auf das 
Hefewachstum. Bei steigenden Inibitorkonzentrationen erfolgt zudem die 
Reduzierung des Glucosemetabolismus aufgrund von Aktivitätsverlusten der 
glykolytischen Enzyme.[193, 211, 212] Darüber hinaus erhöht sich die Permeabilität der 
Zellmembran, wodurch deren Integrität sinkt.[193] 
Der Grund für die Inhibierung ist die Reduzierung der Wasseraktivität (aW) mit 
zunehmender Ethanolkonzentration. Unter dem Begriff der Wasseraktivität wird das 
Verhältnis des Wasserdampfpartialdrucks in einer Substanz zum 
Sättigungsdampfdruck von reinem Wasser bei einer definierten Temperatur 
verstanden. Sie ist somit ein Maß für das frei verfügbare Wasser in einer Substanz. 





S. cerevisiae eine aW zwischen 0,9 und 1, wobei das Optimum zwischen 0,975 und 
0,999 liegt.[212] Durch die Bildung von Ethanol wird die Wasseraktivität herabgesetzt. 
Bei Anwesenheit von 20 Vol.-% Ethanol beträgt aW zum Beispiel nur noch 0,895. 
Herkömmliche Hefen, die zur Fermentation eingesetzt werden, zeigen jedoch bereits 
eine Inhibierung ab einer Wasseraktivität von 0,94 auf.[212]  
Der Einfluss von Ethanol auf dem Mikroorganismus S. cerevisiae wurde im Bereich 
von 0 bis 60 g·L-1 (entspricht 7,6 Vol.-%) untersucht (Abbildung 2.65).  
 
Abbildung 2.65 Einfluss der Ethanolkonzentration auf die Ethanolausbeute und Zellvitalität 
einer dreistündigen Fermentation einer Modelllösung (2 Gew.-% Glucose, S. cerevisiae 
3 Gew.-%) bei 37 °C und pH 7. 
Dabei zeigt sich, dass die Zellvitalität bis zu einer Ethanolkonzentration von 45 g·L-1 
größer als 88 % ist. Bei einem weiteren Anstieg der Konzentration sinkt die 
Zellvitalität sprunghaft auf 0 % herab. Damit einher geht auch die Abnahme der 
Ethanolausbeute auf 0,5 %. Dieses Ergebnis wurde erwartet und korrespondiert mit 
Daten aus der Literatur.[213] Anhand von Modelllösungen wurde somit eine 
Ethanoltoleranz bis 45 g·L-1 (5,7 Vol.-%) bestimmt. Allerdings muss beachtet werden, 
dass es in der Fermentationsbrühe analog zur Hydrolyse zur Stabilisierung der 
Mikroorganismen kommen kann. Insbesondere durch ein höheres Nährstoffangebot 
sollte sich die Zellvitalität unter diesen Stressbedingungen verbessern, wodurch auch 
die Ethanolausbeuten steigen. 
Um Inhibierungen durch Ethanol zu vermeiden, sollte zudem eine in situ-
Produktentfernung durch zum Beispiel Stripping angestrebt werden. Auf diesen Punkt 





2.4.4 Separate Hydrolyse und Fermentation (SHF) 
Beim SHF-Prozess werden enzymatische Hydrolyse und Fermentation räumlich und 
zeitlich getrennt voneinander betrieben. Der Vorteil dabei ist, dass beide Prozesse bei 
ihren optimalen Bedingungen durchgeführt werden können.[188] Ein weiterer Vorteil 
dieses Verfahren ist, dass nach der Hydrolyse eine Separation der Pentosen möglich 
ist und diese in weiteren Prozessschritten in höherwertige Produkte überführt werden 
können.[56] Jedoch steigen, aufgrund eines höheren Apparatebedarfs, die 
Investitionskosten und aufgrund doppelter Prozessführung (verlängerte Arbeitszeit, 
mehr Einsatzstoffe) die Betriebskosten. Zudem erhöhen sich die Prozesskosten durch 
längere Verweilzeiten und höhere Enzymkosten in Folge höherer 
Enzymkonzentrationen infolge von Produktinhibierungen.[56, 188]  
Am Beispiel von alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh wurde der SHF-Prozess 
durchgeführt (Abbildung 2.66). Dazu erfolgte zunächst eine enzymatische Hydrolyse 
des Zellstoffs mittels 15 FPU·g-1 P. verruculosum bei pH 5,0 und 50 °C.  
 
Abbildung 2.66 Konzentration-Zeit-Diagramm einer separaten Hydrolyse und Fermentation von 
2 Gew.-% alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh. 
Nach 72 Stunden Hydrolyse wurde das Hydrolysat auf 37 °C abgekühlt und 
10 Gew.-% S. cerevisiae hinzugefügt. Für die Hydrolyse wurde nach 72 Stunden ein 
maximaler Umsatz des Zellstoffes von 90,6 % (bzgl. Cellulosegehalt) bestimmt. Die 
lange Reaktionsdauer beruht auf einer geringen initialen Enzymkonzentration. Jedoch 
wäre ein Abbruch der Hydrolyse bereits nach 48 Stunden möglich, da in den letzten 





Bereits nach kurzer Fermentationsdauer (drei Stunden) wurde die maximale 
Ethanolkonzentration von 7,9 g·L-1 (Produktivität 0,1 g·L-1·h-1), was einer 
Ethanolausbeute von 94,8 % entspricht, produziert. Dieses spricht dafür, dass das 
Hydrolysat eine nahezu ideale Nährstoffzusammensetzung hat und somit höhere 
Ausbeuten als mit den vorhergehenden Modelllösungen gelingen. Auffällig ist zudem, 
dass trotz weiteren Abbaus der Glucose keine Erhöhung der Ethanolkonzentration 
nachweisbar war, was mit der Bildung von Nebenprodukten, insbesondere Essigsäure, 
einhergeht. Die Produktion von Essigsäure ist eine Stressreaktion zum Ausgleich des 
Redoxpotentials.[214] Eine Nebenproduktbildung geht einher mit der Reduktion der 
Ethanolausbeute. Bei der Reinigung der Fermentationsbrühe werden die 
Nebenprodukte während der Rektifikation abgetrennt. Zum einen fallen dadurch 
Prozessströme an, die einer weiteren Verwertung zugeführt werden müssen, und zum 
anderen kann eine Anreicherung in der Schlempe erfolgen, was zur Inhibierung der 
eingesetzten Mikroorganismen führt. Aus diesen Gründen sollte die Bildung von 
Nebenprodukten, durch zum Beispiel Abbruch der Fermentation vor der 
Nebenproduktbildung, unterbunden werden. Die somit in der Fermentationsbrühe 
vorliegenden Saccharide verbleiben dabei in der Schlempe und werden so dem Prozess 
als Nährmedium wieder zugeführt. 
Analog zu den Hydrolysen erzielten die Reallösungen höhere Ausbeuten als die 
verwendeten Modelllösungen, was zum einen für eine günstige Zusammensetzung der 
Nährstoffe und zum anderen für stabilisierende Effekte spricht. In den Modelllösungen 
wurde lediglich der Stickstoffgehalt eingestellt. In den Hydrolysaten (Reallösungen) 
befinden sich aber auch wertvolle Salze (z.B. KCl, MgSO4), welche durch die 
Biomasse eingetragen werden. 
Sowohl die erlangten Hydrolyseumsätze (≤ 90,2 %) als auch die Ethanolausbeuten 
(≤ 94,8 %) liegen über den Literaturwerten. Bei vergleichbaren Bedingungen aber 
höheren Enzymkonzentration (40 FPU·g-1) wurde aus Weizenstroh, welches ebenfalls 
mit NaOH vorbehandelt wurde, lediglich ein Hydrolyseumsatz von 79 % bestimmt. 
Die bei der Fermentation dieses Hydrolysates produzierte maximale Ethanolausbeute 
liegt bei 59 %.[215] Die Fermentation alkalisch vorbehandelter Wasserhyazinthe 
lieferte mit 8,8 g·L-1 Ethanol ebenfalls vergleichbare Konzentrationen und Ausbeuten 
(83,4 %). Die damit verbundene Produktivität von 0,5 g·L-1·h-1 ist jedoch doppelt so 
hoch, was an dem wesentlich geringeren Ligningehalt des Ausgangsmaterials liegt.[24]  




Zwar konnte mit dem SHF-Prozess eine hohe Ethanolausbeute erreicht werden, jedoch 
unter erheblichen Zeitaufwand. Insbesondere das Abkühlen des Hydrolysats würde im 
großtechnischen Maßstabe einen hohen Zeit- und Energiebedarf bedeuten. Aus diesem 
Grund wurde im Weiteren die Entwicklung eines SSF-Prozesses angestrebt. 
 
 
2.5 Simultane Hydrolyse und Fermentation (SSF) 
Beim SSF-Prozess erfolgt die enzymatische Hydrolyse und Fermentation simultan in 
einem Reaktor, wodurch der Apparate- sowie Arbeitszeitbedarf deutlich gesenkt wird. 
Durch diese Prozessführung ergibt sich eine kontinuierliche Umsetzung der Glucose, 
was eine Produktinhibierung ausschließt. Allerdings erfolgt eine Akkumulation des 
Inhibitors Ethanols. Ein großer Nachteil dieses Prozesses ist, dass für die 
Reaktionsparameter Kompromisse gefunden werden müssen. In der Regel bedeutet 
dies, dass die Produktion bei 37 °C und pH 5 erfolgt.[56, 188, 216] Des Weiteren ist ein 
Recycling der Enzyme und Hefen nur schwer möglich.[173] Jedoch ist positiv zu 
bewerten, dass die Enzymkonzentration deutlich gesenkt werden kann, was die 
Prozesskosten reduziert. Das Recycling von Mikroorganismen ist sehr zeit- und 
kostenintensiv. Da während des SSF-Prozess Verluste durch inhibierende Effekte 
sowie Adsorption der Cellulasen an den Feststoffpartikeln auftreten, ist es sehr 
fragwürdig, inwieweit ein Recycling aus ökonomischer Sicht sinnvoll ist. Des 
Weiteren wird eine kontinuierliche Fahrweise der Fermentation angestrebt, bei der die 
Mikroorganismen nach Bedarf nachdosiert werden. Bei dieser Fahrweise des 
Prozesses ist ein Recycling der Mikroorganismen nicht möglich und auch nicht 
notwendig. 
Außerdem ist eine Co-Fermentation von Xylose und Glucose nur schwer 
möglich.[56, 141, 188, 216] Bei Verwendung der Bäckerhefe S. cerevisiae verbleibt Xylose 









2.5.1 Einfluss der Reaktionsbedingungen 
Ein viel diskutierte Hürde des SSF-Prozesses ist der erwähnte Kompromiss der 
Reaktionsparameter Temperatur und pH-Wert. Untersuchungen bei den optimalen 
Bedingungen für die Hydrolyse (50 °C, pH 5) sowie der Fermentation (37 °C, pH 7) 
im Vergleich zu den Kompromissbedingungen (37 °C, pH 5) zeigten jedoch, dass bei 
den vorliegenden Bedingungen der vermeintliche Kompromiss zu einer Steigerung der 
Ethanolausbeute führte (Abbildung 2.67). Die maximal erreichte Ethanolausbeute 
betrug 70,8 % und wurde nach 24 Stunden SSF-Prozess bei 37 °C und pH 5 erzielt. 
Dieses entspricht einer Produktivität von 0,6 g·L-1·h-1 und ist somit höher als 
vergleichbare Literaturwerte. Öhgren et al. bestimmte nach 24 Stunden SSF-Prozess 
von Maisstroh lediglich eine Produktivität von 0,5 g·L-1·h-1.[217] Auch Cueva et al. 
produzierte mit Olivensteinen, welche mittels verdünnter Schwefelsäure und Ethanol 
vorbehandelt wurden, im SSF-Prozess Ethanol mit einer Produktivität von 
0,5 g·L-1·h-1.[218] Mit Phosphorsäure und Aceton vorbehandelte Biomasse (Schilf und 
Rapssamen) waren Ausgangspunkt für die Produktion von Ethanol mit Produktivitäten 
von 0,5 bzw. 0,3 g·L-1·h-1.[219] 
 
Abbildung 2.67 Einfluss der Reaktionsbedingungen auf die Ethanolausbeute (oben) und der 
Konzentration der im Medium frei vorliegenden Glucose (unten). 




Nach sechs Stunden Fermentation wurde bereits eine Ethanolausbeute von 69,0 % 
bestimmt, was sogar einer Produktivität von 2,4 g·L-1·h-1 entspricht. Ab diesen 
Zeitpunkt erfolgte ein schneller Verbrauch der Glucose, jedoch nur eine geringe 
Ethanolproduktion (0,3 g·L-1 im Zeitraum von 6 bis 24 Stunden). Insbesondere nach 
24 Stunden SSF-Prozess trat eine vermehrte Bildung von Nebenprodukten auf. Da 
nach sechs Stunden SSF-Prozess keine deutliche Steigerung der Ethanolausbeute zu 
beobachten war und bei einer längeren Reaktionszeit die Bildung von Nebenprodukten 
auftritt, ist ein Reaktionsabbruch sinnvoll. Eine verkürzte Verweilzeit reduziert die 
Betriebs- und somit Produktionskosten. 
Nach sechs Stunden SSF-Prozess wurde bei 50 °C und pH 5 mit 65,2 % 
Ethanolausbeute ein vergleichbares Ergebnis beobachtet, wobei jedoch danach eine 
Abnahme der Ethanolkonzentration zu beobachten war. Diese Abnahme korrelierte 
mit dem Anstieg der Konzentration von Nebenprodukten, wie zum Beispiel 
Essigsäure, Milchsäure und Glycerin. Insbesondere eine Zunahme der 
Milchsäurekonzentration von 0,3 g·L-1 nach sechs Stunden auf 2,1 g·L-1 nach 24 
Stunden wurde beobachtet. Die Produktion von Milchsäure erfolgt aufgrund von 
Milchsäurebakterien sowie als Stressreaktion auf die Reaktionsbedingungen. Der 
Eintrag der Milchsäurebakterien kann aufgrund der nichtsterilen Arbeitsweise in Form 
von Kontaminationen des Reaktors aber auch durch den Zellstoff selber erfolgt sein. 
Die Abnahme der Glucosekonzentration konnte erst nach 24 Stunden Reaktion 
beobachtet werden. Die für Hefen hohe Temperatur führt zu einem Absterben der 
Hefezellen, was sich in den Zellvitalitäten wiederspiegelte. Nach 24 Stunden sind 
bereit 48 % der Zellen abgestorben, nach 48 Stunden konnte keinerlei Zellvitalität 
mehr nachgewiesen werden.  
Der SSF-Prozess bei den für die Fermentation optimalen Bedingungen (37 °C und 
pH 7) produzierte mit maximal 41,5 % die geringste Ethanolausbeute. Durch die für 
die Hydrolyse nicht optimalen Bedingungen wird diese verlangsamt, was zu einer 
vergleichsweisen geringen Ethanolbildung führt. Die Versuche zum Einfluss des pH-
Wertes auf die Hydrolyse (Kapitel 2.3.3; Abbildung 2.35) haben gezeigt, dass bei pH 7 
im Vergleich zu pH 5 eine um 76,8 % geringere Glucosekonzentration freigesetzt 
wurde, wodurch folglich weniger Ethanol gebildet werden kann. Im Vergleich zum 
SSF-Prozess bei 37 °C und pH 5 wurde mit 8,6 g·L-1 eine um 39,9 % geringere 
Ethanolkonzentration produziert. Da für die Fermentation die optimalen 
Reaktionsbedingungen von 37 °C und pH 7 vorlagen, wurde eine hohe Zellvitalität 




erwartet, was jedoch nicht bestätigt wurde. Die Zellvitalität betrug auch bei diesen 
Bedingungen nach 48 Stunden 0 %. Gründe dafür müssen in der Bildung von 
Nebenprodukten gesucht werden. Im Vergleich zum SSF-Prozess bei 37 °C und pH 5 
wurde nach 24 Stunden eine fast doppelt so hohe Nebenproduktkonzentration 
bestimmt.  
Im Vergleich zum SHF-Prozess ist die maximal erzielte Produktivität von 
2,4 g·L-1·h-1  um 95,8 % höher, was insbesondere aus einer höheren 
Ethanolkonzentration bei einer geringeren Reaktionszeit von sechs Stunden im 
Vergleich zu 75 Stunden im SHF-Prozess resultiert. Diese Beobachtung entspricht den 
Erwartungen und wurde bereits von vielen Arbeitsgruppen beschrieben. So konnte 
Singhania et al. (2014) bei der Umsetzung von sauer vorbehandeltem Weizenstroh 
eine Ausbeutesteigerung von 55,5 %, was einer Erhöhung der Produktivität von 0,15 
auf 0,45 g·L-1·h-1 (Steigerung um 66,7 %) entspricht, erzielen.[220] Die erreichten 
Ausbeuten liegen mit maximal 54,4 % jedoch unterhalb der hier erlangten Werte. 
Gründe dafür, können eine geringere Enzymkonzentration (2 statt 50 FPU·mL-1) sowie 
ein wesentlich höherer Ligningehalte (26,4 statt 5,8 %). Dieses zeigt wiederum die 





Typische Nebenprodukte der Fermentation sind organische Säuren, höhere Alkohole, 
Glycerin, Aldehyde und Ester.[221] Die wichtigsten Gärungsnebenprodukte sind in 
Abbildung 2.68 zusammengestellt. Bei der Produktions von alkoholischen Getränken 
wie Bier und Wein ist ein Großteil der Nebenprodukte essentiell an der 
Geschmacksbildung beteiligt und daher erwünscht. In der der Produktion von 
Bioethanol im Sinne der Kraftstoffherstellung sind diese jedoch unerwünscht, da sie 
die Ethanolausbeute senken. Im Rahmen dieser Arbeit wurden lediglich ausgewählte 
Nebenprodukte genauer analysiert. Außerdem erfolgte die Analytik lediglich per 
HPLC gekoppelt mit einem UV- und RI-Detektor, sodass keine vollständige 
Quantifizierung sowie Qualifizierung möglich war. 
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Abbildung 2.68 Übersicht der wichtigsten Gärungsnebenprodukte 
Für eine vollständige Analyse der Nebenprodukte ist eine Bestimmung mittels LC-MS 
notwendig, welche allerdings nicht Ziel dieser Arbeit war. Eine Übersicht der 
wichtigsten Nebenprodukte, welche nach 48 Stunden SSF-Prozess detektiert wurden, 
ist in Tabelle 2.15 zusammengestellt. Das Nebenprodukt, das typischerweise 
mengenmäßig am stärksten gebildet wird, ist Glycerin. Während der Glykolyse wird 
Glucose zu Dihydroxyacetonphosphat und Glycerinaldehyd-3-phosphat, welche im 
Gleichgewicht stehen, abgebaut. Der Hauptabbauweg geht über das Glycerinaldehyd-
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der Umgebung der Zelle, in Folge dessen es im Zuge von Osmoregulation zum Verlust 
der Zellflüssigkeit kommt. Für eine Gewährleistung der Wiederherstellung des 
intrazellulären Zelldrucks werden osmotisch aktive Substanzen wie Glycerin im 
Zellinneren akkumuliert.[223] Typischerweise werden bei einer Fermentation 0,03 bis 
0,05 g Glycerin je g Glucose gebildet.[24, 224] Bei sehr hohen Glucosekonzentration 
wurden bereits Glycerinmenge von bis zu 0,07 g je g Glucose bestimmt.[[225a,225b]] 
Unter den untersuchten Reaktionsbedingungen wurden 0,05 bis 0,06 g Glycerin je g 
Glucose gemessen, womit die Konzentration im erwarteten Bereich liegen. 
Neben Glycerin erfolgt die Bildung der organischen Säuren Essigsäure, Milchsäure 
und Brenztraubensäure. Essigsäure und Milchsäure werden durch Bakterien aber auch 
durch die Hefe S. cerevisiae hergestellt.[226] Das Vorhandensein von Milchsäure- und 
Essigsäurebakterien kann durch Kontaminationen des Reaktors sowie des Zellstoffes 
erklärt werden. Wie anfänglich (Kapitel 2.4.2) beschrieben, erfolgten alle 
Untersuchungen unter nicht-sterilen Bedingungen. Geringe Konzentration dieser 
Bakterien reichen bereits aus, um Glucose in die entsprechenden Säuren zu 
konvertieren und bilden somit Konkurrenzreaktionen. Dieses erklärt auch, warum trotz 
Abnahme der Glucosekonzentration kein Anstieg der Ethanolkonzentration zu 
beobachten war (Abbildung 2.67). Essig- und Milchsäure werden auch als Reaktion 
auf Stress durch osmotischen Druck aufgrund hoher initialer Glucosekonzentrationen 
gebildet.[214] Die Versuche wurden mit einer initialen Zellstoffkonzentration von 
5 Gew.-% durchgeführt, was einer maximalen Glucosekonzentration von 36,6 g·L-1 
entspricht. Diese vergleichsweise geringe Sacchairdkonzentration sollte nicht der 
Auslöser für osmotischen Druck sein, was Wachstumskurven beweisen.[227] Viel 
wahrscheinlicher ist, dass Nährstoffmangel der Auslöser für diese Stressreaktion ist.  
Eine Akkumulation der Säuren führt zum Herabsinken des pH-Wertes, was den Bedarf 
an Korrekturmedien erhöht. Die analysierten Säurekonzentrationen korrespondieren 
mit Ergebnissen aus der Literatur.[217, 226] Im Gegensatz zu Essigsäure und Milchsäure 
ist die gebildete Konzentration der Brenztraubensäure (Säure des Pyruvats) sehr gering 
und wurde auch nur bei 50 °C und pH 5 detektiert. Unter diesen 
Fermentationsbedingungen kommt es in Folge von Hitzestress zur Inhibierung der 
Ethanolbildung, wodurch es zur Akkumulation der Zwischenprodukte Pyruvat und 
Acetaldehyd kommt.[193, 228] 
Die Vielfalt der Nebenprodukte erschwert die Aufbereitung und Weiterverwendung 
der Fermentationsbrühe. Im Fall einer destillativen Ethanolgewinnung verbleiben die 




schwerer siedenden Verbindungen wie Glycerin in der Schlempe. Außerdem kann es 
aufgrund der thermischen Behandlung zu Folgereaktionen kommen. Bei einem 
erneuten Einsatz dieser Schlempe als Nährmedium erfolgt die Akkumulation dieser 
Begleitstoffe, was die Inhibierungseffekte verstärkt und die Ethanolproduktion somit 
verschlechtert. Eine Abtrennung der organischen Säuren ist aufgrund der hohen 
Siedepunkte energie- und damit kostenintensiv. Erstrebenswert ist daher, den Prozess 
an einem Zeitpunkt abzubrechen, an dem die Ethanolproduktion maximal und die 
Nebenproduktbildung minimal ist. Realisiert werden kann dieses durch eine online 
Prozessanalytik mittels zum Beispiel Infrarotspektroskopie. Die kinetische Analyse 
des SSF-Prozesses unter optimierten Bedingungen zeigen, dass ein Abbruch der 
Reaktion nach 24 Stunden wünschenswert ist (Abbildung 2.70).  
 
Abbildung 2.70 Konzentrations-Zeit-Diagramm vom SSF-Prozess von 5 Gew.-% alkalisch 
vorbehandeltem Weizenstroh bei 37 °C und pH 5. 
Nach 24 Stunden wurde keine Erhöhung der Ethanolkonzentration beobachtet, und die 
Produktion der organischen Säuren Essig- und Milchsäure verstärkte sich. Eine 
eintägige Fermentation ist für biotechnologische Prozesse ein sehr kurzer Zeitraum, 
was somit hervorzuheben ist. Jedoch wurde unter den gewählten Bedingungen nur eine 
Ethanolkonzentration von maximal 1,9 Vol.-% erzielt. Für einen wirtschaftlichen 
Prozess ist eine minimale Konzentration von 4 Vol.-% notwendig. Um dieses 
erreichen zu können, ist eine Erhöhung der initialen Substratkonzentration essentiell. 
Wie bereits bei der enzymatischen Hydrolyse beschrieben, stellt dieses jedoch 
aufgrund des Quellverhaltens des Zellstoffes eine große Herausforderung dar. Ein 




weiterer wichtiger Aspekt zur Verbesserung der Wirtschaftlichkeit des Prozesses ist 
eine Steigerung der Ethanolausbeute. Aus diesem Grund werden im Folgenden 




2.5.3 Simultane Verzuckerung und Fermentation von Weizenstroh 
Um den Mehraufwand einer chemischen Vorbehandlung rechtfertigen zu können, ist 
eine signifikante Steigerung der Ethanolkonzentration notwendig. Aus diesem Grund 
wird im Folgenden der SSF-Prozess von 2 Gew.-% nativen Weizenstroh mit dem des 
alkalisch vorgebehandelten Weizenstrohs verglichen. Die Gegenüberstellung der 
erbrachten Ergebnisse nach 24 Stunden SSF-Prozess (Tabelle 2.16) zeigt, dass die 
alkalische Vorbehandlung zu einer Steigerung der Ethanolkonzentration um 42,9 % 
(von 0,4 auf 0,7 Vol.-%) und zur Verbesserung der Ethanolausbeute um 26,0 % (von 
38,9 auf 52,6 %) führt. Dass der prozentuale Anstieg der Ethanolausbeute im 
Vergleich zur Ethanolkonzentration geringer ist, liegt daran, dass sich deren 
Berechnung auf den Holocellulosegehalt des Substrates bezieht und dieser im 
vorbehandelten Weizenstroh mit 92,5 % im Gegensatz zu 73,6 % im nativen Stroh 
wesentlich höher ist.  
Tabelle 2.16 Vergleich der erzielten Ethanolkonzentrationen und -ausbeuten nach 24 Stunden 
SSF-Prozess von nativen und alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh. 
 c(Ethanol) [Vol.-%] Ethanolausbeute1 [%] 
Natives Weizenstroh 0,4 38,9 
Alkalisch vorb. Weizenstroh 0,7 52,6 
1 bzgl. Holocellulosegehalt   
Einen ähnlich großen Einfluss der Vorbehandlung auf die Ethanolkonzentration wurde 
auch durch Zhang et al. publiziert. Diese Arbeitsgruppe konnte bei der Umsetzung von 
nativen Weizenstroh eine Ethanolkonzentration von 8,1 g·L-1 (22,5 % 
Ethanolausbeute) erzielen, welche durch eine Vorbehandlung der Biomasse mit 
Natronlauge auf 37,8 g·L-1 (70,8 % Ethanolausbeute) gesteigert wurde.[229] Die dabei 
bestimmten Ethanolausbeuten für die nicht vorbehandelte Biomasse erreichen somit 
nicht die in dieser Arbeit erzielten Werte, was auf die hohe Leistungsfähigkeit des 
verwendeten Enzymkomplexes aus P. verruculosum zurückzuführen ist. In der 
zitierten Arbeit wurde der herkömmliche Cellulasekomplex aus T. reesei verwendet, 




welcher im Vergleich zum Komplex aus P. verruculosum eine geringere Stabilität 
gegenüber Lignin und Ethanol aufweist. 
 
 
2.5.4 Variation der Prozessführung 
Für eine Steigerung der Ethanolkonzentration können unterschiedliche 
Prozessführungen gewählt werden. Neben dem klassischen Batch-Verfahren kann ein 
Fed-Batch-Verfahren genutzt werden, in dem eine mehrstufige Zugabe des Zellstoffes 
erfolgt. Eine andere Herangehensweise ist die Vorschaltung einer Vorhydrolyse oder 
eine erneute Zugabe von Cellulasen oder Hefen während der Reaktion. 
 
 
SSF-Prozess mit Vorhydrolyse 
Eine Problematik beim SSF-Prozess ist, dass der Enzymkomplex für die Hefe als leicht 
verfügbare Stickstoffquelle dienen kann und somit nicht mehr für die Hydrolyse zur 
Verfügung steht. Um dem entgegenzuwirken, kann dem SSF-Prozess eine 
Vorhydrolyse bei 50 °C vorgeschaltet werden. Nach erfolgter Hydrolyse wurde der 
Reaktorinhalt auf 37 °C abgekühlt, die Hefe hinzugefügt und somit der SSF-Prozess 
gestartet. Innerhalb der zweistündigen Hydrolyse wurde ein unvollständiger 
Zellstoffumsatz von 31,5 % beobachtet (Abbildung 2.71). Somit sind für die Hefen 
sofort fermentierbare Saccharide verfügbar, die zur Ethanolproduktion genutzt werden 
konnten. Nach Zugabe der Hefe laufen Hydrolyse und Fermentation simultan ab. 
Sofort nach Zugabe der Hefe beginnt somit der SSF-Prozess und somit die 
Ethanolbildung. Die maximale Ethanolkonzentration von 12,2 g·L-1 (1,5 Vol.-%) 
wurde nach fünf Stunden SSF-Prozess erreicht. Danach erfolgte der Abbau des 
Ethanols unter Bildung von Nebenprodukten. Positiv zu bewerten ist, dass bereits nach 
siebenstündiger Reaktion die maximale Ethanolkonzentration erlangt wurde, jedoch 
entspricht dieses nur einer Ethanolausbeute von 59,1 %. Zudem liegen die erlangten  





Abbildung 2.71 Konzentration-Zeit-Diagramm des SSF-Prozesses (37 °C, pH 5, 5 Gew.-% 
alkalisch vorbehandeltes Weizenstroh, P. verruculosum 50 FPU·g-1) mit zweistündiger 
Vorhydrolyse bei 50 °C. 
Ergebnisse unter denen der Reaktion ohne Vorhydrolyse. Der Mehraufwand der 
Vorhydrolyse erbringt somit nicht den erwünschten Effekt einer Steigerung der 
Ethanolkonzentration. Rechtfertigen würde sich der Mehraufwand wahrscheinlich bei 
einer höheren initialen Feststoffkonzentration (> 10 Gew.-%). Diese Vermutung wird 
durch die Ergebnisse von Manzanares et al. bestätigt. Im Rahmen dieser 
Untersuchungen wurde festgestellt, dass nur eine Steigerung der Ethanolausbeute im 
Vergleich zum SSF- und SHF-Prozess bei erhöhten Feststoffkonzentrationen 
(> 23 Gew.-%) erzielt wird.[230] Auch Cennella et al. konnten bei 30 Gew.-% 
Lignocellulose durch eine Vorhydrolyse eine Ausbeutesteigerung um 27 % 
erreichen.[231] Im Gegensatz dazu zeigte sich in der Studie von López-Linares et al. 
(2014) unabhängig von der Substratkonzentration kein großer Unterschied (< 4 %) 
zwischen SSF mit und ohne Vorhydrolyse.[232] In einem großtechnischen Prozess 
würde das Herabkühlen der Reaktionslösung nach der Vorhydrolyse von 50 °C auf 
37 °C eine hohe Herausforderung darstellen, die insbesondere sehr zeitaufwendig ist. 
Aus diesem Grund muss eine Vorhydrolyse eine signifikante Ausbeutesteigerung mit 
sich bringen, um den Mehraufwand zu kompensieren. 
 
  




SSF-Verfahren im Fed-Batch-Modus 
Eine weitere Möglichkeit zur Steigerung der Ethanolkonzentration besteht in der 
Nutzung des schnellen enzymatischen Abbaus des Zellstoffs während der 
Vorhydrolyse, indem nach erfolgter Hydrolyse eine erneute Substratzugabe realisiert 
wird. Diese zweistufige Substratzufuhr ermöglicht eine hohe Glucosekonzentration 
bei handhabbarer Viskosität. Nach zweistufiger Hydrolyse wird eine 
Glucosekonzentration von 20,5 g·L-1, was einen Zellstoffumsatz von 52,9 % 
entspricht, nachgewiesen (Abbildung 2.72). Im Vergleich zum vorhergehenden 
Versuch mit Vorhydrolyse wurde somit eine nahezu doppelte Glucosekonzentration  
 
Abbildung 2.72 Konzentration-Zeit-Diagramm des SSF-Prozesses (37 °C, pH 5, 5 Gew.-% 
alkalisch vorbehandeltes Weizenstroh, P. verruculosum 50 FPU·g-1) mit vierstündiger 
Vorhydrolyse bei 50 °C und erneuter Substratzugabe von 5 Gew.-% alkalisch vorbehandeltes 
Weizenstroh nach zwei Stunden Vorhydrolyse. 
bei gleichbleibenden Reaktionsbedingungen erzielt. Dieses spiegelt deutlich die 
Inhomogenität des Substrates wieder. Je feiner das Ausgangsmaterial ist, desto 
schneller erfolgt die gleichmäßige Verteilung im Reaktor, und zudem ist die 
Reaktionsoberfläche größer. Durch das Trocknen des Zellstoffes nach der Isolation 
kommt es zur Agglomeration und zum Teil zur Verhornung des Materials. In Folge 
der Verhornung wird die innere Oberfläche reduziert, was die Enzymzugänglichkeit 
verschlechtert.[233] Sowohl Agglomeration als auch Verhornung haben einen großen 
Einfluss auf die Kinetik der Hydrolyse, was sich insbesondere bei kurzen 
Reaktionszeiten wiederspiegelt. Nach zweistündiger Hydrolyse wurde erneut Zellstoff 
hinzugefügt, was sich jedoch nicht signifikant in den Glucosekonzentrationen zeigte. 




Da bereits eine hohe Glucosekonzentration im System vorlag, erfolgte wahrscheinlich 
eine Hemmung der Cellulasen, weshalb die Kinetik der Hydrolyse verlangsamt und 
innerhalb der zwei Stunden Reaktion kaum Zellstoff abgebaut wird. Mit Zugabe der 
Hefen nach vier Stunden Vorhydrolyse startet die Bildung des Ethanols, verbunden 
mit der Abnahme der Glucosekonzentration. Nach 20 Stunden SSF-Prozess wurde mit 
15,9 g·L-1 (2,0 Vol.-%) die maximale Ethanolkonzentration detektiert. Dieses 
entspricht im Vergleich zum SSF-Prozess ohne Vorhydrolyse nur einer geringen 
Steigerung um 1,2 g·L-1 (entspricht 0,08 %).  Zudem beträgt die Ethanolausbeute 
lediglich 38,3 %. Im Vergleich zum SSF-Prozess mit Vorhydrolyse im Batch-
Verfahren (Abbildung 2.71) entspricht dieses einer Steigerung der 
Ethanolkonzentration um 4 g·L-1. Ähnliche Ergebnisse wurden durch Tomás-Pejó et 
al. mit Weizenstroh, welches mittels Steam-Explosion-Verfahren vorbehandelt wurde, 
erzielt.[234] Jedoch liegen die erlangten Ethanolausbeuten mit 27 % im Batch-
Verfahren und 33 % im Fed-Batch-Verfahren unter den in dieser Studie erreichten 
Ergebnissen. Grund dafür kann sein, dass als Fermentationsmikroorganismus 
K. marxianus genutzt wurde, welcher auch in anderen Studien geringere 
Ethanolkonzentrationen produzierte.[235] 
Eine weitere Variante des Fed-Batch-Verfahrens ist eine mehrmalige Substratzugabe 
während des SSF-Prozesses (Abbildung 2.73). Da alle Versuche zeigten, dass der 
fermentative Abbau der Monosaccharide sehr schnell erfolgte, wurde auf eine 
Vorhydrolyse verzichtet. Die zweifache Substratzugabe ermöglichte mit 15 Gew.-% 
eine hohe Substratkonzentration, welche ohne Probleme homogenisiert werden 
konnte. Jedoch wurde mit dieser Verfahrensweise lediglich eine Ethanolkonzentration 
von 18,4 g·L-1 (2,3 Vol.-%), was einer Ethanolausbeute von nur 30 % entspricht, 
hergestellt. Damit wurde zwar im Vergleich zum Batch-Verfahren eine 
Konzentrationssteigerung um 34,7 % und im Vergleich zum Fed-Batch-Verfahren mit 
Vorhydrolyse eine Steigerung um 12,9 % bezweckt, jedoch wurde der eingesetzte 
Zellstoff nur unzureichend umgesetzt. Des Weiteren verschlechterte sich aufgrund der 
langen Reaktionszeit die Produktivität von 1,7 g·L-1·h-1 im Batch-Verfahren auf 
0,3 g·L-1·h-1. Die des Fed-Batch-Verfahrens mit Vorhydrolyse ordnet sich mit 
0,8 g·L-1·h-1 in der Mitte ein. Im Gegensatz zu den erlangten Ergebnissen finden sich 
in der Literatur Angaben, die eine deutliche Steigerung der Ethanolausbeuten durch 
eine Substratzufütterung (Fed-Batch) ergeben. 





Abbildung 2.73 SSF-Prozess von insgesamt 15 Gew.-% alkalisch vorbehandeltes Weizenstroh im 
Fed-Batch-Verfahren. Die initiale Substratkonzentration betrug 5 Gew.-%. Nach 24 und 48 
Stunden erfolgte jeweils die Zugabe von 5 Gew.-% Substrat. 
Am Beispiel von Maisabfällen, welche mittels Steam-Explosion-Verfahren 
vorbehandelt wurden, erfolgte nach sechsstündiger Vorhydrolyse und SSF-Prozess mit 
dreifacher Substratzufuhr (finale Konzentration 35,5 Gew.-%) die Produktion einer 
Ethanolkonzentration von 6,9 Vol.-%, was einer Ethanolausbeute von 72,5 % und 
einem Celluloseumsatz von 80 % gleichsteht. Dieses entspricht einer Produktivität von 
0,77 g·L-1·h-1, was insbesondere im Hinblick auf die verwendete Enzymkonzentration, 
welche mit 15 FPU·g-1 niedrig ist, sehr beachtlich ist.[236] Die erreichte Produktivität 
liegt somit im Bereich der in dieser Arbeit produzierten Ergebnisse im Fed-Batch-
Verfahren mit Vorhydrolyse. 
 
 
2.5.5 Einfluss der Substratkonzentration 
Wie bereits schon mehrfach erwähnt, bedarf ein wirtschaftlicher Prozess zur 
Ethanolproduktion eine Ethanolkonzentration von mindestens 4 Vol.-%. Somit 
müssen mindestens 6,2 Gew.-% Glucose zur Fermentation bereitgestellt werden. Bei 
einem Cellulosegehalt von 73 % bedarf es somit, bei Annahme derer vollständigen 
Umsetzung. einer initiale Feststoffkonzentrationen von ≥ 8 Gew.-%. Eine Zunahme 
der Substratkonzentration geht, in Analogie zur Hydrolyse, einher mit einer 
Verschlechterung der Homogenisierung, weshalb mit steigender 




Substratkonzentration geringere Ethanolausbeuten zu erwarten waren. Diese 
Annahmen wurden durch die erbrachten Ergebnisse bestätigt, jedoch übertrafen die 
produzierten Ethanolkonzentrationen die Erwartungen erheblich. 
Aufgrund der erschwerten Homogenisierung bei Substratkonzentrationen 
≥ 10 Gew.-% wurde der SSF-Prozess ab dieser Konzentration in einem 
Feststofffermenter durchgeführt. Im Gegensatz zu einem herkömmlichen Fermenter, 
der mit einem Paddel-Rührer ausgestattet ist, handelt es sich beim Feststofffermenter 
um einen Freifallmischer. Ähnlich wie in einem Betonmischer können damit 
hochviskose Lösungen homogenisiert werden, wobei der Energiebedarf für die 
Durchmischung im Vergleich zum Rührkessel wesentlich geringer ist.[28, 174]  Ein 
Nachteil dieses Reaktortyps ist jedoch, dass keine Korrektur des pH-Wertes möglich 
ist.  
Wie zu erwarten war, steigt die gebildete Ethanolkonzentration mit steigender 
Zellstoffkonzentration (Abbildung 2.74 und Abbildung 2.76). Bei Konzentrationen  
 
Abbildung 2.74 Einfluss der Feststoffkonzentration auf den SSF-Prozess bei 37 °C und pH 5 
(Citratpuffer 50 mM). 
≤ 10 Gew.-% liegt die erhaltene Ethanolkonzentration unter den geforderten 4 Vol.-%. 
Das Erreichen dieses Sollwertes erfolgte erst ab einer Zellstoffkonzentration von 
20 Gew.-%. Auffällig ist, dass bei allen Versuchen mit Konzentrationen ≤ 10 Gew.-% 
innerhalb der ersten 24 Stunden Fermentation die maximale Ethanolkonzentration 
erzielt wurde. Dieses ist für Fermentationen eine vergleichsweise kurze Reaktionszeit 
und daher hervorzuheben. Bei höheren Feststoffkonzentrationen wurde dies frühestens 




nach 48 Stunden erreicht, was auch eine akzeptable Fermentationsdauer ist. Im 
Rahmen dieser Untersuchungen wurde eine maximale Ethanolkonzentration von 
12,8 Vol.-% bestimmt. Dieser Wert liegt im Bereich von Fermentationen mit zucker- 
und stärkehalten Rohstoffen (Abbildung 2.75 und Tabelle 2.17).  
 
Abbildung 2.75 Vergleich der publizierten Ethanolkonzentrationen mit dem in dieser Arbeit 
erreichten Konzentration. 
Bis zum jetzigen Zeitpunkt wurden keine Ergebnisse publiziert, welche die Produktion 
von so hohen Ethanolkonzentrationen aus Lignocellulose beschreiben. Die höchste 
Ethanolkonzentration von 8,5 Vol.-% wurde aus Eukalyptus nach autokatalytischer 
Vorbehandlung produziert.[237] Auch die hier erbrachten Produktivitäten liegen weit 
oberhalb der veröffentlichten Ergebnisse. Erklärbar ist dieses dadurch, dass es 
aufgrund des Zusammenspiels von Reaktortyp, effizienter Vorbehandlung und 
robusten Cellulasen möglich war, eine mit 50 Gew.-% sehr hohen initialen 
Feststoffkonzentration zu wählen. Bei der Produktion von Bioethanol der 
1. Generation ist die Nutzung von Zuckerkonzentrationen ≤ 350 g·L-1 üblich, sodass 
bereits Erfahrungen für dessen Umsetzung existieren.[174]  
Trotz der hervorragenden Ergebnisse ist zu beachten, dass mit zunehmender 
Feststoffkonzentration die Ethanolausbeute sinkt (Abbildung 2.76). Diese liegt im 
Bereich von 38,6 bis 56,8 % und nimmt nahezu linear mit zunehmender 
Zellstoffkonzentration ab. 
 
















Weizenstroh 50 12,8 1,4 39 
diese 
Arbeit 
Maisabfall 17 6,6 0,4 78 
[238] 
Weizenstroh 
10 2,8 0,5 54 
[220] 
24 6,9 0,4 50 
[239] 
14 3,8 0,4 27 
[234] 
16 4,8 0,3 71 
[229] 
30 5,3 0,2 46 
[231] 
35 6,1 0,3 41 
[28] 
Maiskolben 13 0,7 0,1 9 
[235] 
Rapsstroh 
10 2,9 0,3 69 
[240] 








18 5,5 0,9 85 
[241] 
Fichte 20 5,1 0,4 52 
[170] 








35 20,3 1,7 90 
[243] 













Abbildung 2.76 Einfluss der Zellstoffkonzentration auf die maximal erreichten 
Ethanolkonzentrationen und Ethanolausbeuten. 
In verschiedenen Literaturquellen wird dieser Effekt bereits beschrieben. Cannella et 
al. beobachtete zum Beispiel eine Abnahme der Ethanolausbeute von 86,3 auf 45,8 % 
bei der Zunahme der Feststoffkonzentration von 20 auf 30 Gew.-%.[231] Einen 
ähnlichen Verlauf wurde auch durch Jørgensen et al.[28] sowie López-Linares et al.[232] 
beschrieben. Das Sinken der Ethanolausbeuten mit zunehmender 
Zellstoffkonzentration war zu erwarten und hängt mit der Zunahme inhibierender 
Effekte zusammen. Aufgrund der Reaktorgeometrie kann keine pH-Kontrolle während 
der Reaktion erfolgen. Während der Fermentation kommt es zur Bildung 
verschiedener organischer Säuren, die den pH-Wert herabsenken und somit das pH-
Optimum nicht konstant bleibt. Zudem wird insbesondere der Stoff- und 
Wärmetransport durch das geringe Volumen der Flüssigphase beeinträchtigt.[28] Aus 
diesem Grund entstehen lokale Konzentrationsspitzen, die zur Inhibierung der 
Mikroorganismen führen. Des Weiteren erhöht sich die Konzentration der Inhibitoren, 
die durch den Zellstoff eingetragen werden. In diesem Zusammenhang sind 
insbesondere phenolische Verbindungen, die aus dem Ligninabbau während der 
Vorbehandlung resultieren, zu nennen. Die geringen Wasserkonzentrationen bei hoher 
Inhibitorkonzentration führen zu osmotischem Stress der Hefezelle, was die 
Fermentationsleistung weiter senkt.  
Die Voruntersuchungen (siehe Kapitel 2.3.4) haben gezeigt, dass der Umsatz der 
Hydrolyse bei Ethanolkonzentrationen ≥ 100 g·L-1 nur noch 38,6 % beträgt. Das lässt 




darauf schließen, dass es während des SSF-Prozesses aufgrund der wachsenden 
Ethanolkonzentration zu einer Beeinträchtigung der Hydrolyseperformanz kommt, 
was sich wiederum auf die Ethanolproduktion auswirkt. Umgangen kann dieses 
lediglich durch eine in situ-Produktentfernung. 
Beeindruckend ist, dass sich die Ethanoltoleranz der Hefezellen in der Reallösung im 
Vergleich zur Modelllösung scheinbar um ein Vielfaches erhöht. Voruntersuchungen 
mit einer Modelllösung zeigten (siehe Kapitel 2.4.3), dass bei Ethanolkonzentrationen 
≥ 50 g·L-1 keinerlei Zellvitalität mehr nachweisbar ist. Damit wäre lediglich die 
Produktion von 6 Vol.-% Ethanol möglich gewesen. Grund für diese Steigerung der 
Toleranz ist die Medienzusammensetzung. Die Fermentationsbrühe enthält im 
Gegensatz zur Modelllösung wichtige Mineralien und Nährstoffe, wie zum Beispiel 
Magnesium, Natrium, Kalium, Phosphat, Sulfat, Chlorid, Aminosäuren, was deren 
Vitalität erhöht. Die Voruntersuchungen zeigten, dass für das Hefewachstum ein 
Stickstoffgehalt von 0,2 g·L-1 notwendig ist (siehe Kapitel 2.4.2). Der verwendete 
Zellstoff weist einen Stickstoffgehalt von 0,2 % auf, was bei einer initialen 
Konzentration von 50 Gew.-% einen Stickstoffgehalt von 1 g·L-1 ergibt und somit die 
optimale Konzentration um ein Vielfaches erhöht. Zudem wurde dem 
Reaktionsmedium Ammoniumsulfat, Kaliumhydrogenphosphat sowie 
Magnesiumsulfat hinzugefügt, was die Nährstoffzusammensetzung weiter verbessert. 
Kalium und Magnesium werden zum Beispiel in einem Konzentrationsbereich von je 
2-4 mM zum Wachstum der Hefe benötigt.[193] Die Medienzusammensetzung sowie 
die zur Verfügung stehende Glucosekonzentration fördert das Hefewachstum und 
verbessert die Zellvitalität, wodurch Inhibierungseffekte kompensiert werden können. 
Zudem stellen abgestorbene Hefezellen eine weitere Stickstoffquelle dar. Trotz 
alledem ist das Hefewachstum eine Konkurrenzreaktion zur Ethanolproduktion, was 
die geringe Ethanolausbeute erklärt. 
Eine niedrige Ethanolausbeute hat unter anderen den Nachteil, dass das vorgelegte 
Substrat nur unzureichend abgebaut wird. Dieses erschwert wiederum die 
Aufarbeitung der Fermentationsbrühe erheblich. Während der Fermentation verändert 
sich das Cellulose-Lignin-Verhältnis zu Gunsten des Lignins, weshalb ein 
ligninreicher Rückstand als Fermentationsrest erhalten wird. Eine Rückführung dieses 
Restes würde eine erhebliche Konzentration an aromatischen Komponenten einführen, 
was zur Hemmung des Prozesses führen würde. Sowohl Cellulasen als auch Hefen 
werden durch die phenolischen Komponenten inhibiert.[144, 246, 247] Besonders Vanillin 




und p-Chinon zeigen ab Konzentration ≥ 0,2 g·L-1 inhibierende Effekte auf das 
Hefewachstum.[246] Eine alternative Nutzung wäre die Gewinnung dieser Aromaten. 
Dazu werden in der Arbeitsgruppe bereits enzymatische wie auch thermochemische 
Wege verfolgt, welche bereits vielversprechend erscheinen. Die ersten Ergebnisse 
wurden bereits publiziert[248] bzw. werden im Rahmen der Dissertationen von Dipl. 
Chem. A. Zurbel und M. Sc. A. Jahn veröffentlicht. 
Im Vergleich zu anderen Publikationen sind die in dieser Arbeit erreichten 
Ethanolausbeuten zum Teil erheblich geringer. Insbesondere mit Mais-, Oliven und 
Mangorückständen wurden wesentlich höhere Ausbeute (< 85 %) erzielt.[230, 238, 241] 
Allerdings erfolgte die Ethanolproduktion in diesen Fällen bei geringeren 
Substratkonzentrationen (< 18 Gew.-%), was die Tendenz der abnehmenden 
Ethanolausbeuten mit steigender Substratkonzentration widerspiegelt. 
 
 
2.5.6 SSF-Prozess mit verschiedenen Einjahrespflanzen 
Um die Übertragbarkeit der Ergebnisse auf andere Biomassen zu prüfen, wurde der 
SSF mit Miscanthus sowie Luzerne durchgeführt, welche beide nativ wie auch nach 
alkalischer Vorbehandlung eingesetzt wurden. Die verwendete Luzerne wurde vor 
dem SSF-Prozess zur Gewinnung der erhaltenen Proteine genutzt. Dazu erfolgte eine 
Extraktion mittels heißem Wasser, woraus neben der Entfernung der Proteine eine 
Veränderung der Zellwandstruktur resultiert. 
Die Ergebnisse (Abbildung 2.77) zeigen deutlich, dass eine alkalische Vorbehandlung 
eine erhebliche Steigerung der Ethanolausbeute (bis zu 96,6 %) bezweckte. Im 
Vergleich zu Miscanthus und Weizenstroh war mit der verwendeten Luzerne eine 
wesentlich höheren Ethanolkonzentration zu beobachten, was durch die beschriebene 
Vorbehandlung begründbar ist. Die mit 2,3 Vol.-% höchste Ethanolkonzentration 
wurde mit alkalisch vorbehandeltem Miscanthus hergestellt, was sich auf einen mit 
0,8 % sehr geringen Ligningehalt zurückführen lässt. Der Zellstoff, welcher aus der 
Luzerne isoliert wurde, weißt mit 5,5 % den höchsten Ligningehalt auf, was mit 
1,5 Vol.-% die geringste produzierte Ethanolkonzentration im Vergleich zu den 
anderen Zellstoffen erklärt. Die Schwankungen der erzielten Ethanolkonzentrationen 
sind auf die unterschiedlichen Rohstoffzusammensetzungen zurückzuführen. Trotz  





Abbildung 2.77 Gegenüberstellung der Ergebnisse (links Ethanolausbeute, rechts 
Ethanolkonzentration) des SSF-Prozesses verschiedener lignocellulosehaltiger Biomassen nach 
24 Stunden. 
alledem legen die Ergebnisse nahe, dass eine Umsetzung von Mischfraktionen 
möglich ist. Für eine großtechnische Anlage ist es wichtig, dass ganzjährig Rohstoffe 
zur Verfügung stehen, die möglichst keine Lagerung bedürfen. Würde eine 
Bioethanolanlage lediglich Weizenstroh als Inputmaterial verwenden, wären große 
Lagerkapazitäten notwendig. Zudem würde sich das Einzugsgebiet erheblich 
vergrößern, sodass die Transportkosten immens steigen. Dazu kommt, dass dieses 
Konzept den Anbau von Monokulturen fördern würde, was aus ökologischer Sicht 
sehr bedenklich ist. Wesentlich zielführender ist die Nutzung ganzjährig verfügbarer 
Rohstoffe im direkten Umkreis der Anlage. Dieses Konzept bedarf jedoch einer hohen 
Flexibilität der einzelnen Prozessschritte. Inwieweit der entwickelte Prozess für den 
Einsatz anderer Rohstoffe als Einjahrespflanzen geeignet ist, bedarf weiterer 
Untersuchungen. 
 
Im Rahmen dieser Dissertation wurde somit ein SSF-Prozess entwickelt, der die 
Produktion von bis zu 12,8 Vol.-% Ethanol ermöglicht. Voraussetzung dafür ist die 
Verwendung eines Freifallmischers, der die Umsetzung von Feststoffkonzentrationen 
≤ 50 Gew.-% zulässt. Lediglich durch das Zusammenspiel aus Reaktortyp, effizienter 
Vorbehandlung und dem Einsatz leistungsfähiger Enzyme und Hefen ist es gelungen, 




eine für lignocellulosehaltiger Rohstoffe bis dahin noch nicht publizierte 
Ethanolkonzentration von 12,8 Vol.-% zu produzieren. 
 
 
2.6 Downstream Processing 
Nach erfolgreicher Ethanolproduktion folgt die Aufarbeitung der Fermentationsbrühe 
mit dem Ziel, absoluten Ethanol zu gewinnen. Dazu wird zunächst mittels Fest-
Flüssig-Separation die unverbrauchte Biomasse von der Fermentationsbrühe 
abgetrennt. Im Anschluss erfolgt in der Regel eine energieintensive thermochemische 
Aufarbeitung der Fermentationslösung.[249] Erschwert wird diese Aufarbeitung durch 
die Bildung eines azeotropen Gemisches von Ethanol und Wasser bei 97,2 Vol.-% 
Ethanol bei 78,15 °C, weshalb eine einfache Destillation zu keiner vollständigen 
Absolutierung des Ethanols führt. Aus diesem Grund wird die thermische 
Aufarbeitung der Fermentationsbrühe in zwei Teile gesplittet. Zunächst findet eine 
klassische Destillation Anwendung, woraus ein Ethanolkonzentration von ca. 
95,6 Gew.-% resultiert. Ist eine weitere Entwässerung notwendig, erfolgt im zweiten 
Schritt eine azeotrope Destillation, extraktive Destillation oder Adsorption. Zudem 
finden Membranverfahren Anwendung.[249–251] In den meisten bestehenden 
Ethanolproduktionsanlagen erfolgt zunächst eine destillative Konzentrierung mit 
anschließender Absolutierung durch Adsorption des Restwassers an 
Molekularsieb.[102, 251, 252] 
Die thermische Entwässerung ist ein sehr energie- und somit kostenintensiver Schritt. 
Insbesondere unterhalb 4 Vol.-% Ethanol steigen die entstehenden Kosten 
exponentiell.[251] Aus diesem Grund werden alternative Prozesse gesucht, die bei 
gleicher (oder höherer) Effizienz weniger energieintensiv sind. 
Um inhibierende Effekte zu umgehen und Aufbereitungskosten zu senken, ist eine 
kontinuierliche Ethanolentfernung ein interessanter Ansatz. Dafür gibt es mehrere 
Ansätze, welche bereits im Labormaßstab untersucht worden.[253, 254] 
(1) Entfernung des Ethanols durch Anlegen eines Vakuums bei normalen 
Betriebstemperaturen (i.d.R. 37 °C)  
(2) Flüssig-Flüssig-Extraktion 
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Reaktionsmedium angereichert.[257] Aus diesem Grund ist die Nanofiltration eine 
geeignete Methode, um Fermentationsbrühen bzw. Hydrolysate zu detoxifizieren. Für 
die Entfernung von Salzen wird die Umkehrosmose genutzt.[255]  
Zum Recycling der Enzyme und Mikroorganismen findet die Ultrafiltration 
Anwendung. Dabei kann unter Verwendung von Membranen aus regenerativer 
Cellulose, Polysulfon oder Polyethersulfon eine nahezu vollständige Rückgewinnung 
der Cellulasen unter Beibehaltung der Enzymaktivität gewährleistet werden.[257] 
Allerdings ist die Standzeit der verwendeten Membranen aufgrund von 
Membranfouling stark eingeschränkt. Hervorgerufen wird dieses durch die 
Ausbildung eines Filterkuchens, durch Blockieren der Poren oder durch Adsorption 
bestimmter Verbindungen.[255] Zur Verlängerung der Standzeiten ist intensives 
Rückspülen bzw. spezielle Membrananordnungen (z.B. gestapelt, rotierend, 
vibrierend) notwendig, was wiederum die Prozesskosten erhöht.[256, 257] 
 
 
2.6.2 Thermische Verfahren 
Klassische Destillation 
Das Ziel der klassischen Destillation ist vor allem die Abtrennung des Ethanols von 
den Nebenprodukten. In der sogenannten Bierkolonne erfolgt eine nahezu vollständige 
Abtrennung des Ethanols aus der Fermentationsbrühe, sodass eine Lösung mit 
94 Vol.-% Ethanol gewonnen wird (Abbildung 2.79).  
Bei diesem Schritt erfolgt auch die Abtrennung der Fermentationsnebenprodukte wie 
organische Säuren, Aldehyde und Ester. Anschließend wird in einer 
Rektifikationskolonne das Ethanol-Wasser-Gemisch weiter getrennt, sodass eine 
ethanolische Lösung mit einer Konzentration von 97,2 Vol.-% erhalten wird.[249] Das 
Sumpfprodukt der Bierkolonne ist die Schlempe, die zur Anzucht der 
Mikroorganismen oder als N-Quelle für den SSF-Prozess genutzt werden kann. 
 










Bei der azeotropen Destillation wird ein Schleppmittel eingesetzt, welches mit dem zu 
trennenden Gemisch ein ternäres Azeotrop bildet und dadurch deren Flüchtigkeit und 
schlussendlich die Trennbarkeit verändert. Im Anschluss der Destillation erfolgt die 
Regeneration des Schleppmittels, weshalb in der Regel immer zwei 
Destillationskolonnen verwendet werden (Abbildung 2.80). 
 
Abbildung 2.80 Fließschema der azeotropen Destillation (nach Huang et al.[249]) 
 




In der ersten Kolonne erfolgt die Entwässerung des Ethanols. Durch Zugabe des 
Schleppmittels wird Ethanol zum Schwersieder und wird am Kolonnenboden mit 
Wassergehalten < 1 Gew.-% abgezogen. Das Kopfprodukt, bestehend aus 
Wasserdampf, Schleppmittel und Spuren von Ethanol, wird in einen Dekanter geleitet, 
in dem die Trennung der organischen und wässrigen Phase erfolgt. Die organische 
Phase beinhaltet das Schleppmittel sowie Ethanol und wird in die erste Kolonne 
zurückgeführt. Die wässrige Phase, bestehend aus Schleppmittel und Wasser, wird in 
die zweite Kolonne zum Recycling des Schleppmittels geleitet. Typische 
Schleppmittel sind Benzen, Toluen und Cyclohexan. Benzen ist das traditionelle 
Schleppmittel zur Trennung von Ethanol-Wasser-Gemischen, wurde jedoch aufgrund 
seiner krebserregenden Wirkung weitgehen durch Cylcohexan ersetzt. Der Nachteil 
von Cyclohexan ist jedoch dessen leichtere Entflammbarkeit. Die azeotrope 
Destillation ist ein sehr effektives Verfahren zur Absolutierung von Ethanol, hat 
jedoch einen hohen Energiebedarf. Zudem sind die Investitionskosten sehr hoch, und 
es bedarf eines hohen Sicherheitsstandards.[249, 258] Für eine tertiäre Benzen-basierte 
Destillation einer Fermentationsbrühe mit 10 Gew.-% Ethanol wird zur Produktion 
von 99,5 Gew.-% Ethanol 8,5 MJ Kraftstoff je kg Ethanol benötigt.[251] Berechnungen 
von Kunnakorn et al. zeigen, dass die azeotrope Destillation 52,4 % mehr Energie 
benötigt als die Pervaporation. Für die Betriebskosten bedeutet das mit 0,55 €·kg-1 




Ähnlich wie bei der azeotropen Destillation wird bei der Extraktivdestillation eine 
dritte Komponente hinzugefügt (Abbildung 2.81). Dabei handelt es sich um eine 
schwersiedende Verbindung wie zum Beispiel Ethylenglycol. Durch diese Maßnahme 
wird die relative Flüchtigkeit der Komponenten des zu trennenden Gemisches 
beeinflusst, wodurch deren Trennung ermöglicht wird. Neben flüssigen 
Lösungsmitteln werden auch ionische Flüssigkeiten, gelöste Salze oder 
hochverzweigte Polymere eingesetzt. Das Aussalzen mit Calciumchlorid, 
Kaliumacetat oder Natriumacetat ist sehr effektiv und weist im Vergleich zur 
azeotropen Destillation einen geringeren Energieverbrauch auf. Der Energiebedarf 





Abbildung 2.81 Flussdiagramm der Extraktivdestillation mit Salzzusatz (nach Huang et al.[249]) 
einer extraktiven Destillation mit Ethylenglycol liegt bei 30,1 MJ·kg-1 Ethanol, die mit 
CaCl2 nur bei 5,0 MJ·kg-1 Ethanol.[258] Für die azeotrope Destillation wird mindestens 
8,5 MJ·kg-1 Ethanol benötigt.[251] Zudem sind die Investitions- und Betriebskosten 
geringer.[249, 258] Die Kosten für die Extraktivdestillation mittels Ethylenglycol liegen 





Viele Ethanolanlagen auf Stärkebasis haben bereits eine Adsorptionseinheit, in der 
eine Trocknung des Ethanols mit hydrophilen Molekularsieb erfolgt.[251] 
Bei der adsorptiven Entfernung des Ethanols aus der Fermentationsbrühe wird die 
gesamte Flüssigphase oder ein Gasstrom durch eine Kolonne, welche mit 
Adsorptionsmittel befüllt ist, geleitet. Typische Adsorptionsmittel für die Adsorption 
von Wasser sind Molekularsieb, Lithiumchlorid, Silikagel, aktiviertes 
Aluminiumoxid, polymerische Ionenaustauscher, Aktivkohle und biobasierte 
Adsorber wie Maisgrieß, Stärke, Cellulose und Holzchips. Die Adsorption des 
Ethanols am Adsorptionsmittel bezweckt eine Abreicherung des Ethanols im Feed. 
Durch eine anschließende Desorption erfolgt die Gewinnung einer vergleichsweise 
hochkonzentrierten ethanolischen Lösung. Adsorption und Desorption werden dabei 
abwechselnd betrieben, weshalb eine cyclische Ethanolentfernung erfolgt.[251, 261] Eine 
 




kontinuierliche Fahrweise wird nur durch die Nutzung mehrerer Adsorptionskolonnen 
gewährleistet. Die Funktionsweise gleicht einer Druckwechseladsorption, wie sie zur 
Zerlegung der Luft zur Gewinnung von z.B. Stickstoff, Sauerstoff und Argon, sowie 
zur Abtrennung von CO2 aus Biogas genutzt wird. 
An der Oberfläche von Silicalit-1 kann etwa 85 mg Ethanol je Gramm 
Adsorptionsmittel adsorbieren. So wird berichtet, dass aus einer Fermentationsbrühe 
mit einer Ethanolkonzentration von 20 g·L-1 ein Konzentrat mit 350 g·L-1 generierbar 
ist. Somit wurden lediglich 70 mg Ethanol je Gramm Silicalit adsorbiert, was an den 
Fermentationsnebenprodukten liegt, die die Adsorptionskapazität senken.[261] 
Der Vorteil dieses Verfahrens ist der im Vergleich zur Destillation wesentlich 
geringere Energiebedarf. Allerdings besteht aufgrund der starken Bindung des 
Wassers am Adsorber ein hoher Energiebedarf für dessen Regeneration.[249, 258] Diese 
erfolgt durch eine thermische Behandlung bei 280 °C für mehrere Stunden.[258] Im 
Vergleich zu Molekularsieb sind stärkebasierte Adsorber wesentlich kostengünstiger. 
Deren Vorteil ist zudem, dass auf eine Regeneration verzichtet werden könnte, wenn 
der beladene Adsorber als Inputmaterial für die Bioethanolanlage dient.[249]  
Ein Nachteil dieses Verfahrens ist, dass durch die Anwesenheit von Begleitstoffen wie 
Nährstoffen, Mikroorganismen und Fermentationsnebenprodukten ein Fouling der 
Adsorptionsmaterialien erfolgt.[251, 261]. Eine vorgeschaltete Zentrifugation oder 
Mikrofiltration der Fermentationsbrühe zur Abtrennung dieser Bestandteile 
unterbindet dieses Problem.[261] Eine sehr effektive Prozessvariante ist die Kopplung 
der Destillation mit der Adsorption. Dabei fungiert die Adsorption lediglich zur 
Abreicherung des Wasseranteils des Kopfproduktes der Destillation. Begleitstoffe, die 




Bei den Membranverfahren steht insbesondere die Pervaporation im Mittelpunkt. Als 
Membranen werden dafür sowohl hydrophile als auch hydrophobe Werkstoffe 
genutzt. Mögliche Materialien sind Zeolithe, Celluloseacetat, Polydimethylsiloxan 
(PDMS) und Cellulose-Acetat-Butyrat-Membranen.[249] Mit Hilfe der Membranen 
können Alkohole selektiv aus dem Reaktionsmedium entfernt werden, wodurch eine 
in situ-Produktentfernung möglich ist. 





Bei der Membrandestillation erfolgt die Separierung von Ethanol aus der wässrigen 
Phase aufgrund unterschiedlicher Partialdrücke. Die Selektivität dieses Verfahrens 
beruht auf den Rückhalt von flüssigem Wasser und die darin gelöste Inhibitoren und 
Salze bei gleichzeitiger Permeabilität von Wasserdampf und gasförmigem Ethanol. 
Die hydrophobe Membran wird durch die Flüssigphase nicht benetzt, wodurch 
aufgrund der großen Oberflächenspannung des Wassers dessen Eindringen in die 
Poren verhindert wird. Die treibende Kraft für das Diffundieren der Dampfmoleküle 
durch die Membran ist eine Partialdruckdifferenz, die durch ein Temperaturgefälle von 
5 bis 20 K hervorgerufen wird. Vor der Membran befindet sich der warme Feed und 
nach der Membran ein kalter Permeatstrom. Aufgrund dieser Partialdruckdifferenz 
erfolgt das permeieren der Dampfmoleküle und das anschließende kondensieren auf 
der Permeatseite.[257] 
Durch eine in situ-Ethanolentfernung mittels Membrandestillation wurde die 




Pervaporation ist eine einfache Methode zur Abtrennung von Alkoholen aus 
Fermentationsbrühen, bei der die Mikroorganismen nicht in ihrer Funktionalität 
eingeschränkt werden. Im Vergleich zur Destillation weist diese Methode auch einen 
geringen Energieverbrauch auf. Für die Konzentrierung einer Fermentationsbrühe mit 
10 Gew.-% Ethanol auf eine Konzentration von 98 Gew.-% besteht ein Energiebedarf 
von 0,5 MJ·kg-1, was einer Reduktion des Energiebedarfs um 93,8 % im Vergleich zur 
Destillation gleichsteht.[251] 
Bei der Pervaporation verdampft das Permeat nach Durchdringen einer Membran und 
kann dann mittels Kondensation gewonnen werden. Als Retentat bleibt eine 
konzentrierte Lösung zurück. Als Triebkraft wird meistens auf der Seite des Permeats 
ein Vakuum erzeugt oder mit ein Trägermedium gespült.[256, 262] 
Im Fall der Entfernung von Ethanol aus der Fermentationsbrühe werden hydrophobe, 
alkoholselektive Membranen genutzt, wodurch ein alkoholreiches Permeat gewonnen 
wird. Typische Membranmaterialien bestehen aus Polydimethylsiloxan 
(PDMS).[251, 256, 257, 261] Mit Hilfe einer PDMS-Membran kann aus einer 




Fermentationsbrühe mit einem Ethanolgehalt von 5 Gew.-% ein Permeat mit 
30 Gew.-% Ethanol gewonnen werden. Ein Nachteil dieser Membranmaterialien ist 
ihre vergleichsweise geringe Selektivität. Membranen mit höheren Selektivitäten 
basieren auf hydrophobe Zeolithen wie z.B. Ge-ZSM-5 und Silicalit-1.[251, 256, 257] 
Letzteres ist das meistuntersuchte Material für diese Anwendung, was insbesondere 
mit dem vergleichsweise hohen Separierungsfaktor zusammenhängt. Im Vergleich zur 
PDMS-Membran ist mit Silicalit-1 ein vier- bis fünffacher Separierungsfaktor 
nutzbar.[256]  
Zur Absolutierung der ethanolischen Lösung zum Einsatz als Kraftstoff ist eine 
weitere Pervaporation mittels hydrophiler Membranen notwendig. Dabei wird das 
enthaltene Wasser als Permeat abgetrennt und absoluter Ethanol verbleibt als 
Retentat.[262] Als hydrophile Membranen kommen anorganische Materialien, wie z.B. 
Zeolithe und amorphe Silica-Membranen, sowie Membranen auf Basis von z.B. 
Polyvinylalkohol und Polyacrylnitril zu Einsatz.[249] Mit einer kommerziellen 
Pervaporationsanlage, bestehend aus 16 röhrenförmige Membranen aus NaA-Zeolith, 
konnte eine ethanolische Lösung mit 90 Gew.-% bei 120 °C auf 99,8 Gew.-% 
konzentriert werden.[263] Für dieses Schritt besteht wiederum ein Energiebedarf von 
0,7 MJ·kg-1 Ethanol.[251] In Summation mit der Pervaporation zur Abtrennung des 
Ethanols aus der Fermentationsbrühe ergibt sich ein Energiebedarf von 1,2 MJ·kg-1 
Ethanol und ist somit immer noch deutlich geringer als der für die azeotrope 
Destillation (8,5 MJ·kg-1 Ethanol).  
Durch die Nutzung der Pervaporation zur in situ-Produktentfernung wurde bereits eine 
Versiebenfachung der Ethanolproduktion erreicht. Nachteilig an dieser Methode ist 
jedoch, dass es zur Akkumulation der Fermentationsnebenprodukte kommt, woraus 
eine Inhibierung der Mikroorganismen resultiert.[262] Membranfouling, was z.B. durch 
Fermentationsnebenprodukten, Salzen sowie Abbauprodukte des Lignins 
hervorgerufen wird, verkürzt die Standzeit der Membran und bedarf einer 
aufwendigen Regeneration der Membran. Insbesondere durch Abbauprodukte des 
Lignins, wie Vanillin und Catechol, kommt es zum Fouling, was die 
Membranperformance um 12 bis 15 % herabsetzt.[264] Eine Regeneration der Membran 
wird durch Spülen mit Lösungsmitteln wie Ethanol und Isopropanol gewährleistet.[264]  
 
 





Bei der Ethanolentfernung durch Flüssig-Flüssig-Extraktion wird die 
Fermentationsbrühe in direkten oder indirekten Kontakt zu einem Extraktionsmittel 
gebracht. Der direkte Kontakt erfolgt dabei entweder durch Rühren oder mit einer 
gepackten Säule. Für den indirekten Kontakt finden in der Regel poröse, nicht-
benetzende Membranen Anwendung.[251] An das verwendete Extraktionsmittel 
werden einige Anforderungen gestellt. Dazu gehören: (1) hohe Selektivität gegenüber 
Ethanol im Vergleich zu Wasser, (2) hohe Kapazität bzgl. Ethanol um die 
Extraktionsmenge möglichst gering halten zu können, (3) geringe Löslichkeit in der 
wässrigen Phase zur Erleichterung der Regeneration, (4) Dichteunterschied zwischen 
wässriger und organischer Phase zur schnellen Phasentrennung, (5) chemische 
Stabilität, geringe Toxizität und geringer Preis.[249, 251, 261, 265, 266] Eine sehr große 
Herausforderung stellt das Übereinbringen von hoher Selektivität und 
Biokompatibilität da.[249] Gängige Extraktionsmittel sind dabei lineare oder verzweigte 
langkettige Alkohole, Alkane oder Ester, sowie Fettsäuren, Silikonöle, Mineralöle 
oder überkritisches CO2.[251, 261] Als besonders geeignet erwiesen sich Isoamylacetat 
und 2-Ethylhexanol.[249] Der Entfernung von Ethanol durch Extraktion folgt eine 
Regeneration zur Rückgewinnung des Extraktionsmittels. Gängige Methoden dafür 
sind Entspannungsverdampfung unter Vakuum, Destillation, Stripping und 
Pervaporation.[261] Die notwendige Energiemenge ist stark von der Verfahrensweise 
und dem verwendeten Extraktionsmittel abhängig. Die Ethanolextraktion mit 
Fettsäuren zur Konzentrierung einer Lösung von 10 auf 90 Gew.-% Ethanol benötigt 
3,1 MJ Kraftstoff je kg Ethanol. Der Energiebedarf für die Extraktion einer 
8 Gew.-%igen Lösung mittels 2-Ethyl-1-hexanol liegt jedoch bei 5,6 MJ Kraftstoff je 
kg Ethanol und produziert lediglich eine 70 Gew.-%ige Ethanollösung.[251]  
Untersuchungen haben gezeigt, dass aus der Kombination von Fermentation und 
Extraktion eine Erhöhung der Produktivität bei Reduzierung der Frischwassermenge 
resultiert, was wiederum zur Verbesserung der Wirtschaftlichkeit führt.[249] Durch die 
in situ-Extraktion von Ethanol aus einer Modelllösung mittels Oleylalkohol wurde 
eine Verdopplung der Ethanolausbeute und Selektivität erreicht.[266] Bei der 
Fermentation von Melasse erzielte eine in situ-Extraktion mit 1-Pentanol eine 
Erhöhung der Ethanolausbeute von 8,8 % auf 20,0 % sowie eine Verbesserung der 
Produktivität von 34,5 auf 118,2 g·L-1·h-1.[267] In einer anderen Studie ermöglichte die 
in situ-Extraktion mit Dodecanol eine kontinuierliche Fermentation für einen Zeitraum 




von 18 Tage. Die Fermentationsnebenprodukte wirkten sich dabei nicht negativ auf 
den Prozess aus. Des Weiteren konnte die benötigte Wassermenge um 87 % reduziert 
werden.[268] Allerdings erfolgte in dieser Arbeit nur die Fermentation von Glucose und 
nicht von Biomasse. Bei der Umsetzung von Biomasse ist eine wesentlich höhere 
Inhibitorkonzentration zu erwarten, sodass deren Anreicherung einen wesentlich 
stärken Einfluss haben sollte. 
Die Ergebnisse zeigen, dass durch die extraktive Entfernung des Ethanols eine 
Verbesserung der Ethanolproduktion gelingt. Allerdings ist die Rückgewinnung des 
Extraktionsmittels sehr aufwendig, sodass die Wirtschaftlichkeit für jeden Prozess 
geprüft werden muss. Auch die Anwendbarkeit auf Fermentationen mit hohen 
Feststoffgehalten ist aufgrund des geringen Volumens der wässrigen Phase 
herausfordernd. Der Vorteil dieses Verfahrens ist jedoch, dass unter der 
Voraussetzung, dass keine Inhibierung der Mikroorganismen erfolgt, ein Recycling 
derer möglich ist. Aufgrund des hohen Kosten- und Zeitaufwands dafür, ist jedoch 




Die in situ-Produktentfernung durch Stripping beruht auf die Entfernung 
leichtflüchtiger Verbindungen aus der Fermentationsbrühe durch einen Gasstrom. 
Dazu wird ein auf 37 °C vorgewärmter Gasstrom (Luft, CO2 oder N2) durch den 
Fermenter geleitet (Abbildung 2.82).[261, 269, 270] Der mit Wasser und Ethanol beladene 
Gasstrom wird anschließend gereinigt. Eine Möglichkeit ist die Produktseparation 
durch Kondensation in einem Kondensator.[251, 261]  
Untersuchungen dazu wurden bereits am Beispiel von Ethanol, Butanol, Aceton und 
Isopropanol erfolgreich durchgeführt. Insbesondere im Rahmen der Aceton-Butanol-
Ethanol-Fermentation (ABE) wird dieses Verfahren zur Produktgewinnung 
genutzt.[271]  
 





Abbildung 2.82 Schematische Darstellung der in situ-Ethanolentfernung durch Stripping. 
Um zu untersuchen, inwieweit eine in situ-Ethanolentfernung durch Stripping einen 
Einfluss auf die Ethanolausbeute hat, wurde in dieser Arbeit beispielhaft ein SSF-
Prozess von 5 Gew.-% Zellstoff mit Einleiten von Stickstoff durchgeführt. Abbildung 
2.83 zeigt, dass die Entfernung des Produktes Ethanol eine Steigerung der 
 
Abbildung 2.83 Einfluss der in situ-Produktentfernung durch Einleiten von Stickstoff auf die 
Ethanolproduktion mittels SSF-Prozess aus 5 Gew.-% Zellstoff bei 37 °C. 
Ethanolausbeute von 32 auf 80 % um 60 % bezweckte. Dieses entspricht fast einer 
Verdopplung der Ethanolkonzentration von 13,5 auf 21,7 g·L-1. Auffällig ist jedoch, 
dass nach 5 Stunden SSF-Prozess eine Abnahme der Ethanolkonzentration zu 
beobachten war. Wahrscheinlich ist dieses ein Resultat einer unzureichenden 




Auskondensation des Ethanols. Das verwendete System wurde nicht auf die 
Versuchsdurchführung hin ausgelegt und nicht optimiert. Es sollte lediglich der 
positive Effekt einer Produktentfernung gezeigt werden. Trotz der fehlenden 
Optimierung wurde eine deutliche Steigerung der Ethanolausbeute erreicht. Zudem 
wurde im Gegensatz zur Versuchsdurchführung ohne Produktentfernung keine 
Bildung von Nebenprodukten (z.B. Essigsäure) beobachtet, was ein Indiz für weniger 
Zellstress ist. Allerdings liegen die erbrachten Ergebnisse unterhalb der 
literaturbeschriebenen. Untersuchungen von Kumar et al. zeigen, dass durch das 
Einleiten von Stickstoff in die Fermentationsbrühe 90 % des Ethanols ausgetragen 
werden können. Im Vergleich zum Versuch ohne Produktentfernung wurde dabei eine 
3,4fach höhere Ethanolkonzentration produziert.[254] Ein wesentlicher Grund für diese 
deutlich höhere Steigerung ist, dass der Gasstrom nach dem Fermenter durch einen 
Kondensator geleitet wurde, was eine vollständige Produktgewinnung ermöglicht. Im 
Rahmen dieser Arbeit wurde der Gasstrom lediglich durch eine Waschlösung geleitet, 
woraus eine unvollständige Produktgewinnung resultiert. 
Durch das Stripping mit CO2 konnte Sonego et al. eine Steigerung der Produktivität 
um 25 % beobachten, was wiederum im Bereich der hier erbrachten Ergebnisse liegt. 
Neben der Steigerung der Produktivität wird auch eine verminderte 
Nebenproduktbildung durch die Hefe beobachtet.[269] Durch das Stripping mit CO2 
kann aufgrund der Bildung von Kohlensäure der pH-Wert herabsinken, weshalb ein 
online Monitoring notwendig ist und gegebenenfalls mittels Korrekturmedien dagegen 
gesteuert werden. Insbesondere bei hohen initialen Feststoffgehalten ist dieses eine 
große Herausforderung. Durch den erschwerten Stofftransport erfolgt die pH-
Wertkorrektur nur sehr langsam und kann es kann zu punktuellen pH-Wertspitzen 
kommen, welche zur Inhibierung der Mikroorganismen führt. Zudem ist CO2 im 
Vergleich zu Stickstoff wesentlich teurer, sodass eine Rückführung des Strippinggases 
essentiell für einen ökonomischen Prozess ist. 
Neben der Nutzung der Kondensation zur Gasreinigung, besteht auch die Möglichkeit 
der Nutzung von Adsorptionskolonnen. Als geeignete Adsorptionsmittel haben sich 
insbesondere Zeolithe und Aktivkohle bewährt.[272] Auf diesem Weg wurde bereits 
eine Steigerung der Produktivität um 17 % beobachtet.[273]  
Ein Vorteil der Ethanolentfernung mittels Stripping ist die Gewährleistung einer 
kontinuierlichen Fermentation. Durch eine regelmäßige Zuführung frischer Biomasse 
kann so ein stabiler Prozess generiert werden. Für stärkehaltige Rohstoffe existieren 




dazu bereits eine Vielzahl von Untersuchungen und sogar der Betrieb erster 
Pilotanlagen (Biostil Prozess; Karlskroga/Schweden) basiert auf diesem 
Verfahrenskonzept. Dieses ermöglicht die Realisierung eines über 60 Tage stabilen 
Prozess, in dem 95 % der eingesetzten Stärke zu Ethanol mit einer Ausbeute von 88 % 
umgesetzt wird.[270] Für lignocellulosehaltige Hydrolysate existieren nur 
Literaturstellen, welche die Produktentfernung bei der ABE-Fermentation 
beschreiben. Weitere Vorteile des Strippings sind, dass die Handhabung 
vergleichsweise einfach ist und dass aufgrund moderater Versuchsbedingungen ein 
Recycling der Mikroorganismen möglich ist. Viel bedeutender ist jedoch, dass 
aufgrund der milden Bindungen die Standzeit der Mikroorganismen sehr lang ist und 
somit die Menge der Biokatalysatoren je produzierte Tonne Ethanol sinkt. Zudem 
besteht die Möglichkeit das freiwerdende Fermentationsgas CO2 als Trägergas zu 
nutzen.[262] Allerdings fallen zusätzliche Kosten für Trennung des Gas-Ethanol-
Gemisches durch Kondensation oder Adsorption an. Für eine erneute Nutzung des 
Trägergases ist zudem eine Konfektionierung (Temperierung, ggf. Kompression) 
notwendig.[254] Die isolierte ethanolische Lösung muss für die Verwendung als 
Kraftstoff einer weiteren destillativen Aufarbeitung zugeführt werden, weshalb die 
Energiekosten für die gesamte Aufarbeitung sehr hoch sind. Für das Stripping einer 
Fermentationsbrühe mit einem Ethanolgehalt von 5 Vol.-% mit CO2 bei 35 °C werden 
für die Produktion von 94 Vol.-% Ethanol 9 MJ·kg-1 Ethanol benötigt. Für eine reine 
destillative Aufarbeitung besteht ein Energiebedarf von 9,4 MJ·kg-1 Ethanol und ist 
somit nur geringfügig höher.[251] 
Hohe Energiekosten (70 %) fallen für die Abscheidung des Ethanols vom 
Trägergasstrom an.[251] Vermieden werden kann dies, indem der ethanolische 
Gasstrom direkt verwertet wird. Zum Beispiel durch eine katalytische Umsetzung zu 
Ethylen. Die dabei tolerierte Wasserkonzentration ist vom katalytischen Prozess 
abhängig und muss individuell untersucht werden. Zur Veredlung des Ethanols zu 
Ethylen wurden entsprechende Untersuchungen durchgeführt, welche in Kapitel 2.8.2 
näher beschrieben werden. 
Es wird deutlich, dass eine Vielzahl von Verfahren zur Produktgewinnung 
und -reinigung existieren. Die Eignung und Wirtschaftlichkeit dieser Methoden ist 
jedoch stark von der erzeugten Ethanolkonzentration abhängig und muss entsprechend 
an den Gesamtprozess angepasst werden. 
 




2.6.7 Nutzung der Nebenprodukte 
Bei der Fest-Flüssig-Separation der Fermentationsbrühe wird, insbesondere bei 
Verwendung hoher initialer Feststoffkonzentrationen, ein ligninreicher Feststoff 
gewonnen. Zudem fällt bei der Destillation ein proteinreiches Sumpfprodukt, die 
sogenannte Schlempe, an. Beide Nebenprodukte sollten zur Erhöhung der 
Prozessökonomie weiterverwendet werden. 
Bei Bioethanolanlagen der 1. Generation wird die Schlempe in der Regel 
eingetrocknet, pelletiert und anschließend als proteinreiches Futtermittel verkauft. 
Voraussetzung für dieses Nutzungspotential ist eine geringe Saccharidkonzentration 
in der Lösung. Anderenfalls käme es während der Trocknung zum Karamellisieren, 
mit Konsequenzen für die Produktqualität. Außerdem geht eine erhöhte 
Zuckerkonzentration einher mit einem geringeren Anteil an Aminosäuren.[253] 
Die erzeugten Pellets sind lagerfähig und können leicht transportiert werden. Der 
Vertrieb erfolgt zum Beispiel unter Namen wie ProtiGrain® (CropEnergies AG Zeitz). 
Da Schlempen einen Wassergehalt von bis zu 90 % aufweisen, ist eine Trocknung aus 
energietechnischer Sicht nicht sinnvoll. Ein anderes Einsatzgebiet für die Schlempe 
stellt die Nutzung als Anzuchtmedium für die Enzyme und Hefen dar.[253] Des 
Weiteren kann Schlempe zum Anmaischen neuer Biomasse genutzt werden, woraus 
eine Einsparung des Frischwassers resultiert. Dieses hat den Vorteil, dass keine 
energieintensive Trocknung notwendig ist. Allerdings werden auch alle Inhibitoren in 
das System rückgeführt, weshalb eine Kreislaufführung nur bedingt möglich ist.[274] 
Untersuchungen haben gezeigt, dass eine Einsparung von Frischwasser von 40-75 % 
möglich ist, wenn die Schlempe rezirkuliert wird.[112, 274, 275] 
Die Bioethanolanlagen der Firma Verbio (Zörbig und Schwedt) nutzen die 
selbsterzeugte Schlempe zum Anmaischen einer gekoppelten Biogasanlage. Dadurch 
ist es gelungen, 90 % der Energie des Getreides auszunutzen. Die restlichen 10 % 
gehen als Dünger in die Landwirtschaft zurück.[252] 
 
 
Nutzung des festen Rückstandes 
Am Beispiel der Fermentation mit einer initialen Zellstoffkonzentration von 
36 Gew.-% wurde die Zusammensetzung des Rückstandes sowie die Verwendung der 
Schlempe zum Anmaischen neuer Biomasse untersucht. Die gewählte 



















$EELOGXQJ  0LNURVNRSLVFKH $XIQDKPH MH IDFKH 9HUJU|HUXQJ GHV OLJQLQUHLFKHQ
)HVWVWRIIQDFK)HUPHQWDWLRQYRQ*HZ=HOOVWRII
:lKUHQG GHU DONDOLVFKHQ 9RUEHKDQGOXQJ GHV :HL]HQVWURKV ZLUG GDV /LJQLQ ]ZDU
JHVSDOWHQ GRFK WURW] PHKUHUHU :DVFKVFKULWWH YHUEOHLEHQ /LJQLQIUDJPHQWH LQ GHU
=HOOVWRIIVWUXNWXU 'LHVH )UDJPHQWH ZHUGHQ GXUFK GLH 9HUIOVVLJXQJ GHU
3RO\VDFFKDULGH LQ GDV 5HDNWLRQVPHGLXP DEJHJHEHQ ZDV VLFK DXFK LQ HLQHU
%UDXQIlUEXQJGHU)OVVLJSKDVHZLHGHUVSLHJHOW
'LH PLNURVNRSLVFKHQ $XIQDKPHQ ]HLJHQ HLQGUXFNVYROO GLH ZlKUHQG GHU
9RUEHKDQGOXQJQLFKWDQJHJULIIHQHQ6WURKIUDJPHQWH$EELOGXQJUHFKWV=XGHP




kann eine punktuelle Verteilung von Cellulose beobachtet werden. Da diese Bereiche 
stark vom Lignin (braun bis schwarz) umgeben sind, ist die Zugänglichkeit für die 
Cellulasen erschwert. Zudem scheint die verbliebene Cellulose eine hohe Kristallinität 
aufzuweisen, was wiederum den enzymatischen Abbau erschwert. Zu erkennen ist 
dieses insbesondere in Abbildung 2.85 links durch die weiß glänzenden Stellen. 
Wie bereits erwähnt wurde, ist eine stoffliche Nutzung dieses ligninreichen 
Rückstandes erstrebenswert. Durch einen nachgeschalteten enzymatischen Abbau des 
Feststoffes mittels Laccase aus Trametes versicolor konnte 72,6 % des Rückstandes in 
Lösung gebracht werden. Mit Hilfe einer infrarotspektroskopischer in situ-Analyse der 
Umsetzung wurde insbesondere innerhalb der ersten Stunde eine Zunahme der 
Intensität der Banden bei 1.070, 1.080 und 1.121 cm-1 beobachtet (Abbildung 2.86).  
 
Abbildung 2.86 Veränderung der Bandenintensitäten während des enzymatischen Abbaus des 
festen Fermentationsrestes (2,5 Gew.-%) mit Laccase T. versicolor. 
Diese Banden können der C-O-Streckschwingung zugeordnet werden. Jedoch kann 
eine Überlagerung durch verbleibende Saccharide, welche ebenfalls diese Banden 
aufweisen, nicht ausgeschlossen werden. Nach drei Stunden Reaktion erfolgte eine 
Abnahme der Bandenintensität. Ein beim enzymatischen Ligninabbau bekanntes 
Problem ist die Repolymerisation der freigesetzten Ligninmonomere. Die Abnahme 
der Bandenintensität spricht für dieses Phänomen. Die Analyse der Reaktionslösung 
mittels HPLC identifizierte insbesondere Vanillin als Reaktionsprodukt. Durch eine 
gezielte Optimierung der Prozessparameter kann somit ein biotechnologischer Zugang 
zu Vanillin geschaffen werden. Dieser Aromat ist insbesondere in der Duft- und 




Aromastoffindustrie von großem Interesse. Da in diesem Bereich eine Synthese ohne 
Chemikalien gewünscht wird, stellt dieser Weg eine interessante Alternative zu 
herkömmlichen technischen Synthesen dar. 
 
 
Nutzung der Flüssigphase 
Neben dem Feststoff wird eine Flüssigphase gewonnen, welche durch Destillation 
aufgearbeitet wird. Das dabei verbleibende Sumpfprodukt, die Schlempe, enthält eine 
Vielzahl von Kohlenstoff- und Stickstoffquellen, welche essentiell für das Wachstum 
der Hefen sind. Daher ist eine Rückführung in den SSF-Prozess, zum Anmaischen 
neuer Biomasse sinnvoll. Untersuchungen, in denen die gewonnene Schlempe, im 
Verhältnis 1:1 mit Leitungswasser verdünnt, in den SSF-Prozess rückgeführt wurde, 
zeigten keinen signifikanten Einfluss auf die Ethanolausbeute (Abbildung 2.87). Aus 
 
Abbildung 2.87 Einfluss der Rückführung der Schlempe (1:1 verdünnt mit Leitungswasser) auf 
die Ethanolausbeute beim SSF-Prozess von 36 Gew.-% Zellstoff. 
dieser Verfahrensweise resultiert eine enorme Wassereinsparung. Zudem wird die 
Konzentration zugesetzter Salze als Stickstoff-, Phosphat- und Magnesiumquelle 
reduziert, was wiederum Kosten senkt. Darüber hinaus, werden die Abwassermengen 
verringert, was zudem Aufbereitungs- und Entsorgungskosten senkt. Jedoch muss 
beachtet werden, dass sich in der Schlempe auch Inhibitoren wie Ethanol, organische 
Säuren (Essigsäure, Milchsäure) und Ligninfragmente befinden, welche sich durch das 





kann eine Rückführung der Schlempe nur in einem begrenzten Rahmen erfolgen. Bei 
der Fermentation von Triticale wurde Schlempe 40mal in dem Prozess zurückgeführt, 
ohne Einbußen in der Ethanolausbeute feststellen zu können. Die gewonnene 
Schlempe wurde dabei 1:3 mit Prozesswasser verdünnt. Mit Zunahme der Zyklen 
erfolgt dabei eine Anreicherung der organischen Säuren Essigsäure, Milchsäure und 
Propionsäure sowie von Aldehyden, Estern, Fuselölen und Methanol, jedoch ohne 
Beeinflussung der Ethanolausbeuten.[209] Ähnliches wurde auch bei der 
Ethanolproduktion aus Mais[276] und Manoik[277] beobachtet. Bei der Fermentation 
lignocellulosehaltiger Rohstoffe resultiert aus einer Zunahme der Zyklen jedoch eine 
deutliche Beeinflussung der Ethanolausbeuten. Grund dafür ist die wesentlich höhere 
Inhibitorkonzentration aufgrund der Vorbehandlung der Biomasse, die sich aus der 
höheren Komplexität des Rohstoffes ergibt. Dieses wird insbesondere bei der 
Erhöhung der Zellstoffkonzentration deutlich. Um eine Inhibierung zu vermeiden, war 
daher in einer Studie von Mohagheghi et al. in Abhängigkeit von der 
Zellstoffkonzentration maximal 25 % der Schlempe recycelbar. Bei einer initialen 
Feststoffkonzentration von 15 % wurde nach Recycling von 10 % der Schlempe eine 
Ethanolausbeute von 78 %, bei Wiedernutzung von 25 % Schlempe eine 
Ethanolausbeute von 72 % erreicht. Die Erhöhung des Anteils der Schlempe resultierte 
somit nur in der Reduktion der Ethanolausbeute um 7,7 %. Wurde hingegen eine 
initiale Zellstoffkonzentration von 20 % gewählt, reduzierte sich die Ethanolausbeute 
von 65 % bei 10 % Rückführung auf 5 % bei 25 % Rückführung der Schlempe.[278] 
Inwieweit eine mehrfache Rückführung der Schlempe bei dem vorliegenden System 





Auf Grundlage der Laborversuche wurde am Fraunhofer-Zentrum für Chemisch-
Biotechnologische Prozesse (CBP) in Leuna ein Scale-up im Technikumsmaßstab 
durchgeführt. In Analogie zu den Laborversuchen erfolgte die Durchführung der 
Vorbehandlung von Dr. Christine Roßberg in Zusammenarbeit mit Mitarbeitern des 






Für die alkalische Vorbehandlung des Weizenstrohs erfolgten zwei Aufschlüsse unter 
im Labormaßstab optimierten Bedingungen (160 °C, 3 %ige NaOH, 30 min) im 400 L 
Festbettreaktor. Dabei wurden aus insgesamt 50 kg Weizenstroh 22,3 kg Zellstoff 
isoliert, was einer Ausbeute von 46 % entspricht. Im Vergleich zum 2 L 
Laborautoklaven entspricht dies einer Ausbeuteminderung um 16 %. Die bei der 
Maßstabsvergrößerung erwarteten Ausbeuteverluste resultieren aus Abweichungen in 
der Versuchsdurchführung. Alle Laborversuche erfolgten in einem Laborautoklaven 
mit Mantelheizung ohne Rühren bei 5-6 bar mit nicht vorgewärmter Natronlauge. Bei 
der Maßstabsvergrößerung fand hingegen ein Festbettreaktor Anwendung. Die 
vorgewärmte Aufschlusslösung strömte dabei durch die aus Weizenstroh bestehende 
Schüttung, sodass ebenfalls kein Rühren stattfand. Zudem wurde bei 12 bar gearbeitet, 
was das Doppelte im Vergleich zu den Laborversuchen entspricht. Insbesondere das 
nicht optimierte Verhältnis von Aufschlusslösung zum Weizenstroh kann Grund für 
die Ausbeuteminderung sein. Wenn nicht ausreichend Aufschlusslösung zur 
Verfügung stand, war der Stofftransport der Ligninabbauprodukte limitiert, wodurch 
es zu Repolymerisationen kommen kann. Dieses spiegelt sich auch in dem um 33,8 % 
höheren Ligningehalt wieder. Außerdem kann es sein, dass die Verweilzeit der 
Aufschlusslösung am Weizenstroh zu gering war, woraus ein unzureichender 
Aufschluss resultierte. 
Die Abweichungen der Versuchsführung haben auch Einfluss auf die 
Zusammensetzung des erhaltenen Zellstoffes (Tabelle 2.18). Im Vergleich zu den  
Tabelle 2.18 Vergleich der Zellstoffausbeuten und -zusammensetzungen der Versuche im 2 L 





Extraktstoffe Cellulose Hemicellulose Lignin Asche 
2 L 55 1,7 76,5 12,3 4,3 2,6 
400 L 46 0,5 75,2 18,0 6,5 5,2 
 
Laborversuchen wird ein Zellstoff mit einem höheren Anteil an Hemicellulose und 
Lignin erhalten. Der Celluloseanteil variiert mit 1,7 % nur geringfügig, was in Hinsicht 
auf den SSF-Prozess als positiv zu bewerten ist. Der Extraktstoffgehalt wurde durch 
die Maßstabsvergrößerung gesenkt. Neben den Abweichungen in der 





Weizenstroh aus unterschiedlichen Ernten stammt. Die Wachstumsbedingungen des 
Weizens sowie die Lagerbedingungen des Strohs haben einen essentiellen Einfluss auf 
die Zusammensetzung der Biomasse.[12] Während der Lagerung des Weizenstrohs 
erfolgt ein mikrobieller Abbau der Hemicellulosen, in Folge dessen der 
Hemicelluloseanteil sinkt. Das bei der Maßstabsvergrößerung verwendete Stroh 
unterlag nur einer sehr kurzen Lagerungsperiode, weshalb der Hemicelluloseanteil im 
Ausgangsstroh mit 31,7 % um 15,7 % höher ist. Der vergleichsweise hohe 
Hemicelluloseanteil im Zellstoff ist somit das Resultat einer höheren 
Ausgangskonzentration. Ähnliches gilt für den Ligningehalt, wobei der Unterschied 
mit 22,8 % und 21,7 % nicht so groß ist. Interessanterweise haben die Variationen des 
Cellulosegehalts keinen signifikanten Einfluss auf die Zellstoffzusammensetzung. Im 
Gegensatz zu den Beobachtungen beim Lignin- und Hemicelluloseanteil wurde beim 
Hochskalieren im Vergleich zum Labormaßstab, trotz höheren 
Ausgangskonzentrationen, eine um 70,6 % stärkere Reduzierung des 
Extraktstoffgehalts erreicht. Bei der Maßstabsvergrößerung erfolgte ein intensives 
Waschen des gewonnenen Zellstoffs durch Zirkulation von Waschwasser, was ein 
Abtrennen der gelösten Extraktstoffe ermöglichte. Außerdem wurde der Zellstoff im 
Anschluss des Waschens gepresst, was verbliebendes Waschwasser entfernte. Im 
Labormaßstab erfolgte dieser Schritt nicht, weshalb nicht auszuschließen ist, dass 
dadurch beim Trocknen des Zellstoffes im Waschwasser verbliebene Extraktstoffe 
sich auf dem Zellstoff anlagerten. 
Der isolierte Zellstoff wurde im Anschluss für die Durchführung des SSF-Prozesses 
in einem mit einem Ankerrührer ausgestatteten Rührkessel (220 L) genutzt. Die 
eingesetzte initiale Substratkonzentration betrug dabei 10 Gew.-%, die aufgrund der 
hohen Viskosität zweistufig zugeführt wurde. Nach Vorlage von 7 Gew.-% Zellstoff 
erfolgte nach Zugabe von 50 FPU·g-1 Enzymkomplex aus P. verruculosum eine 
2,5stündige Vorhydrolyse bei 45 °C. Während dieser Vorhydrolyse wurde visuell eine 
schnelle Verflüssigung des Zellstoffes beobachtet (Abbildung 2.88). Nach Abkühlen 
des Hydrolysats auf 37 °C und Zugabe der Hefe (7,5 g·L-1) wurde der SSF-Prozess 
gestartet. Die hohe Viskosität des Reaktionsmediums erschwerte die 
Homogenisierung signifikant, weshalb eine Steuerung der Temperatur sowie des pH-
Wertes nur eingeschränkt möglich war. Daher kann nicht ausgeschlossen werden, dass 
es zur lokalen Übersteuerung der Temperatur und des pH-Wertes gekommen ist, 
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3 IU·mL-1 erfolgte. Im Gegensatz zur β-Glucosidase entspricht dieses in beiden Fällen 
lediglich einem Fünftel der Aktivität im herkömmlichen Enzymkomplex.[184, 220] Die 
starke Abnahme der Enzymaktivitäten kann auf die lokale Übersteuerung der 
Temperatur sowie des pH-Wertes aufgrund der schlechten Durchmischung 
zurückgeführt werden. Es ist somit denkbar, dass der Abbau der Celluloseketten 
aufgrund der geringen Enzymkonzentration nur sehr langsam erfolgte und somit keine 
signifikante Glucosefreisetzung stattfand. Die Vorhydrolyse des verwendeten 
Zellstoffs bezweckte einen Umsatz von 31,2 %, wobei im Gegensatz zu den 
Laboruntersuchungen neben Glucose auch Xylose, Arabinose sowie Cellobiose 
detektiert wurde (Abbildung 2.90). Grund für die höhere Arabinose- und 
Xylosekonzentration ist der höher Hemicelluloseanteil des Zellstoffes. 
 
Abbildung 2.90 Konzentrations-Zeit-Diagramm vom SSF-Prozess (mit zweistündiger 
Vorhydrolyse bei 50 °C) von 10 Gew.-% Zellstoff im 400 L Maßstab bei 37 °C. 
Die Akkumulation der Cellobiose spricht für eine reduzierte Aktivität der 
β-Glucosidase aufgrund der angesprochenen Inhibierung durch lokale Temperatur- 
und pH-Wert-Spitzen. Der produzierte Umsatz liegt mit 31,2 % um 8,9 % oberhalb 
dem Wert, der im Labormaßstab bestimmt wurde. Der Unterschied ist nur gering und 
resultiert aus einer abweichenden Zusammensetzung des Zellstoffes sowie des 
Enzymkomplexes. Das Konzentrations-Zeit-Diagramm (Abbildung 2.90) zeigt 
deutlich, dass mit einsetzender Fermentation die Glucosekonzentration stark sinkt und 
bereits nach zwei Stunden SSF-Prozess nur eine geringe freie Glucosekonzentration 





ersten 24 Stunden, bevor sie am zweiten Prozesstag langsam sank. Die freigesetzte 
Cellobiose und Arabinose wird bereits in den ersten Stunden der Fermentation 
abgebaut. Simultan zum Abbau der Xylose war die Bildung von Essigsäure zu messen. 
Da während dieser Nebenproduktbildung kein Ethanolabbau zu beobachten war, kann 
geschlussfolgert werden, dass es aufgrund von Kontaminationen zum Abbau der 
Xylose zu Essigsäure kam. Da beim Einsetzen der Essigsäurebildung bereits die 
maximale Ethanolkonzentration erlangt war, würde durch einen Abbruch der 
Fermentation nach 24 Stunden die Nebenproduktbildung unterdrückt werden. Neben 
Essigsäure erfolgte die Freisetzung des Nebenproduktes Glycerin. Dessen 
Konzentration stieg innerhalb der ersten 12 Stunden des Prozesses auf etwa 5 g·L-1 an 
und bleibt dann bis zum Abbruch nahezu konstant. Dieses entspricht 0,06 g Glycerin 
je g Glucose und ist somit vergleichbar mit den Voruntersuchungen. 
In Tabelle 2.19 sind die im Labor- sowie Technikumsmaßstab produzierten Ergebnisse 
zusammengefasst. Dabei wird deutlich, dass trotz wesentlich schlechterer 
Durchmischung bei der Maßstabsvergrößerung eine leichte Verbesserung der 
Ethanolproduktion beobachtet wurde. Allerdings wurde das Ziel, 5 Vol.-% Ethanol zu 
produzieren nicht erreicht. Gelingen wird dieses wahrscheinlich nur durch eine 
Erhöhung der initialen Zellstoffkonzentration, was wiederum mit einer Veränderung 
der Reaktorgeometrie verbunden ist. 
Tabelle 2.19 Gegenüberstellung der erzielten Ergebnisse im Labor- (2 L) und 








2 L 28,8 % 3,5 Vol.-% 52,6 % 1,16 g·L-1·h-1 
220 L 31,2 % 3,8 Vol.-% 57,4 % 1,23 g·L-1·h-1 
 
Der Vergleich der generierten Ergebnisse mit denen von Pilot- und 
Demonstrationslagen (Tabelle 2.20), welche Lignocellulose zu Ethanol umsetzen, 
zeigt, dass eine wesentlich geringere Ethanolproduktion erfolgte. Dieses ist darauf 
zurückzuführen, dass keine Optimierung der Prozessparameter stattfand. Insbesondere 
durch eine Veränderung des Reaktortyps (z.B. horizontaler Freifallmischer) für den 
SSF-Prozess ist eine Effizienzsteigerung zu erwarten. 




Tabelle 2.20 Vergleich der Ethanolproduktion im Scale-up Versuch mit Pilot- und 
Demonstrationsanlagen, die Ethanol auf Basis von Lignocellulose produzieren. 
Anlage Biomasse Ethanol [L·t-1 Biomasse] Quelle 
Eigene Ergebnisse Weizenstroh 17  
sunliquid®/Deutschland Stroh 281 [279] 
Inbicon/Dänemark Stroh 300 [280] 
DuPont/Iowa/USA Maisstroh 304 [102] 
 
 
2.8 Nutzungspotentiale von Bioethanol 
Bioethanol stellt einen interessanten Ausgangspunkt für eine Vielzahl von 
Anwendungsgebieten dar. Der Hauptabnehmer ist dabei jedoch die 
Kraftstoffindustrie, die den erzeugten Bioethanol direkt oder als Folgeprodukt 
(MTBE, ETBE) dem Ottokraftstoff zusetzen. Darüber hinaus wird Bioethanol in der 
Lebensmittel- und Chemischen Industrie genutzt. Dabei findet Ethanol in der 
Chemischen Industrie unter anderen als Lösungsmittel, Träger für Duft- und 
Aromastoffe sowie als Zusatz für Reinigungs- und Frostschutzmittel Anwendung. Des 
Weiteren ist Ethanol eine interessante Plattformchemikalie, die den Zugang zu 
wichtigen Folgeprodukten wie Essigsäure, Acetaldeyd und Diethylether liefert. Im 




In Deutschland und Frankreich wurde bereits 1894 Ethanol in Verbrennungsmotoren 
eingesetzt. Bis in den frühen 1900er Jahren verbreitete sich die Verwendung von 
Ethanol als Kraftstoff in Europa und Amerika. Da insbesondere nach dem Zweiten 
Weltkrieg die Kosten für die Produktion stark stiegen, sank das Interesse 
kontinuierlich. Ab den 1980er Jahren, infolge der Ölkrise, wuchs das Interesse wieder, 
und Ethanol wurde als Zusatz zu Ottokraftstoff verwendet.[56, 281] Seit 2006 enthalten 
in Deutschland alle Benzinsorten bis zu 5 % Bioethanol, womit alle herkömmlichen 
Benzinmotoren betrieben werden können. Seit 2011 erfolgt die schrittweise 
Einführung von E10, was von bis zu 90 % aller Fahrzeuge ohne Einschränkungen 
genutzt werden kann. Erst ab Beimischungen > 20 % sind motorische Anpassungen 




notwendig.[3] Neben den in Deutschland typischen Beimischungen (E5, E10) ist auch 
E85 und E95 sowie reiner Ethanol (E100) an ausgewählten Tankstellen erhältlich. 
Diese Kraftstoffe sind jedoch nur nach entsprechender Umrüstung des Motors nutzbar. 
In Europa ist auf diesem Gebiet insbesondere Schweden führend. In Hinblick auf die 
Flexible-Fuel-Technologie sind Brasilien und die USA marktführend.[281] 
Insbesondere aufgrund der hohen Oktanzahl (Tabelle 2.21) bietet sich eine 
Beimischung in Ottokraftstoffen an. Durch die höhere Klopffestigkeit wird das 
Kompressionsverhalten des Motors verbessert, wodurch der Wirkungsgrad steigt. 
Tabelle 2.21 Vergleich ausgewählter Parameter von Ethanol und Benzin  
Parameter Ethanol Benzin Quelle 
Siedepunkt 78,5 °C 27-225 °C [282, 283] 
Dichte 0,79 g·cm-3 0,74 g·cm-3 [281–283] 
Explosionsgrenze 3,3-19,0 % 1,0-8,0 % [283] 
Oktanzahl 89-103 85-96 [283] 
Unterer Heizwert (LHV) 28,9 MJ·kg-1 44,4 MJ·kg-1 [281] 
Verdampfungswärme (HoV) 0,92 MJ·kg-1 0,32 MJ·kg-1 [281] 
Flammpunkt 8 °C -43 °C [281] 
Zündtemperatur 423 °C 257 °C [281] 
Kinematische Viskosität 1,5 mm²·s-1 0,4-0,8 mm²·s-1 [281] 
Sauerstoffgehalt 34,7 Gew.-% 0 [281] 
 
Damit der Einsatz als Kraftstoff erfolgen kann, sind bestimmte Spezifikationen 
notwendig. Wichtige Grenzwerte sind dabei der Gehalt von Essigsäure, Wasser, 
Chlorid, Blei, Phosphor, Schwefel und Schwebteilchen.[282] Bei der Nutzung von 
destilliertem Ethanol sind diese Grenzwerte null, steigen jedoch bei der Mischung mit 
Ottokraftstoff.  
Ein großer Nachteil von Ethanol im Vergleich zu herkömmlichen Kraftstoffen ist der 
hohe Sauerstoffgehalt, wodurch die Verbrennungswärme reduziert wird. Zudem stellt 
die Korrosivität, der geringe Dampfdruck und die Mischbarkeit mit Wasser ein 
Problem dar.[56] Zudem sind die Kaltstarteigenschaften sehr schlecht, sodass eine 
Beimischung zu Ottokraftstoffen empfehlenswert ist. Aufgrund des geringeren 
Energiegehalts, 65 %[281] des Energiegehalts von Ottokraftstoff, erhöht sich der 
Kraftstoffverbrauch. E85 weist zum Beispiel einen Mehrverbrauch von 30 % im 




Vergleich zu Ottokraftstoffen auf. Die gute Mischbarkeit von Ethanol mit Wasser führt 
zur Bildung von Kondenswasser, was sich an verschiedenen Bauteilen anlagert und zu 
deren Verschleiß beiträgt. Der Vorteil der Verwendung von Bioethanol als 
Kraftstoffbeimischung besteht in der Verringerung des Bedarfs an fossilen 
Brennstoffen sowie in der Reduzierung der Treibhausgasemission. Dieses setzt jedoch 
eine effiziente Ethanolproduktion voraus. Dazu gehört die Reduzierung der 
Transportwege, das Recycling anfallender Begleitstoffe bzw. derer Weiternutzung und 
eine energiesparende Prozessführung. Letzteres beinhaltet eine effiziente Wärme-
Kälte-Kopplung sowie die sinnvolle Nutzung nachwachsender Rohstoffe zur Strom- 
und Wärmeerzeugung. Durch den höheren Sauerstoffgehalt im Vergleich zum 
Ottokraftstoff werden die Verbrennungseigenschaften verbessert, wodurch die 
Emission von Kohlenmonooxid und Kohlenwasserstoffen verringert wird.[284] 
Neben der direkten Nutzung als Kraftstoff besteht die Möglichkeit der Beimischung 
in Form von Ethyl-tert-butylether (ETBE), woraus durch die Erhöhung der Oktanzahl 
eine Verbesserung der Klopffestigkeit resultiert. Dafür wird Ethanol mit C4-
Komponenten (insbesondere Isobutylen) aus dem katalytischen Cracking 
verethert.[282, 285] Im Gegensatz zum herkömmlichen Zusatz Methyl-tert-Butylether 
(MTBE), ist ETBE wesentlich weniger grundwassergefährdend und kann keine 
explosiven Hydroperoxide bilden. Dies ist der Grund, warum MTBE zunehmend 
durch ETBE als Kraftstoffzusatz ersetzt wird. Außerdem ist die bevorzugte Nutzung 
von ETBE politisch gefördert, allerdings wirtschaftlich nicht begründet. Zudem erfolgt 
auf diese Weise eine Einhaltung der Biokraftstoffquoten, da 47 % des ETBEs aus 
Bioethanol besteht.[285] In Europa darf Ottokraftstoff bis zu 15 Vol.-% ETBE 
zugemischt werden.[285] 
In Deutschland liegt der Bedarf an Bioethanol als Kraftstoff über der inländischen 
Produktion. Nur etwa 65 % des Bedarfs wird durch inländische Produktion gedeckt. 
Jährlich ist somit ein Import von bis zu 405.000 t Ethanol notwendig. In der 
Europäischen Union existieren etwa 100 Bioethanolanlagen mit einer jährlichen 
Ethanolproduktion von 9,3 Mio. t, wovon 5,1 Mio. t als Kraftstoff genutzt werden. Auf 
Frankreich fallen dabei die größten Kapazitäten, gefolgt von Deutschland, 
Großbritannien und Polen. Die durchschnittliche Auslastung der Anlagen liegt dabei 
bei 68 %.[3] Grund für diese geringe Auslastung sind die z.T. hohen Rohstoffpreise für 
Getreide und Zucker. 
 





Für die Verwendung von Bioethanol in der Kraftstoffindustrie wird eine zeit- und 
kostenaufwendige Absolutierung benötigt. Ein alternativer Ansatz ist die direkte 
Konvertierung ohne vorangehende Isolierung des Ethanols zu hochwertigen 
Folgeprodukten wie Ethylen. Dazu wird mittels Stripping das produzierte Ethanol 
ausgetragen und über ein Katalysatorbett geleitet. Das Produktgemisch kann im 
Anschluss auskondensiert und gegebenenfalls gereinigt werden. Neben der 
Einsparung der Aufbereitungskosten wird eine Steigerung der Wertschöpfung von 
448 €·t-1[286] vs. 1.035 €·t-1[287] (Stand 17.03.2017), die für Ethylen gegenüber Ethanol 
erzielt wird, geschaffen. Aus der daraus resultierenden in situ-Produktentfernung folgt 
zudem eine Steigerung der Ethanolausbeute, wie bereits im Kapitel 2.6.6 diskutiert.  
Ethylen ist ebenso wie Ethanol eine wichtige Basischemikalie, die den Zugang zu einer 
breiten Folgechemie ermöglicht. Wichtige Folgeprodukte sind Ethylenoxid, 
Ethylbenzen, Acetaldehyd, Ethylenglycol und Polymere wie Polyethylen (PE), 
Polyethylenterephthalat (PET), Polystyrol (PS) sowie Polyvinylchlorid (PVC).[288–290] 
Die großtechnische Produktion von Ethylen erfolgt in der Regel (> 98 %) mittels 
Dampfspaltung (Steamcracking) von Naphtha, was wiederum aus Erdöl gewonnen 
wird. Darüber hinaus können aber auch Erdgas und Erdölbegleitgas als 
Ausgangsstoffe dienen.[289–291] Eine Alternative zu diesem auf fossilen Rohstoffen 
basierenden Prozess stellt die katalytische Dehydratisierung von Ethanol dar, der z.B. 
fermentativ gewonnen werden kann. Der Vorteil dieses Verfahrens ist ein breites 
Spektrum an Ausgangsstoffen sowie die hohe Reinheit des gewonnenen 
Ethylens.[288, 291] Des Weiteren wird im Vergleich zum Streamcracking bei niedrigeren 
Temperaturen, 240-450 °C statt 880 °C, gearbeitet. Diese Energieeinsparung geht 
wiederum einher mit einer Reduzierung der Produktionskosten sowie der CO2-
Emission.[291, 292]  
Aufgrund der Vielzahl von Vorteilen erfolgt seitens der Chemieindustrie eine Vielzahl 
von Aktivitäten in Richtung Prozessentwicklung und –optimierung. So produziert die 
Brasilianische Firma Braskem bereits seit 2010 Ethylen aus Bioethanol, welches zu 
Polyethylen (I’m Green™ PE) weiterverarbeitet wird.[293] Die jährliche 
Ethylenproduktion liegt bei 200.000 t. Vier Jahre später wurde der Atol®-Prozess 
vorgestellt, welcher die Produktion von Ethylen aus Bioethanol mit hohen 
Selektivitäten ermöglicht.[294] Zwei bei 400-500 °C arbeitende Festbettreaktoren 
gestatten dabei die Produktion von 50.000-400.000 t Ethylen pro Jahr.[295] Im 




Hummingbird® Prozess von BP Chemicals Ltd. erfolgt die Produktion von Ethylen 
bei 160-270 °C und 1-45 bar unter Verwendung von Heteropolysäuren als Katalysator. 
Das nicht umgesetzte Ethanol wird dabei im Kreislauf geführt.[295]  
Alle Verfahren sind zwar zur Produktion von Bioethylen aus Bioethanol mit hohen 
Selektivitäten befähigt, jedoch ist immer eine Abtrennung des Ethanols von der 
Fermentationsbrühe sowie dessen Reinigung und Konzentrierung notwendig. Im 
Rahmen dieser Arbeit war es das Ziel eine Methode zu entwickeln, welche auf eine 
zeit- und kostenintensive Aufarbeitung der Fermentationsbrühe verzichtet und somit 
eine Direktsynthese des Ethylens ermöglicht. 
Die Dehydratisierung erfolgt in der Gasphase in einem Festbett- oder 
Wirbelschichtreaktor bei 240 bis 450 °C.[288, 296] Typische Katalysatoren basieren auf 
Aluminiumoxid, Siliciumdioxid, Zeolithe, Tonen, Metalloxiden, Phosphorsäure und 
Phosphaten.[288–291] Die ersten Katalysatoren, die für die Dehydratisierung Anwendung 
fanden, waren an Tone oder Kohle gebundene Phosphate. Das dabei produzierte 
Ethylen zeichnete sich zwar durch eine hohe Reinheit aus, jedoch erfolgte aufgrund 
von Verkokungen eine schnelle Deaktivierung des Katalysators. Aus diesem Grund 
wurde ihr Einsatz in den 1950er Jahre eingestellt.[295] 
Zeolithe, insbesondere HZSM-5, sind für hohe Selektivitäten und Konversionsraten 
bei vergleichsweise niedrigen Temperaturen (200-300 °C) bekannt.[297] Des Weiteren 
zeichnet ihn eine hohe Stabilität aus.[298] Dieses sind die Gründe weshalb dieser 
Katalysator bereits seit den 1980er Jahre[295] und in der vorliegenden Arbeit 
Anwendung fand. 




Dehydratisierung von Modelllösungen 
Um ein grundlegendes Verständnis für die Reaktion zu erhalten, erfolgte im ersten 
Schritt die katalytische Umsetzung von ethanolischen Modelllösungen im 
Konzentrationsbereich von 4 bis 42 Vol.-%. Für unterschiedliche 
Katalysatorbelastungen wurde der Einfluss der Temperatur auf den Umsatz sowie der 
Selektivität der Reaktion untersucht. Die Ergebnisse sind in Tabelle 2.22 
zusammengefasst.  




Der niedrigste erreichte Umsatz liegt bei 99,8 % bei einer Katalysatorbelastung von 
0,2 h-1 und einer Temperatur von 240 °C. Mit Zunahme der Temperatur war bei jeder 
Katalysatorbelastung eine Steigerung des Umsatzes detektierbar, was auf den 
endothermen Charakter (∆RH = +45,62 kJ·mol-1) der Reaktion zurückzuführen ist.[300] 
Bereits bei der niedrigsten Temperatur von 240 °C wurden Umsätze > 99 % bestimmt. 
Dieser Trend entspricht den von Zhang et al. berichteten Werten, die am 
HZSM-5-Kontakt bei 220 °C einen Umsatz von ca. 50 %, bei 300 °C hingegen 97,3 % 







240 °C 300 °C 330 °C 240 °C 300 °C 330 °C 
4 0,1 99,9 100,0 100,0 32,3 23,6 18,6 
8 0,2 99,8 100,0 100,0 14,4 9,1 7,5 
16 0,5 99,9 100,0 100,0 6,5 4,5 2,4 
24 0,8 99,9 100,0 100,0 4,2 2,1 1,1 
30 1,1 99,9 100,0 100,0 2,8 1,6 0,7 
42 1,7 99,9 99,9 100,0 1,5 0,9 0,5 
 
bestimmten. In dieser Arbeit konnte zudem gezeigt werden, dass mit anderen 
Katalysatoren wie Al2O3, NiAPSO-34 und SAPO-34, vergleichbare Trends 
beobachtbar sind.[297] In einer anderen Studie wurde durch eine Temperaturerhöhung 
von 220 auf 280 °C sogar eine Umsatzsteigerung von 60 auf 99,6 % erreicht.[301] 
Aufgrund der Endothermie ist eine Verringerung der Reaktionstemperatur nicht 
zielführend. Zwar wurde durch eine Modifikation des Katalysators eine Verbesserung 
der Umsätze bezweckt, doch ist dieses ein erheblicher Mehraufwand, der den geringen 
Mehrgewinn nicht rechtfertigt.[302] 
Im Gegensatz zum Umsatz sinkt mit steigender Temperatur und steigender 
Katalysatorbelastung die Ethylen-Selektivität. Der höchste Wert wurde bei 240 °C und 
der geringsten Katalysatorbelastung bestimmt. Auch dieser Trend deckt sich mit 
Literaturdaten. Bis zu einer Grenztemperatur steigt die Selektivität, die bei erneuter 
Temperatursteigerung wieder sinkt.[297, 301] Indes wird für diese Grenztemperatur ein 
breiter Bereich angegeben, der je nach Katalysatorbelastung stark schwankt. So 




werden für wasserfreien Ethanol Selektivitäten bis zu 100 % berichtet.[297, 301, 302] Für 
eine Steigerung der Selektivität im vorliegenden System müsste eine Optimierung der 
Prozessbedingungen und der Katalysatoreigenschaften erfolgen. Ziel dieser Arbeit war 
das Aufzeigen alternativer Verfahrenskonzepte, während deren Optimierung 
Folgeuntersuchungen vorbehalten bleibt. 
Ein Grund für die abnehmende Selektivität mit steigender Temperatur ist die Tendenz 
zur Bildung höherer Kohlenwasserstoffe (Abbildung 2.91).  
 
Abbildung 2.91 Einfluss der Temperatur auf die Zusammensetzung der Gasphase bei einer 
Katalysatorbelastung von 0,1 h-1 (Ethanolkonzentration: 4 Vol.-%). 
Als Nebenbestandteile wurden Ethen, Ethan, Propen, Propan, Isobutan und n-Butan 
sowie Spuren weiterer C4-Spezien und Pentan identifiziert. Entgegen den Erwartungen 
erfolgte keine Bildung von Diethylether. In der Literatur wird insbesondere auf der 
sauren Katalysatoroberfläche von HZSM-5 die Bildung von Diethylether beschrieben. 
Der genaue Mechanismus der Dehydratisierung ist zum aktuellen Zeitpunkt noch 
unklar. Es wird sowohl die direkte Dehydratisierung von Ethanol zu Ethylen wie auch 
die Konversion über Diethylether als Intermediat diskutiert.[290, 303] Dabei haben 
Untersuchungen gezeigt, dass die Bildung von Diethylether insbesondere bei 
Temperaturen ≤ 300 °C erfolgt.[289, 303, 304] Aufgrund der sauren Zentren auf der 
Katalysatoroberfläche kommt es zudem zur Oligomerisierung von Ethylen, was die 
Bildung höherer Kohlenwasserstoffe erklärt. Diese gebildeten Di-, Oligo- und 
Polymere lagern sich auf der Katalysatoroberfläche ab, wodurch dessen Verkokung 
beschleunigt und somit die Standzeit verkürzt wird.[290] Aus diesem Grund ist eine 




regelmäßige Regeneration des Katalysators mit Luft notwendig. Alle ein bis sechs 
Monate, in Abhängigkeit des Katalysators und den Prozessbedingungen, werden die 
Ablagerungen im Luftstrom verbrannt und somit von der Oberfläche entfernt.[295] Eine 




Dehydratisierung einer Fermentationslösung 
Ausgehend von den Erkenntnissen aus der Dehydratisierung ethanolischer 
Modelllösungen wurde am Beispiel einer Fermentationsbrühe die direkte Konversion 
zu Ethylen untersucht. Dazu wurde die Fermentationsbrühe eines SSF-Prozesses von 
50 Gew.-% alkalisch vorbehandelten Weizenstroh verwendet. Nach 96 Stunden SSF-
Prozess wurde dabei ein Ethanolgehalt von 13 Vol.-% bestimmt. Durch die 
katalytische Dehydratisierung dieser Lösung wurde bei einer Katalysatorbelastung 
von 0,2 h-1 und einer Ofentemperatur von 300 °C ein quantitativer Umsatz von 
> 99,5 % und eine Selektivität von 25,1 % bestimmt. Die gasförmigen Nebenprodukte 
waren dabei Propan (8 Gew.-%), verschiedene C4-Spezies (14,5 Gew.-%) sowie 
Pentan (0,5 Gew.-%). Der Ethylengehalt der Gasphase betrug dabei 77 Gew.-%. 
Damit liegen die produzierten Ergebnisse im Bereich der durch Modelllösungen 
erreichten. Die Selektivität liegt sogar leicht oberhalb des Erwartungswertes. 
Im Gegensatz zu Literaturdaten wurden diese Ergebnisse ohne vorherige Abtrennung 
des Ethanols aus der Fermentationsbrühe erzielt. Somit konnte gezeigt werden, dass 
durch das Stripping lediglich eine Ethanol-Wasser-Mischung ausgetragen wird und 
die Fermentationsbegleitstoffe zurückbleiben. Auf diese Weise wurde ohne 
destillativer Aufarbeitung Ethanol abgetrennt und direkt weiterverarbeitet.  
 
 
2.9 Nutzung des Hemicelluloseanteils 
Im Zuge des alkalischen Aufschlusses wird neben den Zellstoff eine lignin- und 
hemicellulosereiche Aufschlusslösung gewonnen. Nach einer salz- oder 
schwefelsauren Fällung des Lignins erfolgt die Gewinnung einer sauren 
Hemicelluloselösung, deren stoffliche Nutzung im Sinne einer vollständigen 
stofflichen Nutzung der Lignocellulose angestrebt wird. Bei Verwendung von 




Weizenstroh als Inputmaterial besteht diese Fraktion im Wesentlichen aus den 
Abbauprodukten des Xylans, also Xylose sowie Xylooligosacchairde (XOS). Für eine 




Hydrolyse mit einem Enzymkomplex aus P. verruculosum 
Die Aktivität der Xylanase im Enzymkomplex aus P. verruculosum beträgt lediglich 
ein Zehntel dessen der Cellulase und ist dafür der Grund für einen geringen 
Hydrolyseumsatz. Die Analyse des Hydrolysats nach 24 Stunden Reaktion ergab eine 
maximale Monosaccharidkonzentration von 2,3 g·L-1 (Abbildung 2.92 links). Davon 
sind 49,6 % Xylose, 35,6 % Arabinose und 14,8 % Glucose. Daneben wurden bis zu 
10 g·L-1 Xylooligosaccharide (XOS) nachgewiesen. Dieses ergibt einen Umsatz der 
Hemicellulosen in Monosacchride von lediglich 11,4 %. 
 
Abbildung 2.92 Konzentrations-Zeit-Diagramm der enzymatischen Hydrolyse der 
Hemicelluloselösung (links) und der gefällten Hemicellulosen (jeweils 2 Gew.-%). 
Neben der geringen Enzymaktivität ist der Grund dafür auch die starke Verdünnung 
dieser Lösung. Aus diesem Grund wurden die Hemicellulosen mit 95 %igen Ethanol 
gefällt und isoliert. Die enzymatische Hydrolyse dieser gefällten Hemicellulosen 
(Abbildung 2.92 rechts) erbrachte eine Umsatzsteigerung von 11,4 auf 13,6 %. 
Insbesondere der Xyloseanteil wurde um 17 % erhöht. Auffällig sind deutliche 




Unterschiede in der Kinetik der Hydrolysen. Die Freisetzung der Monosaccharide 
erfolgt insbesondere in den ersten fünf Stunden der Reaktion. Bei der Hydrolyse der 
Hemicelluloselösung ist vor allem die Bildung von Xylose erst nach 24 Stunden 
maximal. Ein signifikanter Unterschied ist auch bei der Bildung bzw. beim Abbau der 
XOS zu beobachtet. Bei Nutzung der Aufschlusslösung wurde eine kontinuierliche 
Bildung der XOS detektiert, die nach etwa 30 Stunden eine Sättigung erreichte. Im 
Falle der gefällten Hemicellulosen erfolgte zunächst die Bildung der XOS und nach 
sechs Stunden Hydrolyse der weitere Abbau. Allerdings wurde in dessen Folge keine 
Steigerung der Monosaccharidkonzentration beobachtet. Aus der Literatur ist bekannt, 
dass durch die Fällung der Hemicellulosen mit steigender Ethanolkonzentration die 
Molmassen sowie die Polydispersität sinken.[305, 306] Dabei steigt zudem der 
Vernetzungsgrad der Hemicellulosen.[305] Je höher der Vernetzungsgrad der 
Hemicellulose ist, desto mehr Angriffspunkte für die Enzyme sind vorhanden, was die 
Hydrolyse erleichtert. 
Da die Fällung der Hemicellulosen nur eine geringe Umsatzsteigerung bezweckt, ist 
der Mehraufwand nicht gerechtfertigt. Zudem sind weitere Chemikalien (z.B. Aceton, 
Isopropanol, Ethanol) notwendig, und die abgetrennte Lösung muss einer weiteren 
Verwertung oder einer Entsorgung zugeführt werden. 
Eine weitere Verwertung des Hydrolysats zur Produktion von Bioethanol erscheint 
aufgrund der geringen Saccharidkonzentrationen als nicht sinnvoll. Anderenfalls 
müsste eine Konzentrierung der Lösung mittels Membranverfahren erfolgen. Dieses 
ist jedoch sehr kostenintensiv. Zudem zeigen die Ergebnisse, dass Xylose der 
Hauptvertreter der freigesetzten Monosaccharide ist. Da S. cerevisiae, welche nicht 
gentechnisch modifiziert wurde, nicht zur Fermentation der Xylose befähigt ist, ist die 
Anwendung anderer Mikroorganismen notwendig, was in der Regel mit einem 
höheren Zeit- und Kostenaufwand verbunden ist. Daher müssen anderweitige 
Einsatzgebiete der Hemicellulosen gefunden werden. 
In der Literatur wird insbesondere die Produktion von Xylitol als Verwertungsstrategie 
beschrieben. Xylitol ist ein Zuckeraustauschstoff und wird insbesondere zur 
Herstellung von Zahnpasta und Kaugummis verwendet. Sowohl eine fermentative als 
auch chemisch katalytische Produktion aus der Hemicelluloselösung erscheint jedoch 
aufgrund der geringen Ausgangskonzentration nicht sinnvoll. Bei dem klassisch 
chemischen Verfahren erfolgt nach Hydrolyse der Polysaccharide eine Abtrennung 
und Reinigung der Pentosen. Im Anschluss daran wird eine heterogene Katalyse am 




Raney-Nickel-Kontakt bei 140-200 °C und 50-60 bar durchgeführt. Abschließend 
bedarf es einer Reinigung und Kristallisation des gewonnenen Xylitols. Für die 
fermentative Gewinnung ist zwar keine Trennung von Pentosen und Hexosen 
notwendig, jedoch ist eine Entfernung der Inhibitoren aus der Monosaccharidlösung 
erforderlich. Zum Erreichen akzeptabler Ausbeuten von 0,8-0,9 g·g-1 Xylose sind 
Xylosekonzentrationen ≥ 150 g·L-1 notwendig.[307] Die in dieser Arbeit erzeugte 
Hemicelluloselösung weist einen Xylosegehalt < 10 g·L-1 auf, sodass eine 
Konzentrierung um mindestens Faktor 10 notwendig ist. Ein weiterer Nachteil der 
fermentativen Produktion ist zudem die lange Produktionszeit von fünf Tagen.[307] 
Beide Verfahren sind sehr zeit- und kostenintensiv und daher nur für Substrate mit 
hohen Xyloseanteilen sinnvoll. Aus diesem Grund müssen anderweitige 
Verwertungsstrategien gesucht werden. 
Eine Möglichkeit zur Verwertung ist der Einsatz zum Anmaischen der Biomasse zur 
Ethanol- oder Biogasproduktion, woraus Einsparungen im Frischwasserverbrauch 
resultieren. Auch die Möglichkeit zur Verwendung als flüssiges Reaktionsmedium bei 
der Anzucht der Cellulasen besteht. Im Rahmen eines neuen Forschungsvorhabens 
wird aktuell die Nutzung als Flotationshilfsmittel, Flammschutzmittel sowie als 
Papieradditiv untersucht. Dabei werden neue Wege beschritten, um diesen Stoffstrom 








2.10 Übertragung der Ergebnisse von Lignocellulose auf Weizenkleie 
Weizenkleie ist ein Nebenprodukt der Weizenverarbeitung. Beim Mahlprozess zur 
Produktion von Mehl fallen bis zu 15 Gew.-% des Getreidekorns an Weizenkleie 
an.[308] Bei einer weltweiten Weizenernte von 750,5 Mio. t [59]entspricht das einer 
jährlichen Produktion von Weizenkleie von 112 Mio. t. Die aktuelle Hauptnutzung ist 
die Verwendung als Viehfutter. Geringere Anteile werden zudem als 
Ballaststofflieferant in der Lebensmittelindustrie eingesetzt.[309] Beide Einsatzgebiete 
erbringen den Getreidemühlen nur einen geringen Zusatzerwerb, weshalb nach neuen 
gewinnbringende Einsatzgebiete gesucht wird. 
Da Weizenkleie Rückstände der Schalen, Aleuronschicht und dem Keimling enthält, 
ist ihre Zusammensetzung sehr komplex und variiert stark in Abhängigkeit von der 
Rohstoffqualität.[308] Die Hauptbestandteile sind dabei Wasser (12 %), Proteine (13-
18 %), Fette (3,5 %), Stärke (11-25 %) und andere Kohlenhydrate (58 %).[309–311] Als 
Nebenbestandteile kommen noch Lignin, Vitamine, Mineralstoffe und Aminosäuren 
hinzu.[308] Der nicht stärkehaltige Kohlenhydratanteil setzt sich dabei aus 24 % 
Cellulose, 70 % Arabinoxylan (Hemicellulose) und 6 % Glucane sowie dessen 
Abbauprodukte zusammen.[310] Somit unterscheidet sich die Zusammensetzung 
deutlich von anderer Lignocellulose wie Weizenstroh. Insbesondere der Cellulose- 
und Ligningehalt ist geringer. Verfahrenstechnisch kann aber auch der höhere Protein- 
und Stärkegehalt zu Problemen führen. 
Die weltweite Weizenkleie Produktion von 112 Mio. t entspricht 8 Mio. t 
Kohlenhydrate, aus denen unter Annahme eines vollständigen Umsatzes bis zu 
49 Mio. t Bioethanol produziert werden kann. Dieses zeigt das große Potential für eine 
stoffliche Verwertung hinsichtlich der Produktion von Bioethanol. Jedoch muss 
beachtet werden, dass neben Glucose auch Saccharide wie Arabinose und Xylose 
enthalten sind, die durch die Hefe S. cerevisiae ohne genetische Modifizierung nicht 
ausreichend verstoffwechselt werden. Zudem ist für die Nutzung der Stärke und der 
Celluloses sowie Hemicellulose zunächst eine Hydrolyse durch unterschiedliche 
Enzyme notwendig. Der Abbau der Stärke erfolgt klassischerweise mittels Amylasen, 
der der Cellulose und Hemicellulose mittels Cellulasen bzw. Hemicellulasen. Eine 
chemische Hydrolyse ist zwar möglich, resultiert jedoch aufgrund einer geringeren 
Selektivität in der Bildung von Nebenprodukten, insbesondere HMF und Furfural. Aus 
diesem Grund wurde die Effizienz der Bioethanolproduktion aus Weizenkleie 
untersucht. 




Die in dieser Arbeit verwendete Weizenkleie wurde durch die AGRANA 
(Wien/Österreich) bereitgestellt. Eine Analyse der Kleie bezüglich des 
Kohlenhydratanteils ergab, dass der Holocellulosegehalt 54 % und der Stärkegehalt 




2.10.1 Enzymatische Hydrolyse mit einem Enzymkomplex aus P. verruculosum 
Zunächst wurde die enzymatische Hydrolyse von Weizenkleie mit dem 
Cellulasekomplex aus P. verruculosum untersucht. Bestandteil der Versuche war 




Einfluss der Enzymkonzentration 
Analog zu den Untersuchungen mit dem alkalisch vorbehandelten Weizenstroh wurde 
der Einfluss der Enzymkonzentration auf die enzymatische Hydrolyse der Weizenkleie 
untersucht (Abbildung 2.93).  
 
Abbildung 2.93 Einfluss der Konzentration des Enzymkomplexes aus P. verruculosum auf die 
Konzentration der freigesetzten Monosaccharide (links) sowie dem Umsatz (rechts) nach 24 
Stunden Hydrolyse von 15 Gew.-% Weizenkleie. 




Dabei zeigen die Ergebnisse deutlich, dass bereits geringe Enzymkonzentrationen 
genügen, um die Weizenkleie zu hydrolysieren. Bereits ab einer Cellulaseaktivität von 
15 FPU·mL-1 setzt eine Sättigung ein, sodass eine Erhöhung der Enzymkonzentration 
nicht notwendig ist. Diese Cellulaseaktivität entspricht einer Xylanaseaktivität von 
2,2 IU·mL-1, was sehr gering ist. Somit wird deutlich, dass die Hydrolyse der 
Weizenkleie trotz ihrer strukturellen Komplexität vergleichsweise einfach abläuft. 
Allerdings werden maximal 32 % des Holocelluloseanteils in Monosaccharide 
umgesetzt. Eine mögliche Ursache für geringen Umsätze kann eine schlechte 
Zugänglichkeit der Holocellulose für die Enzyme, durch z.B. Stärke, sein.  
Cripwell et al. beschreiben, dass durch die Verdopplung der Enzymkonzentration von 
0,5 auf 0,9 U·mL-1 bei der Hydrolyse von 5 Gew.-% Weizenkleie eine Steigerung der 
freigesetzten Glucosekonzentration um 86 % und bei 10 Gew.-% eine Erhöhung um 
49 % zu beobachten ist.[311]  Demzufolge nimmt der Einfluss der Enzymkonzentration 
mit zunehmender Substratkonzentration ab. In dieser Arbeit wurde der Einfluss der 
Enzymkonzentration am Beispiel der Hydrolyse von 15 Gew.-% Weizenkleie 
untersucht. In dem Konzentrationsbereich der zitierten Arbeit konnte durch eine 
Verdopplung der Enzymkonzentration lediglich eine Steigerung um 6,6 % bestimmt 
werden, was diesen Trend bestätigt. 
 
 
Einfluss der Substratkonzentration 
Die Untersuchungen zum Einfluss der initialen Konzentration der Weizenkleie zeigen, 
dass mit 47,5 % der höchste Umsatz bei Verwendung von 2 Gew.-% Substrat erreicht 
wurden (Abbildung 2.94 unten). Dieses entspricht einer Freisetzung von 443,4 mg 
Monosaccharide je Gramm Weizenkleie. In einer ähnlichen Studie wurde lediglich 
119,4 mg·g-1 produziert. Sogar durch eine Vorbehandlung der Weizenkleie mittels des 
Steam-Explosion-Verfahrens wurden nur 194,6 mg Monosaccharide je Gramm 
Weizenkleie freigesetzt.[312] In der zitierten Arbeit fanden isolierte Cellulasen und 
Xylanasen Einsatz und kein Enzymkomplex, was die große Bedeutung eines 
komplexen Enzymcocktails für den Abbau lignocellulosehaltiger Biomasse zeigt. Der 
verwendete Enzymkomplex aus P. verruculosum scheint somit sehr gut für den 
enzymatischen Abbau der Weizenkleie geeignet zu sein. 





Abbildung 2.94 Einfluss der initialen Konzentration von Weizenkleie auf die Konzentration der 
freigesetzten Monosaccharide (oben) und den Umsatz (unten) einer enzymatischen Hydrolyse 
mittels Enzymkomplex aus P. verruculosum (15 FPU·mL-1).  
Bei Erhöhung der initialen Substratkonzentration bewegten sich die maximal 
produzierten Umsätze im Bereich von 15,7 bis 20,6 % und sind somit deutlich 
niedriger. Vergleichbare Beobachtungen werden in der Literatur beschrieben.[311, 313] 
Trotz des geringeren Umsatzes stieg die Konzentration der freigesetzten 
Monosaccharide mit zunehmender Substratkonzentration. Unabhängig von der 
Substratkonzentration verlangsamte sich die Freisetzung der Monosaccharide nach 
sechs Stunden Hydrolyse deutlich, sodass ein Abbruch der Reaktion sinnvoll ist. Im 
Gegensatz zu den Untersuchungen der Hydrolyse von alkalisch vorbehandeltem 
Weizenstroh war kein linearer Zusammenhang zwischen Substratkonzentration und 
Umsatz erkennbar. Insbesondere beim Umsatz von 2 Gew.-% Weizenkleie war eine 
Abnahme des Umsatzes ab sechs Stunden Hydrolyse zu erkennen. Dieses liegt daran, 
dass Weizenkleie ein idealer Nährboden für die Anzucht von Pilzen zur Produktion 
von Cellulasen ist.[310] So wurde auch zur Produktion des verwendeten 
Enzymkomplexes aus P. verruculosum neben mikrokristalliner Cellulose auch 
Weizenkleie im Anzuchtmedium verwendet. Während der Hydrolyse war ein 
deutliches Pilzwachstum zu beobachten, woraus ein Verbrauch der freigesetzten 
Monosacharide resultiert. Diese Konkurrenzreaktion kann durch den vorzeitigen 




Abbruch der Reaktion nach sechs Stunden Hydrolyse eingeschränkt werden. Die 
freigesetzten Monosaccharide setzen sich erwartungsgemäß aus Glucose, Xylose und 
Arabinose zusammen (Abbildung 2.95).  
 
Abbildung 2.95 Prozentualer Anteil der Monosaccharide Glucose, Arabinose und Xylose an der 
Gesamtheit der freigesetzten Monosaccharide nach sechs Stunden enzymatischer Hydrolyse. 
Dabei bleibt der Anteil der Arabinose vergleichsweise konstant im Bereich von 36 bis 
40 %. Stärkere Schwankungen wurden bei Glucose und Xylose detektiert. Mit 
zunehmender Konzentration an Weizenkleie sank der Anteil der Xylose bei steigenden 
Glucoseanteil. Eine Ausnahme von diesem Trend bildete die geringste 
Weizenkleiekonzentration in Höhe von 2 Gew.-%. In diesem Fall wurde eine mit 25 % 
vergleichsweise hohe Glucosekonzentration und mit 38 % niedrige 
Xylosekonzentration beobachtet.  Gründe für die geringen Umsätze bei 
Substratkonzentrationen ≥ 5 Gew.-% können inhibierende Effekte sein oder auch die 
Limitierung des Stofftransportes durch eine zunehmende Viskosität. Insbesondere 
aufgrund des hohen Stärkegehalts verschlechtert sich die Homogenisierung mit 
zunehmender Substratkonzentration. Die Durchführung der Untersuchungen erfolgte 
lediglich als Schüttelkolbenversuche, bei denen für jede Substratkonzentration die 
gleiche Schüttelfrequenz Verwendung fand. Eine Anpassung der Rührergeometrie und 
Rührerleistung resultiert aufgrund einer besseren Vermischung in einer Steigerung des 
Umsatzes bei höheren Substratkonzentrationen. So wurde bei einer Hydrolyse von 
15 Gew.-% durch die Verwendung eines Magnetrührers, anstatt des 
Schüttelinkubators, eine Steigerung des Umsatzes von 34,8 auf 60,0 % bezweckt. 




Vergleichbare Beobachtungen werden auch in der Literatur gefunden. Eine Erhöhung 
der Rührerfrequenz bewirkte so eine Steigerung des Umsatzes um 7,7 %.[314] 
Brethauer et al. bestimmte zudem eine Umsatzsteigerung um 14,4 % durch den 
Wechsel von Schütteln auf Rühren.[315] Die zitierten Arbeiten verwendeten andere 
Substrate sowie geringe Substratkonzentrationen (7,5 bzw. 1,5 Gew.-%), woraus die 
deutlichen Unterschiede resultieren. Der Nachteil der Verwendung einer Rührung, 
anstatt des Schüttelns, besteht in der möglichen Inhibierung der Enzyme aufgrund 
mechanischer Beanspruchung. Aus diesem Grund muss eine Optimierung der 
Rührerform (z.B. Propellerrüher, Ankerrüher, Spiralrührer) sowie 
Rührgeschwindigkeit in Abhängigkeit der Substratkonzentration 
und -zusammensetzung erfolgen. Interessant ist, dass durch das Rühren insbesondere 
die Glucosekonzentration stieg (Abbildung 2.96).  
 
Abbildung 2.96 Einfluss der Art der Homogenisierung auf die Konzentration der 
Monosaccharide. 
Der Anteil an freigesetzter Monosaccharide erhöhte sich von 21,4 auf 41,7 %. Der 
Grund dafür kann sein, dass durch die bessere Homogenisierung die Zugänglichkeit 
der Cellulose verbessert und somit stärker abgebaut wird. Des Weiteren ist nicht 
auszuschließen, dass durch die mechanische Beanspruchung ein stärkerer Abbau der 
Stärke erfolgte. Viskositätsmessungen haben gezeigt, dass es im Zuge der Hydrolyse 
zur Zunahme der Viskosität von 0,9 auf 1,0 beim Schütteln und 1,2 mPa·s beim 
Rühren kam, was für das Herauslösen der Stärke während der Reaktion spricht. Dieses 
bestärkt wiederum die Annahme, dass die Zunahme der Glucosekonzentration aus der 




Stärke resultierte. Ein Herauslösen der Stärke ist auch durch den Abbau der 
Zellwandstrukturen erklärbar. Untersuchungen haben gezeigt, dass durch den Einsatz 
von Endoxylanasen die verbliebenen Zellwandstrukturen abgebaut und dadurch 
Protein- sowie Stärkekörner freigesetzt werden.[316] 
Um das Problem der Verschlechterung der Homogenisierung mit zunehmender 
Substratkonzentration zu umgehen, wurde die Versuchsdurchführung im Fed-Batch-




Da eine hohe Prozessökonomie eng mit einer möglichst hohen Saccharidkonzentration 
verknüpft ist, wurde untersucht, inwieweit dieses Ziel durch eine mehrfache Zugabe 
der Weizenkleie realisiert werden kann. Dazu wurde eine initiale 
Substratkonzentration von 5 Gew.-% gewählt und nach 5, 24 und 30 Stunden jeweils 
5 Gew.-% Weizenkleie hinzugefügt (Abbildung 2.97).  
 
Abbildung 2.97 Enzymatische Hydrolyse von Weizenkleie mit dem Enzymkomplex aus 
P. verruculosum im Fed-Batch-Verfahren. Als initiale Substratkonzentration wurde 5 Gew.-% 
gewählt. Nach 5, 24 und 30 Stunden Reaktion erfolgte eine Zugabe von jeweils 5 Gew.-% 
Weizenkleie. 




Nach fünf Stunden enzymatische Hydrolyse von 5 Gew.-% Weizenkleie befanden sich 
7,1 g·L-1 Xylose, 5,4 g·L-1 Arabinose und 7,6 g·L-1 Glucose im Hydrolysat, was einem 
Umsatz von 40,9 % entspricht. Durch eine Zugabe von 5 Gew.-% Weizenkleie wurde 
eine Steigerung der Monosaccharidkonzentration um 49 % erreicht. Allerdings 
verschlechterte sich der Umsatz von 46,4 % auf 28 %. Eine zweite Substratzugabe 
resultierte nur noch in eine Steigerung der Monosaccharidkonzentration um 23 %. In 
Folge einer dritten Substratzugabe wurde lediglich eine Steigerung um 19 % bestimmt. 
Der dabei bestimmte Umsatz lag nach allen Zufütterungen unterhalb des erbrachten 
Umsatzes vor der ersten Substratzugabe. Damit wurde durch das Fed-Batch-Verfahren 
eine Verdreifachung der Monosaccharidkonzentration erreicht. Der bestimmte 
Gesamtumsatz war mit 34 % jedoch sehr gering. Unabhängig von der Substratzugabe 
blieb die Zusammensetzung der Monosaccharide mit 33-36 % Xylose, 26-27 % 
Arabinose und 37-41 % Glucose relativ konstant. Im Vergleich zur Hydrolyse von 
20 Gew.-% Weizenkleie im Batch-Verfahren wurde durch das Fed-Batch-Verfahren 
eine Verdopplung der Saccharidkonzentration und des Umsatzes erreicht. 
Die Untersuchungen zeigten, dass der verwendete Enzymkomplex aus 
P. verruculosum gut zur Hydrolyse der Weizenkleie geeignet ist. Da durch das Fed-
Batch-Verfahren mit jeder Substratzugabe eine Steigerung der Saccharidkonzentration 
erlangt wurde, kann davon ausgegangen werden, dass keine Inhibierung der Enzyme 
erfolgte. Bei der Hydrolyse von ebenfalls 20 Gew.-% Weizenkleie mit Xylanasen aus 
Bacillus subtillis wurde nach 48 Stunden lediglich die Freisetzung von < 15 g·L-1 
Monosaccharide bestimmt. Eine Vorbehandlung der Weizenkleie mit Mikrowellen 
bezweckte zwar eine Steigerung auf etwa 45 g·L-1, jedoch liegen die Werte unterhalb 
der Ergebnisse, die in dieser Dissertationsschrift erlangt wurden.[317] Dieses zeigt, dass 
für die Hydrolyse der Weizenkleie ein Enzymkomplex wesentlich effizienter als 
Einzelenzyme ist. Des Weiteren wird deutlich, dass der Enzymkomplex aus 








2.10.2 Produktion von Bioethanol aus Weizenkleie 
Nach erfolgreicher enzymatischer Hydrolyse der Weizenkleie schließt sich die 
Fermentation der Hydrolysate im SHF-Prozess an. Analog zu den Untersuchungen am 
alkalisch vorbehandelten Weizenstroh erfolgte zudem die Produktion von Bioethanol 
nach dem SSF-Verfahren. 
Für den SHF-Prozess wurde zunächst eine eintägige enzymatische Hydrolyse bei pH 
3 und 50 °C durchgeführt. Nach Abkühlen des Hydrolysats auf 30 °C und Einstellen 
des pH-Wertes auf pH 5 erfolgte die Zugabe der Hefe und somit der Start der 
Fermentation. Aus der Abbildung 2.98 ist deutlich ersichtlich, dass unmittelbar mit 
 
Abbildung 2.98 Vergleich der Ethanolproduktion der Fermentation von 2 Gew.-% Weizenkleie 
im SHF- und SFF-Verfahren. 
Zugabe der Hefe die Ethanolproduktion begann. Bereits nach fünf Stunden 
Fermentation wurde die maximale Ethanolkonzentration von 7,1 g·L-1 erreicht. Mit 
Fortschreiten der Fermentation ist ein Abbau des Ethanols zu beobachten, was 
wiederum mit der Bildung von Essigsäure korreliert (Abbildung 2.99). Auch bei der 
Produktion von Bioethanol nach dem SSF-Prozess wurden vergleichbare 
Ethanolkonzentrationen innerhalb der ersten fünf Stunden der Fermentation erzielt. 
Aufgrund der nicht vorhandenen Vorhydrolyse verkürzte sich jedoch die Reaktionszeit 
erheblich, wodurch die Produktivität steigt (Tabelle 2.23).  
 





Abbildung 2.99 Bildung von Essigsäure im Zuge der Fermentation von 2 Gew.-% Weizenkleie. 
Je nach verwendeten pH-Wert variierte der fortführende Verlauf stark (Abbildung 
2.100). Bei pH 5, dem pH-Optimum der Cellulasen, ist nach anfänglichen 
Ethanolproduktion dessen Abbau zu beobachten. Erst nach 48 Stunden SSF-Prozess 
ist eine weitere Ethanolproduktion zu verzeichnen. Ähnlich zum SHF-Prozess wurde 
eine lineare Zunahme der Essigsäureproduktion über den gesamten 
Produktionszeitraum detektiert. Bei Durchführung der Fermentation bei pH 3, dem 
Optimum der Xylanasen, erfolgte indes eine leichte Steigerung der 
Ethanolkonzentration. Außerdem war im Gegensatz zum SHF- und SSF-Prozess bei 
pH 5 nur eine sehr geringe Essigsäurekonzentration (< 1 g·L-1) detektierbar. 
 
Tabelle 2.23 Gegenüberstellung der maximal erreichten Ethanolkonzentrationen und die dazu 










SHF pH 5 7,1 0,2 74,2 0,9 
SSF pH 5 7,1 2,4 74,3 0,6 
SSF pH 3 7,6 0,1 79,9 0,5 
 





Abbildung 2.100 Konzentrations-Zeit-Diagramm des SSF-Prozesses von 2 Gew.-% Weizenkleie 
bei pH 5 (links) und pH 3 (rechts). 
Die höchste Ethanolkonzentration wurde beim SSF-Prozess bei pH 3 beobachtet, 
jedoch erst nach 72 Stunden, woraus eine geringe Produktivität mit 0,1 g·L-1·h-1 
resultiert. Beim Vergleich der Produktivität nach drei Stunden Reaktion wird deutlich, 
dass sich diese lediglich um 0,2 g·L-1·h-1 unterscheiden und somit deutlich höher als 
die des SHF-Prozesses sind. Grund dafür ist die hohe Effizienz der enzymatischen 
Hydrolyse, die durch den verwendeten Enzymkomplex aus P. verruculosum erreicht 
wird. Die bestimmten Ausbeuten lagen mit 74,2 bis 79,9 % im ähnlichen Bereich und 
sind als sehr gut einzustufen. Aufgrund der wesentlich geringeren 
Essigsäurekonzentration ist die Anwendung des SSF-Prozesses bei pH 3 zu 
empfehlen. Da nach fünf Stunden die Ethanolbildung nur langsam zunimmt, kann ein 
vorzeitiger Abbruch der Reaktion erfolgen. Durch eine Rückführung der Schlempe 
können die nicht umgesetzten Saccharide als Kohlenstoffquelle für die Hefen dienen 
und somit deren Vitalität verbessern. Bei der Fermentation von 10 Gew.-% 
Weizenkleie (bei pH 5) konnten Cripwell et al. eine maximale Ethanolkonzentration 
von 7,3 g·L-1 erreichen, was im gleichen Größenordnungsbereich der hier erbrachten 
Ergebnisse liegt.[311] Da jedoch eine fünffache initiale Substratkonzentration 
Anwendung fand, spricht dies für einen wesentlich schlechteren Umsatz der 
Weizenkleie. Die damit verbundene Produktivität beträgt 0,2 g·L-1·h-1 und ist somit 




deutlich geringer als die in dieser Arbeit erlangte.[311] Ein Grund dafür könnte sein, 
dass in der zitierten Arbeit lediglich Cellulasen eingesetzt wurden. Der hohe 
Hemicelluloseanteil der Weizenkleie kann den enzymatischen Abbau behindern und 
somit verlangsamen. Dadurch ist die freigesetzte Glucosekonzentration gering, was 
sich in einer ineffizienten Ethanolbildung widerspiegelt. Ein Indiz dafür ist, dass die 
Autoren leidglich einen Abbaugrad der Cellulose von 40 % angeben.[311] Mit Hilfe 
eines wesentlich komplexeren Enzymgemisches konnte Favaro et al. aus 9 Gew.-% 
Weizenkleie etwa 12,1 g·L-1 Ethanol produzieren.[318] Diese leichte 
Konzentrationssteigerung resultiert jedoch aufgrund der vergleichsweise hohen 
Substratkonzentration in einer vergleichbaren Ethanolausbeute von 75,3 %. 
Die Ergebnisse zeigen, dass bei der Fermentation bei pH 3 eine höhere 
Ethanolkonzentration als bei pH 5 erzielt wurde. Die Vorversuche (siehe Kapitel 2.4.1) 
haben bereits gezeigt, dass die verwendete Hefe auch bei niedrigen pH-Werten zur 
Fermentation befähigt ist. Untersuchungen zeigen sogar, dass eine Inkubation der 
Hefezellen bei niedrigen pH-Werten aufgrund einer Adaption an die Bedingungen zu 
einer höheren Toleranz gegenüber Inhibitoren wie HMF, Furfural und Vanillin 
führt.[319] Die Hefezellen müssen sich somit erst an die Umgebungsbedingungen 
anpassen, weshalb eine langsamere Ethanolproduktion bei einer höheren 
Endkonzentration resultiert.   
Im Gegensatz zu den Fermentationen von Weizenstroh wurde die freigesetzte Glucose 
vollständig zu Ethanol umgesetzt (Abbildung 2.100). Interessant ist, dass die Wahl des  
pH-Wertes einen großen Einfluss auf die Freisetzung der Monosaccharide hat. Bei 
pH 5 enthielt das Reaktionsmedium mit maximal 8,9 g·L-1 einen wesentlich 
geringeren Monosaccharidgehalt als bei pH 3 (maximal 19,9 g·L-1). Innerhalb der 
ersten 12 Stunden SSF-Prozess wurde eine Zunahme der Glucose-, Xylose- und 
Arabinosekonzentration beobachtet. Danach erfolgte der Abbau, wobei der der Xylose 
am schnellsten abläuft. Die Arabinosekonzentration wurde nur geringfügig (um 
1 g·L-1) verringert, sodass nach 84 Stunden Reaktion noch eine Restkonzentration von 
1,8 g·L-1 vorhanden war. Im Falle der Xylose erfolgte der Abbau von 5,3 g·L-1 auf 
0,3 g·L-1, sodass das Reaktionsmedium nahezu frei von Xylose war. Die freigesetzte 
Glucose wurde bereits nach 48 Stunden aufgebraucht und befand sich im Vergleich zu 
den anderen Monosacchariden auf ein sehr geringes Niveau. Im Vergleich zur 
enzymatischen Hydrolyse von 2 Gew.-% Weizenkleie enthielt das Reaktionsmedium 
nur ein Drittel der Glucosekonzentration, was auf dessen schnelle Verwertung durch 




die Hefe hindeutet. Diese Beobachtung korrespondiert auch mit der schnellen 
Ethanolbildung. Beim SSF-Prozess bei pH 3 wurden wesentlich höhere 
Saccharidkonzentrationen bestimmt. Dieses liegt daran, dass die Aktivität der 
Hemicellulasen bei niedrigen pH-Werten höher ist, der niedrige pH-Wert jedoch das 
Wachstum der Hefen verlangsamt bzw. inhibiert. Trotzdem wurden bei beiden pH-
Werten ähnliche Ethanolkonzentrationen produziert. Durch den Einsatz eines 
Fermentationsorganismus, dessen pH-Optimum im sauren Bereich liegt, könnte somit 
eine wesentliche Steigerung der Ethanolproduktion erreicht werden. Ein vollständiger 
Abbau der freigesetzten Glucose würde so eine Steigerung der Ethanolkonzentration 
um 39 % erwirtschaften. 
Die Ergebnisse zeigen, dass eine Fermentation der Weizenkleie zur Produktion von 
Bioethanol eine geeignete Methode zur Verwertung darstellt. Zur Optimierung und 
damit Entwicklung eines effizienteren Prozesses wurde der Einfluss der 
Substratkonzentration auf die Ethanolproduktion im SSF-Prozess bei pH 5 untersucht 
(Abbildung 2.101). Die Ergebnisse zeigen mit 24,5 % die höchste Ethanolausbeute bei  
 
Abbildung 2.101 Einfluss der Substratkonzentration auf die Ethanolproduktion (SSF-Prozess, 
pH 5). 
der Fermentation von 2 Gew.-% Weizenkleie. Bei Steigerung der 
Substratkonzentration wurde unabhängig von der Konzentration lediglich eine 
Ausbeute von etwa 5 % erreicht, was durch eine Inhibierung der Xylanasen durch 
Stärke begründet werden kann. Die verwendete Weizenkleie wies einen Stärkegehalt 
von 30 % auf, woraus eine Stärkekonzentration von 6 bis 60 g·L-1 im 




Reaktionsmedium resultiert. Ab Stärkekonzentrationen ≥ 5 g·L-1 kommt es zur 
Inhibierung der Aktivität der Xylanase im verwendeten Enzymkomplex aus 
P. verruculosum (Abbildung 2.102). Bei Konzentrationen ≥ 20 g·L-1 liegt lediglich 
eine Restaktivität von 6 g·L-1 vor, sodass die Hydrolyse deutlich verlangsamt wird und 
somit eine Hemmung der Ethanolproduktion erfolgt. Zudem wird in Analogie zum 
Weizenstroh mit steigender Substratkonzentration das Volumen der überstehenden 
Lösung verringert, woraus eine deutliche Verschlechterung der Homogenisierung 
resultiert. Darüber hinaus erschweren die Klebeeigenschaften sowie das 
Quellverhalten der Stärke die Durchmischung sowie die Zugänglichkeit für die 
Enzyme.[320] 
 
Abbildung 2.102 Einfluss der Stärkekonzentration auf die Aktivität der Xylanase des 
Enzymkomplexes aus P. verruculosum. 
 
 
2.10.3 Produktion von Essigsäure aus Weizenkleie 
Für eine weitere Steigerung der Prozesseffizienz ist eine simultane Verwertung von 
Hexosen und Pentosen notwendig. Ein möglicher Ansatz dafür, ist die Fermentation 
der Weizenkleie mittels Milchsäurebakterien. Da während der Ethanolproduktion eine 
verstärkte Bildung von Essigsäure zu verzeichnen war, wurde untersucht inwieweit 
Weizenkleie als Substrat für die Produktion dieser organischen Säure geeignet ist. Als 
Fermentationsorganismus wurde dazu Lactobacillus brevis eingesetzt. Diese 




heterofermentativen gram-positiven Bakterien werden zur Produktion von Sauerkraut, 
Sauergurken sowie Silage bereits im großen Maßstab eingesetzt. Dabei entsteht 
während der Fermentation neben Milchsäure auch Essigsäure, Ethanol, Acetaldehyd 
sowie Brenztraubensäure. Im Fall von heterofermentativen Mikroorganismen erfolgt 
insbesondere die Umsetzung von Pentosen zu Essigsäure. 
Da nur wenig Literatur zur Essigsäureherstellung mit diesem Mikroorganismus 
vorhanden ist, wurden Fermentationen mit einem MRS-Medium als Substrat 
durchgeführt. Dabei erfolgte eine Anpassung der Zuckerkonzentration 
sowie -zusammensetzung entsprechend der der Hydrolysate.  
Infobox: MRS-Medium 
Bei MRS-Medium handelt es sich um ein Kulturmedium zur Anzucht von 
Lactobacilli. Die Bezeichnung erfolgte nach J. C. de Man, M. Rogosa und M. E. 
Sharpe. Die typische Zusammensetzung ist: 1 % Pepton, 1 % Fleischextrakt, 0,4 % 
Hefeextrakt, 2 % Glucose, 0,5 % Natriumacetat, 0,1 % Tween 80, 0,2 % 
Dikaliumhydrogenphosphat, 0,2 % Triammoniumcitrat, 0,05 % Magnesiumsulfat 
und 1 % Agar.[321] 
Die Ergebnisse dieser Fermentationen (Abbildung 2.103) zeigen, dass unter den 
gewählten Bedingungen sowohl Glucose als auch Xylose und Arabinose zu Essigsäure 
und Milchsäure abgebaut wurden, wobei Essigsäure das Hauptprodukt darstellte. 
 
Abbildung 2.103 Fermentation eines MRS-Mediums mit L. brevis. 




Der vollständige Abbau der Glucose war nach 72 Stunden, der der Xylose nach 36 
Stunden und der der Arabinose nach bereits 24 Stunden abgeschlossen. Somit erfolgte 
wie erwartet bevorzugt die Metabolisierung der Pentosen. Allerdings wurden parallel 
dazu auch Hexosen verstoffwechselt.[322] Es ist bekannt, dass L. brevis zur Co-
Fermentation von Hexosen und Pentosen befähigt ist, jedoch ist der genaue 
Mechanismus der Saccharidaufnahme noch unbekannt.[322–324] Die maximale 
Essigsäurekonzentration von 13,1 g·L-1 wurde nach 72 Stunden Fermentation erlangt, 
also zu dem Zeitpunkt an dem keine Monosaccharide mehr vorliegen. Um einen 
Abbau des Zielproduktes sowie die Bildung von Nebenprodukten zu vermeiden, sollte 
der Prozess zu diesem Zeitpunkt abgebrochen werden. Essigsäure wurde im Vergleich 
zu Milchsäure im Vierfachen Überschuss produziert, was die Aufarbeitung deutlich 
erleichtert. Die erzeugte Essigsäureproduktion entspricht einem Umsatz von 0,3 g·g-1 
Monosaccharide. In der Literatur werden in Abhängigkeit des verwendeten 
Mikroorganismus Werte zwischen 0,2 und 0,3 g·g-1 Monosaccharide berichtet, sodass 
der erzeugte Umsatz als positiv zu bewerten ist.[322, 324] 
Höhere Umsätze als beim verwendeten Referenzmedium wurden bei der Umsetzung 
der Hydrolysate der Weizenkleie beobachtet (Abbildung 2.104). Die Fermentation  
 
Abbildung 2.104 Ergebnisse der Fermentation von Hydrolysate aus Weizenkleie mit L. brevis mit 
(rechts) und ohne (links) Kontrolle des pH-Wertes. 




ohne Kontrolle des pH-Wertes erzielte nach 96 Stunden eine Essigsäurekonzentration 
von 8,8 g·L-1, was einen Umsatz von 0,8 g·g-1 Monosaccharide entspricht. Dieses 
kommt im Vergleich zum Referenzmedium einer Umsatzsteigerung um 234 % gleich. 
Bei der Fermentation mit Kontrolle des pH-Wertes auf pH 6,5 wurde eine 
Essigsäurekonzentration von 7,1 g·L-1 bestimmt. Dieses entspricht einen Umsatz von 
0,4 g·g-1 Monosaccharide und somit einer Erhöhung um 138 %. Die Ergebnisse zeigen 
deutlich, dass für die fermentative Herstellung von Essigsäure mittels L. brevis ein 
sehr komplexes Reaktionsmedium vonnöten ist. Insbesondere Aminosäuren und 
Vitamine sind für eine hohe Produktivität notwendig.[325] Da in diesen Untersuchungen 
ein autoklaviertes Hydrolysat Anwendung fand, erhöhte sich aufgrund der 
denaturierten Enzyme der Aminosäuregehalt zusätzlich zu dem der Weizenkleie. Im 
Gegensatz zum Referenzmedium erfolgte kein vollständiger Abbau der 
Monosaccharide. Auffällig ist zudem, dass bei der Fermentation mit pH-Kontrolle mit 
2,1 g·L-1 eine vergleichsweise hohe Milchsäurekonzentration produziert wurde. Somit 
rechtfertigt sich der Mehraufwand einer pH-Kontrolle, die mit einem höheren 
Chemikalienverbrauch verbunden ist, nicht. Im Gegensatz zum Referenzmedium 
stellte sich nach 96 Stunden Fermentation eine konstante Essigsäurekonzentration ein. 
Da noch Monosaccharide im Reaktionsmedium vorlagen, kann nicht ausgeschlossen 
werden, dass durch eine Verlängerung der Reaktionszeit eine Steigerung der 
Produktkonzentration resultiert. Die produzierten Ergebnisse lagen über denen der 
Literatur. Bei der Fermentation von Maisstroh konnte nur ein Umsatz von 0,3 g·g-1 
Monosaccharide und bei der Fermentation von Maiskolben ein Umsatz von 0,4 g·g-1 
Monosaccharide bestimmt werden.[326] Allerdings war das Ziel der zitierten Studie die 
Produktion von Milchsäure. Zudem wurde die Fermentation lediglich 48 Stunden 
durchgeführt. Bei einer 24-stündigen Fermentation von Melasse mit L. brevis wurde 
sogar lediglich ein Umsatz von 0,2 g·g-1 Monosaccharide erreicht.[325] Grund dafür ist, 
dass im verwendeten Medium nur die Saccharide Glucose, Fructose, Lactose und 
Saccharose vorlagen, welche die Bildung von Milchsäure und Ethanol induzieren. Die 
Produktion der gewünschten Essigsäure geht von Pentosen aus, welche vollständig im 
verwendeten Reaktionsmedium fehlen. 
Die Ergebnisse zeigen, dass der gewählte Mikroorganismus sehr gut zur Verwertung 
der Weizenkleie geeignet ist. Aufgrund der simultanen Verwertung von Glucose und 
Xylose ist diese Verwertungsroute eine interessante Alternative zur 
Bioethanolproduktion.  




2.10.4 Vergleich der Herstellung von Ethanol und Essigsäure aus Weizenkleie 
Beide vorgestellten Verfahren zur stofflichen Verwertung von Weizenkleie weisen 
Vor- und Nachteile auf. Die Erzeugung von Bioethanol mit S. cerevisiae ist ein 
etablierter Prozess, sodass auf bestehende Infrastruktur zurückgegriffen werden kann. 
Insbesondere der Tatbestand, dass keine sterile Arbeitsweise notwendig ist, erleichtert 
die Durchführung enorm und reduziert somit auch die Prozesskosten. Allerdings 
werden nach diesem Verfahren nur Hexosen abgebaut, wodurch die Produktreinigung 
erschwert wird und zudem keine vollständige Verwertung möglich ist. Die 
Co-Fermentation von Hexosen und Pentosen ist der große Vorteil der 
Essigsäureproduktion mittels L. brevis. Allerdings wurden im Vergleich zur 
Ethanolproduktion geringere Produktivität und Umsätze erreicht (Tabelle 2.24). Ein 
erheblicher Nachteil der Essigsäureproduktion ist zudem, dass eine 
Fermentationsdauer von 96 Stunden benötigt wird, um adäquate 
Essigsäurekonzentration zu produzieren. Da die Nachteile der Essigsäureproduktion 
überwiegen, ist trotz der Co-Fermentation von Hexosen und Pentosen von dieser 
Verwertungsstrategie abzuraten. 
Tabelle 2.24 Gegenüberstellung der Produktion von Ethanol mittels S. cerevisiae und Essigsäure 
mittels L. brevis. 
 Ethanol Essigsäure 
Mikroorganismus S. cerevisiae L. brevis 
Arbeitsweise  nicht steril steril 
pH-Wert 5 4 
Temperatur 37 °C 30 °C 
Produktivität 2,4 g·L·h-1 0,1 g·L·h-1 
Umsatz 0,4 g·g-1 Weizenkleie 0,2 g·g-1 Weizenkleie 








2.11 Wirtschaftlichkeitsanalyse der Bioethanolproduktion 
Abschließend soll die Prozessökonomie des entwickelten Prozesses zur 
Bioethanolproduktion aus Weizenstroh diskutiert werden. Die Prozesskosten sind von 
verschieden Faktoren wie zum Beispiel Rohstoffkosten, Verwertung der 
Nebenprodukte, Kosten für Energie, Transport sowie Investitionen abhängig.[56]  
Als Anlagengröße wurde ein Strohinput von 2.000 t pro Tag angenommen. Bei 
Verwendung der Ergebnisse aus dem Scale-up Versuch entspricht das einer jährlichen 
Ethanolproduktion von 91.000 t. Damit gliedert sich die Anlagengröße in den bereits 
existierenden Anlagen (Tabelle 2.25) ein. Aus einer Vergrößerung der 
Anlagenkapazität folgt zwar eine größere Ethanolproduktion, jedoch werden 
wesentlich größere Biomassekapazitäten benötigt. Somit vergrößern sich das 
Einzugsgebiet der Rohstoffe und damit die Transportkosten. Somit resultiert aus einer 
Analgenvergrößerung nicht zwangsläufig eine Verbesserung der Prozessökonomie.   
 







Verbio/Schwedt/Deutschland Produktion 170.000 Getreide [327] 
Verbio/Zörbig/Deutschland Produktion 60.000 Getreide [328] 
Sunliquid/Staubingen/ 
Deutschland 
Demonstration 1.000 Stroh [279] 
Crop energies/Zeitz/ 
Deutschland 
Produktion 300.000 Getreide [329] 









Produktion 75.000 Holz [73] 
DuPont/Nevada/USA Produktion 90.000 Maisstroh [102] 
Iogen/Raizen/Brasilien Produktion 30.000 Stroh [330] 
 
  





Die Kosten für das Weizenstroh schwanken stark in Abhängigkeit von der Jahreszeit, 
der klimatischen Bedingungen sowie dem Anbaugebiet. In Tabelle 2.26 ist eine 
Auswahl der Rohstoffpreise in Abhängigkeit der Region zusammengestellt.  
Tabelle 2.26 Rohstoffpreise für Weizenstroh in Abhängigkeit der Region (Stand 29.6. 2017).[331] 
Region Preis [€·t-1] 








Zu dem eigentlichen Strohpreis müssen noch Kosten für den Transport beachtet 
werden. Dabei spielt die regionale Verfügbarkeit und die damit verbundenen 
Transportwege eine große Rolle.[332] Ausgehend von einer Studie vom Deutschen 
Biomasseforschungszentrum DBFZ in Leipzig wird vom einem für die Produktion von 
Bioethanol zur Verfügung stehenden Strohertrag von 3 t·ha-1 ausgegangen.[5] In 
diesem Wert sind Verluste, die bei der Lagerung und beim Transport entstehen, sowie 
der notwendige Rückhalt für die Humusbildung berücksichtigt. Bei einem täglichen 
Strohbedarf von 2.000 t entspricht dieses einem Stroheinzugsgebiet von 30 km.  
Neben den Kosten für die Chemikalien Natronlauge, Schwefelsäure, 
Ammoniumsulfat, Magnesiumsulfat sowie Kaliumhydrogenphosphat fallen Kosten 
für die Hefe sowie dem Enzymkomplex an.  
In einer Bioraffinerieanlage würde die Anzucht der Cellulasen und Hefen „on-site“ 
erfolgen, womit erhebliche Kosten eingespart werden. Bei der Cellulaseproduktion 
kann bis zu ein Fünftel der Produktionskosten so eingespart werden.[131] Dies liegt 
darin begründet, dass die gleichen Biomassen sowie die beim Prozess anfallenden 
Nebenprodukte genutzt werden. So ist die anfallende Schlempe zum Beispiel ein sehr 
gut geeigneter Nährboden für die Anzucht von sowohl Hefen als auch Cellulasen. Je 
komplexer das Anzuchtmedium für Cellulasen gewählt wird, desto höher ist die 
Hydrolyseeffizienz. Auch Nebenprodukte, die bei der Vorbehandlung der Biomasse 
anfallen, zeigten sich als geeignete Anzuchtmedien für Cellulasen. Zudem hat die 




Wahl der C-Quelle einen großen Einfluss auf die Aktivität der Einzelenzyme und 
somit auf die Zusammensetzung des Enzymcocktails.[333–335] Im Gegensatz zu reiner 
Cellulose ist Biomasse bzw. die Begleitstoffe der Bioraffinerie wesentlich 
preiswerter.[334, 336] Zudem ist keine vollständige Abtrennung des Anzuchtmediums 
notwendig, was die Kosten für die Aufbereitung der Mikroorganismen reduziert. 
Zudem ist keine Konservierung notwendig, was wiederum Chemikalien einspart und 
somit Kosten gering hält. Eine auf diese Weise integrierte Enzymproduktion trägt so 
zu Reduktion der Produktionskosten um bis zu 52 % bei.[335]  
Da im Rahmen dieser Dissertation nicht der Einfluss verschiedenere Substrate auf den 
verwendeten Cellulasekomplex untersucht wurden und der Hersteller dieses 
Komplexes keine Informationen hinsichtlich der Herstellungskosten zur Verfügung 
stellte, werden zur Abschätzung der Kosten für die Mikroorganismen auf 
Literaturdaten zurückgegriffen. In Tabelle 2.27 ist eine Übersicht der in der Literatur 
angegebenen Enzymkosten dargestellt.  
Tabelle 2.27 Übersicht der in der Literatur berichteten Enzymkosten (Cellulasen aus T. reesei). 
Enzymkosten 
Quelle 
[€·kg-1 Enzym] [€·kg-1 Ethanol] 
4,24  1,02  [132] 
2,3-1,9 1,58  [133] 
8,9 4,39  [134] 
1,1-20,6 0,27-2,42  [131] 
  
Die Kosten schwanken dabei enorm in Abhängigkeit der verwendeten Rohstoffe und 
Prozessbedingungen. Leider konnten in der Literatur nur Angaben zur Produktion von 
Cellulasen aus T. reesei gefunden werden. Da im Fall des in dieser Arbeit verwendeten 
Cellulasekomplexes aus P. verruculosum eine zusätzliche Zugabe von β-Glucosidasen 
aus A. niger entfällt, wird eine deutliche Reduzierung der Produktionskosten des 
Enzymkomplexes erwartet. Wird der Cellulasekomplex nicht „on-site“ produziert, 
erfolgt in der Regel der Einsatz des Komplexes Celluclast 1.5L der Firma Novozymes, 
welcher mit der β-Glucosidase aus A. niger (Novozyme 188) ergänzt wird. Laut 
Hersteller fallen dabei für die Cellulase 8 €·kg-1 Enzym und für die β-Glucosidase 
44 €·kg-1 Enzym an.[337] Dieses zeigt die deutliche Kostenersparnis bei der 
Verwendung des Enzymkomplexes aus P. verruculosum, da eine zusätzliche Zugabe 




von β-Glucosidasen nicht notwendig ist. Dieser erhebliche Kostenunterschied führt 
zur Unterscheidung in zwei Fallbeispielen. So wird in der Verfahrensweise 1 der 
Einsatz des Celluclast 1.5L mit Zugabe der β-Glucosidase Novozyme 188 betrachtet, 
wohingegen in der Verfahrensweise 2 keine Zugabe der β-Glucosidase erfolgt. Dabei 
wird davon ausgegangen, dass sich die Produktionskosten für den Cellulasekomplex 
aus P. verruculosum nicht von dem des Celluclast 1.5L unterscheiden. 
Unter der Annahme eines jährlichen Strohumsatzes von 700.000 t ergeben sich die in 
Tabelle 2.28 dargestellten Rohstoffpreise. Somit sind für die Produktion von einer 
Tonne Ethanol 7.970 € einzukalkulieren. Etwa die Hälfte der Rohstoffkosten wird für 
die alkalische Vorbehandlung sowie der Isolation des Lignins benötigt. Lediglich 8 % 
sind für die Biomasse notwendig.  




















 Summe 7.970  
 
Die in Tabelle 2.28 dargestellten Kosten beziehen sich auf die Verwendung des 
herkömmlichen Enzymkomplexes aus T. reesei (Celluclast 1.5L und Novozyme 188 
von Novozymes) und somit auf Verfahrensweise 1. Wird dieser Enzymkomplex durch 
dem aus P. verruculosum ersetzt, ergibt sich eine Ersparnis der Rohstoffkosten von 
407 €·t-1 Ethanol, was einer Kostenreduktion von 5 % entspricht. Dadurch verringert 
sich der Anteil der Kosten für den SSF-Prozess von 35 auf 31 %, wobei die der 
Vorbehandlung von 58 auf 61 % steigen (Abbildung 2.105).  
 





Abbildung 2.105 Zusammensetzung der Rohstoffpreise bei der Verwendung des 
Enzymkomplexes aus T. reesei im Vergleich zum P. verruculosum. 
Dies zeigt, dass aus der Verwendung des Enzymkomplexes aus P. verruculosum 
geringer Kosten resultieren. Mit zunehmender Zellstoffkonzentration steigt die 
erforderliche Enzymmenge, wodurch diese Kostenersparnis erheblicher wird 
(Abbildung 2.106). Im Zuge der Erhöhung der initialen Zellstoffkonzentration von 10 
auf 50 Gew.-% folgt so die Einsparung von 2.825 €·t-1 Ethanol. 
 
Abbildung 2.106 Einfluss der Zellstoffkonzentration und die damit verbundene notwendige 
Enzymmenge auf die Enzymkosten. 
 





Die Berechnung der Produktionskosten erfolgte mit der Software SuperPro Designer® 
auf Basis des Prozessschemas von Kumar et al. (Ethanol production from grass straw 
using dilute alkaline pretreatment;  
Abbildung 2.107).[100]  
Das Schema wurde dazu entsprechend der Ergebnisse des Großversuchs am CBP in 
Leuna angepasst. Die Berechnung der Prozessvariante 1 erfolgte dabei auf Basis der 
Kosten für den Cellulasekomplex aus T. reesei die der Variante 2 auf Grundlage der 
Kosten für Cellulasen aus P. verruculosum. In einer dritten Prozessvariante wurde die 
Zellstoffkonzentration für den SSF-Prozess von 10 Gew.-% auf 50 Gew.-% erhöht und 
die Ethanolausbeuten entsprechend der Laborergebnisse angepasst. In Tabelle 2.29 
sind die Prozessvarianten gegenübergestellt.  
Die Berechnungen (Tabelle 2.29) zeigen die erwarteten Tendenzen auf. Bei der 
Produktion von Bioethanol nach Variante 1 fallen Produktionskosten von 2,14 €·L-1 
Ethanol an. Aus der Substitution des Cellulasekomplexes aus T. reesei durch 
P. verruculosum (Variante 2) resultiert, aufgrund der geringeren Enzymkosten, eine 
Kosteneinsparung von 12 %. Eine erhebliche Verbesserung der Kosten wird durch 
Erhöhung der Zellstoffkonzentration bei Verwendung der Cellulasen aus 
P. verruculosum (Variante 3) erreicht. Diese Tendenz spiegelt sich auch in den 
Investitions- und Betriebskosten wieder. Die Ergebnisse zeigen deutlich, dass die 
produzierte Ethanolkonzentration einen erheblichen Einfluss auf die Prozesskosten 
hat. Diese Beobachtung entspricht der Erwartung und deckt sich mit einer Vielzahl  
 
Tabelle 2.29 Übersicht der Prozessvarianten zur Berechnung der Produktionskosten sowie die 
Ergebnisse der Kalkulation. 
Prozessvariante 1 2 3 
Strohinput 700.000 t·a-1 
Zellstoffkonzentration 10 Gew.-% 10 Gew.-% 50 Gew.-% 
Cellulase T. reesei P. verruculosum P. verruculosum 
c(Ethanol) nach SSF 3,8 Vol.-% 3,8 Vol.-% 13 Vol.-% 
Ethanolproduktion 112 Mio. L·a-1 
Investitionskosten 236 Mio. € 235 Mio. € 111 Mio. € 
Betriebskosten 333 Mio. €·a-1 320 Mio. €·a-1 215 Mio. €·a-1 
Produktionskosten 2,14 €·L-1 2,02 €·L-1 1,05 €·L-1 





Abbildung 2.107 Prozessschema zur Berechnung der Produktionskosten nach Kumar et al.[100] 
 




von Studien.[173] Die Zusammensetzung der Produktionskosten ist hingegen nahezu 
unabhängig von der Verfahrensweise (Abbildung 2.108). Den Hauptanteil mit 79 bis 
89 % nehmen die Rohstoffkosten ein. Die Kosten für das Personal sowie der 
Abfallbehandlung ist hingegen mit weniger als 2,2 % sehr gering. Ein deutlicher 
Unterschied ist bei den Betriebskosten zu beobachten. Aufgrund der wesentlich 
höheren Ethanolkonzentration, welche bei der Variante 3 produziert wird, ist der 
notwendige Energieeintrag zur destillativen Reinigung geringer, woraus erhebliche 
Kosteneinsparungen folgen. Analoge Beobachtungen finden sich auch in der 
Literatur.[332, 338] 
 
Abbildung 2.108 Zusammensetzung der Produktionskosten aller drei Prozessvarianten. 
 
Im Vergleich zur Literatur (Tabelle 2.30) sind die berechneten Produktionskosten 
höher. Allerdings schwanken die Literaturangaben in Abhängigkeit der verwendeten 
Biomasse sowie der Prozessführung erheblich, was den Vergleich erschwert. Die 
Produktionskosten für Bioethanol der 1. Generation aus Zuckerrüben und Weizen sind 
mit 0,50 bis 0,60 €·L-1 Ethanol geringer als die für die Produktion aus Lignocellulose. 
Grund dafür ist der höhere Arbeitsaufwand aber auch die höheren Rohstoffkosten. 
Allerdings fallen bei der Produktion von Bioethanol aus Lignocellulose 
(2. Generation) noch Hemicellulose und Lignin an. Durch eine stoffliche Verwertung 
dieser Begleitstoffe wird die Prozessökonomie erheblich verbessert. Insbesondere der 
Verkaufspreis des Lignins hat einen erheblichen Einfluss. Wird das isolierte Lignin 
lediglich zur Energiebereitstellung genutzt, entspricht dieses einem Wert von etwa 
42 €·t-1. Erfolgt hingegen eine stoffliche Verwertung hinsichtlich Substitution 
phenolischer Spezies wird ein Marktwert von 840 €·t-1 erzielt. Für die 
Prozessökonomie bedeutet das eine Halbierung der Produktionskosten von 0,86 auf 
0,42 €·L-1 Ethanol. Damit liegen die Kosten sogar unterhalb derer der Produktion aus 
Zuckerrüben.[3, 133]   
 











Zuckerrübe 1.378.000 - 0,50-0,55 [3] 
Weizen 665.000 - 0,55-0,60 [3] 
Weizenstroh 400.000 Steam-Explosion 0,77 [3] 
Gras 250.000 NaOH (1 Gew.-%) 0,74 [100] 
Maisstroh 200.000 SO2 0,72 [332] 
Fichte 200.000 SO2 0,58 [332] 
Maisstroh 700.000 verd. H2SO4 0,48 [132] 
Weizenstroh 250.000 H2SO4 (0,05 Gew.-%) 0,72 [339] 
Laubholz 822.500 
Organosolv 
(Ethanol + H2SO4) 
0,69 [133] 
Laubholz 700.000 verd. Säure 0,50-0,83 [340] 
Weizenstroh 735.000 H2SO4 (0,75 Vol.-%) 1,32 [338] 
Der Vorteil des entwickelten Prozesses ist, dass aufgrund der alkalischen 
Vorbehandlung eine Fraktionierung der Biomasse erfolgt. Damit wird bei einer 
vollständigen stofflichen Verwertung der Biomasse neben Ethanol Lignin und 
Hemicellulosen gewonnen. Insbesondere Lignin erzielt einen vergleichsweise hohen 
Marktpreis, was die Prozessökonomie weiter verbessert. Bei dem hier entwickelten 
Prozess fallen pro Liter Ethanol 0,6 kg Lignin an, was zum Beispiel zur Gewinnung 
aromatischer Grundchemikalien genutzt werden kann. Bei einem Marktwert von 
840 €/t[133] entspricht dieses einem Gewinn von 50 Cent je Liter Ethanol, woraus sich 
Produktionskosten von 1,64 bis 0,55 €·L-1 ergeben. Insbesondere die 
Produktionskosten für Prozessvariante 3 liegen somit im Bereich des Bioethanols 
1. Generation. Bei einem aktuellen Marktpreis (Stand 25.04.2018) für Ethanol von 
32 Cent je Liter[286] wird jedoch die Wichtigkeit der vollständigen Vermarktung aller 
anfallenden Prozessströme, wie Lignin und Hemicellulose, deutlich. Weitere 
Kosteneinsparungen werden durch das Recycling der verwendeten Mikroorganismen 
sowie dessen on-site Produktion erreicht. Vor allem die Nutzung von anfallenden 
Begleitstoffen bei der Vorbehandlung sowie beim SSF-Prozess zur Anzucht der 
Organismen trägt zum Senken der Kosten bei. Die anfallende Hemicellulosefraktion 
könnte zum Beispiel als C-Quelle für die Anzucht der Cellulasen genutzt werden. Des 




Weiteren wird je Liter Ethanol ein Liter Schlempe erzeugt, was als N-Quelle in den 
SSF-Prozess zurückgeführt werden kann und somit die Kosten für die zugesetzten 
Mineralien senkt. Darüber hinaus ist Schlempe ein geeignetes Anzuchtmedium für 
Cellulasen sowie Hefen.  
 




3. Zusammenfassung und Ausblick 
Die stoffliche Nutzung von Lignocellulose ebnet den Weg zu einer Vielzahl von 
Plattformchemikalien und ermöglicht somit eine, zumindest teilweise, Substitution 
fossiler Rohstoffe. Die ganzjährige Verfügbarkeit, der geringe Rohstoffpreis sowie die 
fehlende Konkurrenz zur Lebensmittelindustrie machen Lignocellulose zu einem sehr 
interessanten Rohstoff. Allerdings stellen die hohe Komplexität auf molekularer 
Ebene sowie die Heterogenität den Anwender vor einer großen Herausforderung. Ziel 
dieser Arbeit war die Entwicklung eines Prozesses, der die vollständige stoffliche 
Verwertung von Lignocellulose ermöglicht. Im Mittelpunkt der Untersuchungen stand 
dabei die Nutzung des Kohlenhydratanteils zur Produktion von Bioethanol. Des 
Weiteren wurde dieser nicht nur als Biokraftstoff betrachtet, sondern als 
Plattformchemikalie, weshalb eine Folgeverwertung zu Bioethylen erfolgte. 
Das Biopolymer Lignocellulose besteht aus den drei Hauptkomponenten Cellulose, 
Hemicellulose und Lignin. Je nach Pflanzenfamilie, Wachstumsbedingungen, Alter 
sowie Isolierungsmethode unterscheiden sich die Zusammensetzungen erheblich. In 
dieser Dissertation wurde insbesondere Weizenstroh mit folgender Zusammensetzung 
verwendet: ~ 49 % Cellulose, ~ 27 % Hemicellulose und ~ 23 % Lignin. Diese 
molekulare Komplexität erschwert die mikrobielle Zugänglichkeit erheblich, weshalb 
im Vergleich zu Bioethanol der 1. Generation zusätzliche Prozessschritte notwendig 
sind. Vor der Fermentation der Monosaccharide ist eine Fraktionierung der Biomasse 
in dessen Hauptkomponenten sowie die enzymatische Hydrolyse der Polysaccharide 
notwendig. 
Die Fraktionierung der Lignocellulose erfolgt in der Vorbehandlung. In der Literatur 
wird dazu eine Vielzahl von chemischen, biologischen, physikalischen sowie 
physikochemischen Methoden diskutiert. Im Rahmen dieser Arbeit wurden 
physikalische (Bestrahlung mit γ-Strahlen, thermomechanisches Refining), 
physikochemische (Autohydrolyse) sowie chemische (Natural Pulping, 
Sodaaufschluss) Methoden untersucht und verglichen. Als Bewertungskriterium 
dienten dazu der Ligningehalt des gewonnenen Zellstoffes sowie dessen 
Hydrolysierbarkeit. Alle untersuchten physikalischen Verfahren bewirkten keine 
Fraktionierung der Biomasse, sondern lediglich eine geringe Vergrößerung der 
inneren Oberfläche des Lignocellulose. Mittels enzymatischer Hydrolyse wurde nur 
ein Umsatz von 20,7 % erzielt, was im Vergleich zu nativen Weizenstroh lediglich 




eine Steigerung um 4,4 % entspricht. Aus diesem Grund sind diese Methoden nicht 
zur vollständigen stofflichen Nutzung der Biomasse geeignet. Bei der Autohydrolyse 
erfolgt bei 180 bis 220 °C die Abspaltung der Zuckersäuren und Acetyl-Gruppen der 
Hemicellulosen, woraus die Hydrolyse der glycosidischen Bindungen resultiert. In 
Folge dessen werden die Hemicellulosen abgebaut, woraus ein ligninreicher Zellstoff 
resultiert. Trotz des mit 30 % hohen Ligningehalts wurde ein Hydrolyseumsatz von 
66 % erreicht, was einer Verfünffachung im Vergleich zu nativen Stroh entspricht. Da 
mit dieser Vorbehandlungsmethode keine Fraktionierung der Biomasse möglich ist, 
kann keine vollständige stoffliche Nutzung gewährleistet werden, weshalb diese 
Methode nicht zielführend ist. Als chemische Vorbehandlungsmethoden wurden das 
Natural Pulping sowie ein alkalischer Aufschluss mit Natronlauge untersucht. Dabei 
erfolgte jeweils die Optimierung der Aufschlussdauer, der Konzentration sowie der 
Temperatur. Beim Natural Pulping wird die in situ-Bildung von Perameisensäure 
genutzt, um eine Delignifizierung der Biomasse um bis zu 50 % zu bewirken. Die 
Studien zur Optimierung der Reaktionsbedingungen ergaben, dass der Aufschluss mit 
60 %iger Ameisensäure unter Zugabe katalytischer Mengen 30 %igem 
Wasserstoffperoxid für 40 Minuten bei 103 °C durchgeführt werden sollte. Der 
Umsatz der enzymatischen Hydrolyse des isolierten Zellstoffes betrug aufgrund des 
mit 11 % vergleichsweise hohen Ligningehalts nur 74 %. Zwar ist dieses eine 
deutliche Steigerung im Vergleich zum nativen Stroh, jedoch für den Gesamtprozess 
nicht ausreichend. Aus diesem Grund wurde mit dem alkalischen Aufschluss ein 
weiterer vielversprechender Ansatz verfolgt. In Analogie zur Papier- und 
Zellstoffindustrie erfolgte die Behandlung des Weizenstrohs mit Natronlauge, infolge 
dessen eine Delignifizierung resultiert. Unter optimierten Bedingungen (160 °C, 
30 Minuten, 3 Gew.-% NaOH) wurde so ein Zellstoff mit einem Ligningehalt < 6 % 
isoliert, woraus ein Hydrolyseumsatz von 83 % resultierte. Da mit der alkalischen 
Vorbehandlung der höchste Hydrolyseumsatz erreicht wurde, erfolgten alle weiteren 
Untersuchungen mit Zellstoff aus diesem Aufschluss. 
Im Anschluss der Vorbehandlung der Biomasse folgt die enzymatische Hydrolyse des 
Zellstoffes. Die hohe molekulare Komplexität der Cellulose und Hemicellulose bedarf 
die Nutzung eines Enzymkomplexes. Dieser besteht im Wesentlichen aus Endo- und 
Exoglucanasen sowie β-Glucosidasen. Nebenbestandteile sind zudem Hemicellulasen 
und Pektinasen. Insbesondere die Konzentration der β-Glucosidasen spielt eine 
Schlüsselrolle in der enzymatischen Hydrolyse. Diese Enzyme spalten Cellobiose in 




zwei Glucosemonomere, wodurch eine Produktinhibierung der Endo- und 
Exoglucanasen durch Cellobiose vermieden wird. Die meisten Studien nutzen dafür 
einen Cellulasekomplex aus T. reesei. Dieser weist jedoch eine geringe Toleranz 
gegenüber Ethanol und Lignin auf und hat zudem eine ungünstige Zusammensetzung 
der Einzelenzyme, weshalb die Zugabe weiterer Enzyme notwendig ist. Aus diesem 
Grund werden in den meisten Arbeiten β-Glucosidasen aus A. niger hinzugefügt. 
Aufgrund hoher Enzymkosten verschlechtert dieses die Prozessökonomie erheblich, 
sodass nach Alternativen gesucht wird. Aus diesem Grund wurde in dieser Arbeit mit 
einem Enzymkomplex aus P. verruculosum gearbeitet. Dieser zeichnet sich durch eine 
zehnfach höhere β-Glucosidasekonzentration aus, weshalb die Zugabe weiterer 
Enzyme entfällt. Des Weiteren konnte eine höhere Toleranz gegenüber Lignin und 
Ethanol gezeigt werden. In ausführlichen Studien zur Optimierung der 
Hydrolysebedingungen wurde gezeigt, dass die optimalen Bedingungen 50 °C in 
50 mM Citratpuffer pH 5 bei einer Enzymkonzentration von 50 FPU·g-1 Zellstoff sind. 
Unter diesen Bedingungen wurde bereits nach acht Stunden Hydrolyse ein 
quantitativer Umsatz des Zellstoffes erlangt, was die Rechtfertigung des 
Enzymkomplexes aus P. verruculosum zeigt. 
Untersuchungen zum Adsorptionsverhalten der Cellulasen auf unterschiedlichen 
Substraten haben die Notwendigkeit einer effizienten Delignifizierung der Biomasse 
deutlich gemacht. Je höher der Ligninanteil ist, desto mehr treten nicht-produktive 
Bindungen der Enzyme auf, wodurch sich die zur Hydrolyse zur Verfügung stehende 
Enzymkonzentration verringert. Im Gegensatz zu anderen Studien wurde zudem 
gezeigt, dass der Zusatz von Additiven wie Polymere oder Proteine keinen positiven 
Einfluss auf die Umsätze hat. 
Für die Erzeugung einer möglichst hohen Ethanolkonzentration ist eine hohe initiale 
Substratkonzentration notwendig. Mit zunehmender Zellstoffkonzentration steigt 
jedoch die Konzentration der Inhibitoren und der Stoff- und Wärmetransport 
verschlechtert sich erheblich. Um die optimale Substratkonzentration bestimmen zu 
können, wurden enzymatische Hydrolysen mit 2 bis 10 Gew.-% Zellstoff 
durchgeführt. Dabei ergab sich, dass mit zunehmender Substratkonzentration sowohl 
die freigesetzte Glucosekonzentration als auch der Umsatz steigt. Aufgrund der 
Reduzierung der initialen Reaktionsgeschwindigkeit sinkt jedoch die Produktivität. 
Die mit 4,9 g·L-1·h-1 höchste Produktivität wurde mit 5 Gew.-% initialer 
Zellstoffkonzentration erreicht. Die daraus resultierende Glucosekonzentration von 




39,7 g·L-1 ist jedoch für die Entwicklung eines wirtschaftlichen Prozesses zu gering, 
weshalb untersucht wurde, inwiefern eine mehrstufige Substratzugabe zu einer 
Steigerung der Umsätze und Glucosekonzentrationen führt. Durch die zweifache 
Substratzugabe wurde zwar die Homogenisierung erleichtert, die produzierten 
Umsätze von 71 % liegen jedoch unterhalb derer im Batch-Verfahren (81,3 %). 
Gründe für dieses Phänomen können Inhibierungen der Cellulasen aufgrund der hohen 
Glucosekonzentration sein. Vorangegangene Inhibierungsstudien haben gezeigt, dass 
Glucosekonzentration > 50 g·L-1 einen erheblichen Einfluss auf die Aktivität der 
Cellulasen und β-Glucosidasen haben. Aus diesem Grund muss eine in situ-Entfernung 
der Glucose erfolgen. Dieses kann gewährleistet werden, indem im SSF-Prozess 
enzymatische Hydrolyse und Fermentation simultan geführt werden. 
Das SSF-Verfahren ist aufgrund der Vielzahl parallel ablaufender Reaktionen und 
daraus resultierender Synergien ein sehr komplexer Prozess, weshalb nach 
erfolgreicher Optimierung der Hydrolyse zunächst eine Optimierung der Fermentation 
durchgeführt wurde. Dabei stellte sich heraus, dass diese bei 37 °C in Leitungswasser 
bei pH 5 mit 8 Gew.-% Hefe S. cerevisiae und einem Stickstoffgehalt von 0,2 g·L-1, 
welcher mit Ammoniumsulfat und Schlempe im Verhältnis 1:1 eingestellt wird, 
durchgeführt werden sollte. Für die Übertragung auf den SSF-Prozess musste folglich 
eine Anpassung der Reaktionstemperatur erfolgen. Untersuchungen zum SSF-Prozess 
bei optimalen Bedingungen der Hydrolyse (50 °C) und der Fermentation (37 °C), 
zeigten eine deutliche Präferenz zur niedrigeren Temperatur, weshalb die 
Durchführung des SSF-Prozesses im Folgenden immer bei 37 °C erfolgte. Analog zu 
den Untersuchungen der enzymatischen Hydrolyse wurde der Einfluss der 
Substratkonzentration auf die Ethanolbildung untersucht. Dazu erfolgte der Vergleich 
verschiedene Prozessvarianten wie SSF mit Vorhydrolyse, Fed-Batch und Batch im 
Rührkessel sowie im Freifallmischer (Feststofffermenter). Letztere Variante lieferte 
dabei mit Abstand das Beste Ergebnis, was darauf zurückzuführen ist, dass die mit 
50 Gew.-% die höchste initiale Zellstoffkonzentration eingesetzt werden kann. Unter 
diesen Bedingungen ist es gelungen nach 72 Stunden eine Ethanolkonzentration von 
12,8 Vol.-% zu erzielen. Vergleichbare Ergebnisse wurden bislang nur mit zucker- 
und stärkehaltigen Rohstoffen erreicht. Einziger Wermutstropfen dabei ist die 
vergleichsweise geringe Ethanolausbeute von 39 %. Diese kann jedoch durch eine in 
situ-Entfernung des Ethanols durch Stripping gesteigert werden. 




Im Rahmen einer Maßstabsvergrößerung wurde der im Labor entwickelte Prozess 
erfolgreich in den Technikumsmaßstab übertragen. Dazu erfolgte eine Aufskalierung 
der Vorbehandlung von 2 auf 400 L und die Fermentation von 1 auf 220 L. Für beide 
Teilprozesse wurden analoge Ergebnisse beobachtet. Die dabei erbrachten Ergebnisse 
stellten die Grundlage für eine Berechnung der Produktionskosten dar. Unter 
Einbeziehung einer stofflichen Verwertung des Lignins im Sinne der Gewinnung 
phenolischer Spezies wurden Produktionskosten von 0,55 bis 1,64 €·L-1 Ethanol 
berechnet. Diese Werte liegen im Bereich von Literaturangaben, jedoch unterhalb des 
aktuellen Marktpreises für Ethanol (0,35 €·L-1[286]). 
Um die Wirtschaftlichkeit des Prozesses weiter zu steigern, erfolgte eine 
Folgekonvertierung des Ethanols zur Ethylen. Dazu wurde mittels Stripping mit 
Stickstoff der Ethanol aus der Fermentationsbrühe ausgetragen und bei 300 °C über 
ein Katalysatorbett, bestehend aus HZSM-5, geleitet. Das Resultat war ein 
quantitativer Umsatz zu Ethylen bei einer Selektivität von 25,1 %. Als Nebenprodukte 
traten vor allem verschiedene C4-Spezies auf. 
Während der alkalischen Vorbehandlung fällt neben dem Zellstoff noch eine 
Hemicellulosefraktion an. Diese besteht insbesondere aus Xylose, Xyloseoligomeren, 
Arabinose sowie Glucose. Aufgrund des hohen Pentoseanteils und einer starken 
Verdünnung stellt dessen stoffliche Verwertung eine große Herausforderung dar. Eine 
fermentative Konvertierung zu Ethanol oder organischem Säuren wie Essigsäure ist 
aus wirtschaftlicher Sicht daher nicht sinnvoll. Verfahren zur effizienten Isolierung, 
Konzentrierung und Verwertung sollte Gegenstand weiterer Untersuchungen sein. In 
einem aktuellen Forschungsvorhaben wird bereits die Verwendbarkeit als 
Flotationshilfsmittel sowie als Flammschutzmittel getestet.  
Darüber hinaus konnte der entwickelte Prozess ohne Probleme auf andere 
Einjahrespflanzen wie Miscanthus und Luzerne übertragen werden, was die 
Flexibilität des Prozesses wiederspiegelt. Gegenstand zukünftiger Untersuchungen ist 
die Testung der Eignung weiterer Rohstoffe für den Prozess. Insbesondere die Nutzung 
von gemischten Rohstoffen würde eine ganzjährige Verfügbarkeit der Rohstoffe 
garantieren. Neben landwirtschaftliche Reststoffe sollten zudem Nebenprodukte der 
lebensmittelverarbeitenden Industrie, wie Trester, Treber und Retouren aus dem 
Einzelhandel (z.B. Limonaden, Brot, Kuchen) im Fokus der Versuche stehen. Diese 
Rohstoffe werden aktuell vor allem in Biogasanlagen verwertet, was keiner effizienten 
Verwertung entspricht. Insbesondere Rohstoffe mit einem vergleichsweise niedrigem 




pH-Wert können nur bedingt eingesetzt werden und resultieren auch in einen geringen 
Biogasertrag. 
Der Fokus weiterer Untersuchungen sollte in der Anzucht der Mikroorganismen sowie 
dessen Mehrfachverwendung liegen. Lignocellulosehaltige Rohstoffe können als 
Substrat für die Anzucht der Cellulasen dienen. Aus dem Einsatz von Reststoffen als 
Rohstoff resultieren erhebliche Kosteneinsparungen. Des Weiteren wirkt sich ein 
komplexes Anzuchtmedium positiv auf die Komplexität und Stabilität des 
produzierten Enzymkomplexes aus, was wiederum positiv für den SSF-Prozess ist. So 
werden Kosten für die Enzymproduktion eingespart und die notwendige Enzymmenge 
wird reduziert, was wiederum Kosten einspart. Neben dem Anzuchtmedium ist eine 
on-site-Produktion der Cellulasen und Hefen zu etablieren. Dadurch ist der Prozess 
unabhängiger von Marktpreisen und es können im Prozess anfallende Begleitstoffe 
genutzt werden. Vor allem die Hemicellulosefraktion sowie die anfallende Schlempe 
sollten geeignete Anzuchtmedien sein. Durch eine on-site-Produktion entfällt eine 
aufwendige Konservierung und der gekühlte Transport sowie deren Lagerung Vorort. 
Weitere Punkte die zur Verbesserung der Prozessökonomie beitragen. Ein weiteres 
Einsparungspotential besteht in der Mehrfachnutzung der Mikroorganismen. 
Aufgrund der simultanen Verzuckerung und Fermentation ist dieses jedoch eine sehr 
große Herausforderung. Durch eine Immobilisierung der Organismen auf magnetische 
Partikel könnten diese leicht von der Fermentationsbrühe abgetrennt und somit 
wiederverwendet werden. Da es sich bei den Cellulasen um eine Vielzahl von 
Enzymen handelt ist dieses sehr schwierig und ist bis heute noch nicht gelungen. Ein 
weiteres Problem dabei ist, dass der Wirkmechanismus der Hydrolyse auf der 
Adsorption der Enzyme auf den Fasern beruht und dieses durch eine Immobilisierung 
stark eingeschränkt wird. 
Abschließend kann festgestellt werden, dass es gelungen ist ein Prozess zu entwickeln, 
der die Produktion von 13 Vol.-% Ethanol aus Weizenstroh ermöglicht. Gelungen ist 
dieses durch die Synergie einer effizienten Vorbehandlung und eines robusten 
Enzymkomplexes. Die dabei resultierenden Produktionskosten von 0,55 bis 1,64 €·L-1 
Ethanol sind vergleichbar mit anderen Studien, aber deutlich über dem Marktpreis für 
Ethanol. Eine deutliche Reduzierung der Kosten kann wahrscheinlich durch die 
Optimierung der Anzuchtbedingungen der Mikroorganismen realisiert werden, wofür 
weitere umfangreiche Untersuchungen notwendig sind. 
  




4. Experimenteller Teil 
4.1 Eingesetzte Materialien und Geräte 
Geräte 
Brutschrank Memmert GmbH + Co. KG 
DHA (Detailed Hydrocarbon Analysis) PerkinElmer, Inc. 
Digitalmikroskop VHX-5000 KEYENCE GmbH 
Feststofffermenter Terrafors-IS Infors HT 
Gaschromatograph PerkinElmer, Inc. 
HPLC (UltiMate™ 3000) 
ELS-Detektor (PL-ELS 2100) 
RI-Detektor 
UV-Detektor (UltiMate™ 3000) 
Dionex 
Polymer Laboratories Ltd. 
Shimadzu GmbH 
Dionex 
Inkubationsschüttler Ecotron Infors HT 
Mikroskop Primo Star Carl Zeiss Microscopy GmbH 
pH-Elektrode Mettler Toledo GmbH 
Photometer (V630) JASCO GmbH 
ReactIR 15 Mettler Toledo GmbH 
AgX-Faserkanal DiComp Mettler Toledo GmbH 
Sauerstoffelektrode Mettler Toledo GmbH 
Spritzenfilter (PVDF, 0,20 µm, ø 15 mm) Carl Roth GmbH 
Sterilwerkbank MSC-Advantage Thermo Scientific GmbH 
Thermomixer comfort Eppendorf AG 
Tischfermenter Minifors Infors HT 
TOC/TNb Analysator multi N/C 2100 S Analytic Jena AG 
Zentrifuge (Fresco 17) Heraeus GmbH 
 
  





Alkalisch vorbehandeltes Stroh Institut für Pflanzen- und Holzchemie 
TU Dresden 
Cellulase aus A. niger Merck 
Cellulase aus T. reesei (Celluclast® 1.5 L) Sigma-Aldrich 
Enzymkomplex aus P. verruculosum Sächsisches Institut für Angewandte 
Biotechnologie (SIAB) Leipzig 
Filterpapier Whatman No. 1 Whatman International Ltd. 
Hemicellulase aus A. niger Sigma-Aldrich 
Laccase T. versicolor Sigma-Aldrich 
Lactobacillus brevis DSMZ 
Natural Pulping-Stroh Sächsisches Institut für Angewandte 
Biotechnologie e.V. Leipzig 
S. cerevisiae L13 Örtliche Bäckerei 
TMP-Stroh Holz- und Faserwerkstofftechnik der 
TU Dresden 
Weizenkleie AGRANA Gruppe Wien 
Weizenstroh Agrargenossenschaft Ruppendorf e.G 
 
Lösungsmittel, Salze und andere Standardchemikalien wurden von Carl Roth GmbH, 








4.2 Verwendete Lösungen 
4.2.1 DNS-Reagenz 
3,5-Dinitrosalicylsäure (7,5 g·L-1), Natriumhydroxid (14 g·L-1) und 
Kaliumnatriumtartrat-Tetrahydrat (216 g·L-1) werden bei 40 °C in destilliertem 
Wasser gelöst. Nach vollständigem Lösen der Salze wird das Reagenz in eine braune 
Glasflasche überführt und im Kühlschrank aufbewahrt.  
 
 
4.2.2 Citratpuffer (0,05 M, pH 5,0) 
31 g Citronensäure-Monohydrat werden in 150 mL dest. Wasser gelöst, mit 
Natronlauge auf pH 5,0 eingestellt und im Maßkolben auf 250 mL aufgefüllt. Der so 
hergestellte 1 M Citratpuffer wird entsprechend auf 0,05 M verdünnt (25 mL Puffer 
auf 475 mL dest. Wasser) und der pH-Wert kontrolliert. Bei einer Abweichung des 




In einem Maßkolben werden 50 mg Coomassie blue G-250 in 25 mL 95%igen Ethanol 
und 50 mL konzentrierter Phosphorsäure gelöst und mit dest. Wasser auf 500 mL 





Die Zusammensetzung des MRS-Mediums kann aus Tabelle 4.1 entnommen werden. 
Zur Herstellung werden alle notwendigen Komponenten in dest. Wasser gelöst, der 
pH-Wert auf 6,2-6,5 mit Natronlauge eingestellt und anschließend autoklaviert. Für 
ein MRS-Festmedium werden zusätzlich 10 g Agar hinzugegeben. 
  




Tabelle 4.1 Zusammensetzung des MRS-Mediums in dest. Wasser. 
 c [g·L-1] 












4.3 Analytische Methode 
4.3.1 Photometrische Methoden 
Bestimmung des Proteingehaltes  
Die Bestimmung des Proteingehaltes erfolgt nach der Methode von Bradford (1976) 
in der Modifikation von Zor und Selinger (1996).[341] Dazu wird eine Kalibration gegen 
Rinderserumalbumin (0-20 µg·mL-1) durchgeführt. Für die Proteinbestimmung 
werden 20 μL der Enzym- bzw. Standardlösung mit 1 mL Bradford-Reagenz versetzt, 
sofort kräftig geschüttelt und nach ca. 20 Minuten photometrisch bei 465 und 595 nm 
vermessen. Zur Berechnung des Proteingehalts wird das Verhältnis der Absorption 
595/465 nm genutzt. 
 
 
Gesamtheit der reduzierende Zucker 
Die Bestimmung der Gesamtheit der reduzierende Zucker erfolgt durch die sogenannte 
DNS-Methode nach Ghose (1987).[342] Dazu wird 1 mL der Probe mit maximal 4 g·L-1 
Zucker mit 3 mL DNS-Reagenz versetzt und 10 Minuten im siedenden Wasserbad 
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Reaktion durch Zugabe von 3 mL DNS-Reagenz. Die Probe wird anschließend 
10 Minuten im Wasserbad gekocht und nach Zugabe von 10 mL dest. Wasser 
photometrisch bei 540 nm gegen den Nullwert vermessen.  
Mit Hilfe einer Kalibration mit Glucose (0-5 g·L-1) wird die Konzentration der 
freigesetzten Glucose bestimmt, auf dessen Grundlage die Berechnung der Aktivität 
erfolgt. Ein International Unit (IU) entspricht dabei der Bildung von 1 µmol Glucose 







c ∙ 1.000 ∙ 2
180 ∙ 60
= c ∙ 0,185 (3) 
 
 
Bestimmung der β-Glucosidaseaktivität 
1 mL Citratpuffer (0,05 M, pH 5,0) wird mit 1 mL p-Nitrophenyl-β-D-glucopyranosid-
Lösung (0,1 Gew.-% in dest. Wasser) und 1 mL Probe gemischt, bei 50 °C für 
30 Minuten inkubiert und anschließend mit 1 mL 1 M Na2CO3-Lösung versetzt. 
Anschließend erfolgt die Messung der Extinktion bei 400 nm und Bestimmung der 
Konzentration des gebildeten p-Nitrophenols mittels einer Kalibrierung 
(2-200 mg·L-1). Ein Unit (U) β-Glucosidase entspricht dabei der Bildung von 1 µmol 







c ∙ 1.000 ∙ 4
139 ∙ 30












3UREH PLW P/ &0&/|VXQJ *HZ LQ GHVW :DVVHU JHPLVFKW XQG IU
0LQXWHQ EHL & LQNXELHUW$QVFKOLHHQG HUIROJW GLH=XJDEH YRQ P/'16
5HDJHQ]XQGGLH,QNXEDWLRQGHU0LVFKXQJIUIQI0LQXWHQLPVLHGHQGHQ:DVVHUEDG
1DFK =XJDEH YRQ P/ GHVW :DVVHU IROJW GLH SKRWRPHWULVFKH %HVWLPPXQJ GHU


















'LH %HVWLPPXQJ GHU ȕ*OXFRVLGDVHDNWLYLWlW HUIROJW DQKDQG GHV $EEDXV GHV
0RGHOOVXEVWUDWHV S1LWURSKHQ\Oȕ'JOXFRS\UDQRVLG 313* ]X S1LWURSKHQRO
$EELOGXQJ

$EELOGXQJ +\GURO\VH YRQ S1LWURSKHQ\Oȕ'JOXFRS\UDQRVLG 313* ]X S1LWURSKHQRO
GXUFKȕ*OXFRVLGDVH
'LH=XJDEHYRQ1D&2/|VXQJGLHQWGHP$EEUXFKGHU5HDNWLRQ




Bestimmung der Xylanaseaktivität 
Die Bestimmung der Xylanaseaktivität erfolgt analog zur Bestimmung der 
Cellulaseaktivität nach der Methode von Bailey.[343]. 
Es werden 1 mL Enzymlösung mit 1 mL Citratpuffer (0,05 M, pH 5,0) und 1 mL 
Xylan (1 Gew.-% in dest. Wasser) versetzt und 30 Minuten bei 50 °C inkubiert. 
Anschließend erfolgt die Zugabe von 3 mL DNS-Reagenz und fünfminütige 
Inkubation im siedenden Wasserbad. Alsdann werden 10 mL dest. Wasser hinzugefügt 
und die Probe photometrisch bei 540 nm gegen den Blindwert vermessen.  
Mit Hilfe einer Kalibration mit Xylose (0-5 g·L-1) wird die Konzentration der 
freigesetzten Xylose bestimmt, auf dessen Grundlage die Berechnung der Aktivität 
erfolgt. Ein International Unit (IU) entspricht dabei der Bildung von 1 µmol Xylose 









= c ∙ 0,222 (6) 
 
 
4.3.2 Chromatographische Methoden 
Analyse der Hydrolysate 
Die Analyse der Hydrolysate erfolgt per HPLC unter Verwendung eines UV- sowie 
ELS-Detektors. Zum Einsatz kommt eine mit Aminopropyl-Gruppen modifizierte 
Kieselgelsäule (Macherey-Nagel Nucleodur 100-5 NH2-RP, Länge 250 mm, 
Innendurchmesser 4 mm) bei einer Ofentemperatur von 30 °C und einer mobilen 
Phase bestehend aus Acetonitril und deionisierten Wasser. Zur Detektion möglicher 
Furfurale erfolgt eine UV-Detektion bei 280 nm. Die Kenndaten des ELSDs sowie die 
HPLC-Methode können Tabelle 4.2 und Tabelle 4.3 entnommen werden. 
 
Tabelle 4.2 Kenndaten des Evaporative Light Scattering Detectors (ELSD). 
Größe Wert 
Evaporator Temperatur 94 °C 
Nebuliser Temperatur 60 °C 
Carrier Flow (N2) 1 slm 




Tabelle 4.3 Flussraten und Zusammensetzung der mobilen Phase. 
Zeit Flussrate Anteil Acetonitril 
0-9 min 1 mL·min-1 85 % 
10-13 min 0,9 mL·min-1 95 % 
13-18 min 0,9 mL·min-1 85 % 
18-27 min 1 mL·min-1 21 % 
27-30 min 1 mL·min-1 85 % 
 
Für die Monosaccharide Arabinose, Xylose, Rhamnose, Fructose, Mannose, Glucose 
und Mannose sowie für das Dimer Cellobiose wird eine Fünfpunkt-Kalibrierung im 
Bereich von 0 bis 20 g·L-1 durchgeführt. Die Auswertung erfolgt durch 
doppellogarithmische Auftragung der Peakfläche gegen die Konzentration. 
Zur Analyse der Hydrolysate werden zu 1 g Probe 200 µL interner Standard (20 g·L-1 
Maltitol) sowie 500 µL eiskaltes Aceton gegeben. Nach 30 Minuten auf Eis stehend, 
werden die Probe zentrifugiert (10 min, 5 °C, 10.000 x g) und der Überstand über 
einen Spritzenfilter (PVDF, 0,22 µm) in ein Vial überführt. Gegebenenfalls erfolgt 
eine Verdünnung der Probe mit dest. Wasser. Injiziert werden 5 µL Probe. 
 
 
Analyse der Fermentationsbrühen 
Die simultane Analyse der organischen Säuren sowie Fermentationsalkohole mittels 
HPLC wird mit der Ionenausschlusssäule Rezex Roa-Organic Acid (H+) von 
Phenomenex (Länge 300 mm, Innendurchmesser 7,8 mm) durchgeführt. Als mobile 
Phase dient dabei 0,005 N Schwefelsäure (0,6 mL·min-1) bei einer Ofentemperatur 
von 40 °C. Die Detektion erfolgt mit Hilfe eines RI-Detektors (40 °C, plus-Modus). 
Zur Analyse werden die Proben zentrifugiert (10 min, 5 °C, 10.000 x g), der Überstand 
über einen Spritzenfilter (PVDF, 0,22 µm) in ein Vial überführt und 50 µL in die 
HPLC-Anlage injiziert. Die Quantifizierung erfolgt mittels Fünfpunkt-Kalibrierung 









Bestimmung des Stickstoffgehalts 
Die Quantifizierung des Stickstoffgehalts in Enzymlösungen, Hydrolysaten sowie 
Fermentationsbrühen erfolgt mit Hilfe des TOC/TNb Analysators von Analytic Jena 
Ag. Dazu wird die Lösung über ein Spritzenfilter (PVDF, 0,22 µm) filtriert und 
gegebenenfalls mit dest. Wasser verdünnt. 
 
 
Gaschromatographische Analyse der Dehydratisierungsprodukte 
Die Flüssigproben werden mit Aceton aufgenommen und anschließend mittels DHA 
analysiert. Dafür wird eine PDMS-Säule mit einer Länge von 100 m und einem 
Innendurchmesser von 250 µm verwendet. Sowohl die Injektor- als auch die 
Detektortemperatur beträgt 250 °C. Als Trägergas wird Wasserstoff (39 kPa) und als 
Splitrate 50 genutzt. Das Ofentemperaturprofil lautet wie folgt: 0-1,5 min 5 °C, 
Temperaturerhöhung um 22 K·min-1 auf 48 °C, 29 min halten, Temperaturerhöhung 
um 2,5 K·min-1 auf 150 °C, 15,7 min halten. 
Die Gasproben werden ohne weitere Vorbehandlung in ein GC injiziert. Als Säule 
wird eine Elite-1 mit einer Länge von 60 m und einem Innendurchmesser von 320 µm 
verwendet. Sowohl die Injektor- als auch die Detektortemperatur beträgt 200 °C. Als 
Trägergas wird Wasserstoff (60 kPa) und als Splitrate 3,7 genutzt. Das 
Ofentemperaturprofil lautet wie folgt: 0-7 min 35 °C, Temperaturerhöhung um 
10 K·min-1 auf 20 °C, 2 min halten. 
 
 
4.3.3 Nasschemische Methoden zur Charakterisierung der Feststoffe 
 
Bestimmung Feuchtegehalt 
Die Bestimmung des Feuchtegehalts der Rohstoffe oder anderer Feststoffe erfolgt 








Bestimmung des Holocellulosegehalts 
Es werden in einen 300 mL Erlenmeyerkolben mit Schliff 0,5 g Probenmaterial (auf 
0,1 mg genau) mit 75 mL dest. Wasser, 0,1 mL Eisessig und 0,5 g Natriumchlorit 
versetzt und eine Stunde unter Schütteln im Wasserbad bei 70-80 °C inkubiert. 
Anschließend erfolgt eine erneute Zugabe von 0,1 mL Eisessig und 0,5 g 
Natriumchlorit und eine weitere Stunde Inkubation im temperierten Wasserbad. 
Insgesamt wird diese Behandlung fünfmal durchgeführt. Nach Abkühlen der 
Reaktionsmischung auf 10 °C erfolgt die Filtration über eine G3-Fritte mit 
anschließendem Waschen mit kaltem dest. Wasser (bis säurefrei). Zuletzt wird die 
gewonnene Holocellulose bei 105 °C bis zur Massekonstanz getrocknet. 
 
 
Bestimmung Cellulosegehalt nach Kürschner und Hoffer 
Zu 1 g getrockneten Feststoff werden 25 mL frisch hergestellte Nitriermischung 
(Ethanol : Salpetersäure (65 Gew.-%) 4 : 1) gegeben und eine Stunde unter Rückfluss 
gekocht. Anschließend erfolgt eine Filtration der Mischung über eine G3-
Quarzglasfritte. Der feste Rückstand wird erneut mit 25 mL Nitriermischung für eine 
Stunde unter Rückfluss gekocht. Diese Behandlung wiederholt sich insgesamt dreimal. 
Nach der letzten Filtration wird der Rückstand zunächst mit Ethanol und anschließend 
mit heißem, dest. Wasser gewaschen. Die erhaltene Cellulose wird mit 100 mL 
heißem, dest. Wasser in einen Rundkolben überführt und für 30 Minuten unter 
Rückfluss gekocht. Anschließend erfolgte eine erneute Filtration über eine G3-Fritte 
und das säurefrei Waschen mit heißem, dest. Wasser. Der Rückstand wird bei 105 °C 
im Trockenschrank bis zur Massekonstanz getrocknet und anschließend ausgewogen. 





Die Bestimmung des säureunlöslichen Ligninanteils (Klason-Lignin) erfolgt nach 
TAPPI 122.[344] Dazu werden 1 g Analysenmaterial mit 20 mL 72 Gew.-%ige 
Schwefelsäure versetzt und für zwei Stunden bei Raumtemperatur inkubiert. 




Anschließend erfolgt die Verdünnung die Mischung mit dest. Wasser auf 650 mL und 
das Erhitzen unter Rückfluss für fünf Stunden. Nach Abkühlen des Gemisches wird 
über eine G4-Fritte filtriert, mit dest. Wasser gewaschen und bei 105 °C bis zur 
Massekonstanz getrocknet. Die Berechnung des Ligningehalts erfolgt auf Grundlage 




Die Bestimmung des Stärkegehalts der Biomasse erfolgt nach Ačkar et al.[345] Dazu 
werden 0,5 g des Probenmaterials bei Raumtemperatur für zwei Stunden in 0,25 %iger 
NaOH-Lösung suspendiert. Nach Abtrennung des Feststoffes mittels 
Vakuumfiltration erfolgt die Zentrifugation des Filtrats bei 10.000 rpm für 
10 Minuten. Das dabei gebildete weiße Pellet (isolierte Stärke) wird von der 
überstehenden Lösung (Proteine) abgetrennt und nach Aufschlämmen mit dest. 
Wasser weitere fünfmal zentrifugiert. Die so gereinigte Stärke wird abgetrennt, bei 
105 °C getrocknet und ausgewogen. 
 
 
Bestimmung des gebundenen Stickstoffgehalts 
Die Bestimmung des gebundenen Stickstoffgehalts erfolgt nach der Methode von 
Kjeldahl. Dazu wird die zu untersuchende Probe mit Natronlauge gelaugt und der 
dabei freigesetzte Ammoniak mittels Titration mit 0,1 N HCl bestimmt. 
Für die Laugung werden 60 mL dest. Wasser mit 0,1 g sowie 0,5 g Weizenkleie und 
einem Siedestab im Destillierkolben einer entsprechenden Kjeldahl-Apparatur 
zusammengefügt. Die Zugabe von 20 mL 10-15 %iger Natronlauge und erhitzen bis 
zum Siedepunkt gewährleistet die Freisetzung von Ammoniak, welches durch 
0,1 N HCl und Tashiro-Indikator aufgefangen wird. Um die Effizienz der Destillation 
zu steigern, erfolgt die zweimalige Zugabe von 50 mL Natronlauge in den 
Destillierkolben. Über das in der Vorlage gelöste Ammoniak wird über das bis zum 
Farbumschlag eingesetzte Titrationsvolumen an 0,1 N NaOH der Stickstoffanteil 
ermittelt. 
 





(𝑐𝑉𝑜𝑟𝑙𝑎𝑔𝑒 ∙𝑉𝑉𝑜𝑟𝑙𝑎𝑔𝑒 − 𝑐𝑇𝑖𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 ∙𝑉𝑇𝑖𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛) ∙ 𝑀𝑆𝑡𝑖𝑐𝑘𝑠𝑡𝑜𝑓𝑓
𝑚𝑊𝑒𝑖𝑧𝑒𝑛𝑘𝑙𝑒𝑖𝑒∙ 1000
∙100 % (7) 
 
Mit Hilfe des ermittelten Stickstoffgehalts kann durch Multiplikation eines 
Normfaktors (Nitrogen Factor-NF) in Höhe von 6,25[346] auf den Proteingehalt 
geschlussfolgert werden. Dieser Faktor ist notwendig, da die verwendete Biomasse 
neben Proteinen noch weitere stickstoffhaltige Verbindungen wie Nucleinsäuren und 
Aminosäuren enthält, welche für die Berechnung beachtet werden müssen. 
 
 
4.3.4 Bestimmung Vitalität von Hefezellen 
Für den Vitalitätstest wird 0,1 %ige Methylenblaulösung im Verhältnis 2:1 mit der 
Hefesuspension vermischt und das Gemisch bei Raumtemperatur für 10 Minuten 
inkubiert. Anschließend werden die toten, blau gefärbten Zellen in einer Thoma 
Zählkammer mittels Mikroskop bei 400facher Vergrößerung ausgezählt. Die Berechnung 






∙100 % (8) 
 
 
4.3.5 In situ-Echtzeitanalyse mittels IR-Spektroskopie 
Das Reaktionsgefäß, in dem sich der gewünschte Ansatz befindet, wird mit einer IR-
Sonde versehen. Alle fünf Minuten erfolgt mit Hilfe der iC IR™ Software automatisch 
die Aufnahme eines IR-Spektrums im Bereich von 650 bis 2.500 cm-1, was die 
Grundlage der quantitativen Analyse mittels der Software iC Quant™ liefert. Für diese 
quantitative Analyse werden spezifische IR-Banden ausgewählt. Die Auswertung der 








4.4 Vorbehandlung lignocellulosehaltiger Biomasse 
Wenn nicht anders angegeben wird Weizenstroh als Modellsubstrat verwendet. 
 
4.4.1 Physikalische Vorbehandlung 
Zur besseren Handhabung des Weizenstrohs erfolgt eine Zerkleinerung mittels Hege 
Häcksler auf 4 bis 10 cm Länge. 
Des Weiteren soll der Einfluss verschiedener Verfahren mechanischer 
Vorzerkleinerung auf die enzymatische Hydrolyse untersucht werden. Dazu wird das 
Weizenstroh zum einem gemahlen (Mühle Retsch SM 100, Sieb 4 mm) und zum 
anderen mittels thermomechanischer Zerfaserung (TMP, 12“ Andritz-Laborrefiner 
ohne Vordämpfer, Mahlspalt 0,15 mm) zerkleinert. Durch letzteres Verfahren wird 
eine Faserlänge von 0,1 bis 2 mm erreicht. 
Die physikalische Vorbehandlung wird vom Institut für Holz- und 
Faserwerkstofftechnik der Technischen Universität Dresden durchgeführt. 
 
 
4.4.2 Alkalische Vorbehandlung 
Die alkalische Vorbehandlung der Biomasse erfolgt am Institut für Pflanzen- und 
Holzchemie der Technischen Universität Dresden. Dazu wird die Biomasse in einem 
2 L-Autoklaven (ohne Rührer, Wand- und Bodenheizung, 5-6 bar) mit Natronlauge 
behandelt. Dabei beträgt das Flüssigkeits-Feststoff-Verhältnis immer 6,2 mL·g-1. 
Nach Abschluss des Aufschlusses erfolgt eine Fest-Flüssig-Separation mittels 
Büchner-Trichter. Der Zellstoff wird mit Natronlauge (0,1 M) sowie dest. Wasser 
gewaschen und anschließend bei 105 °C getrocknet. Aus der Aufschlusslösung erfolgt 
die Abtrennung des Lignins nach Fällung mit Salz- (6 M) bzw. Schwefelsäure (3 M) 
bei pH 1 oder 3.  
Zur Optimierung des Prozesses wird die Konzentration der Natronlauge (1, 3, 6, 
9 Gew.-%), die Aufschlusstemperatur (100, 120, 140, 160 °C) sowie die 
Aufschlussdauer (0, 30, 90, 180 min) variiert. 
 
 




4.4.3 Natural Pulping Aufschluss 
Der Biomasseaufschluss nach dem Natural Pulping Verfahren erfolgt im Sächsischen 
Institut für Angewandte Biotechnologie e.V. in Leipzig in Anlehnung an das von S. 
Siegle beschriebene Verfahren.[86] Der Aufschluss erfolgt durch Erhitzen von 65 g 
Weizenstroh mit 1,6 L Ameisensäure bei 105-108 °C im 3 L-Rundkolben mit 
Rückflusskühler und KPG-Rührer (90 rpm). Nach 20 Minuten Aufschluss erfolgt die 
kontinuierliche Zugabe von Wasserstoffperoxid (1 mL·min-1, 30 Gew.-%). Nach 
Abkühlen der Aufschlusslösung wird der Zellstoff mittels Filtration abgetrennt und 
säurefrei gewaschen. Der gewaschene Zellstoff wird bei 105 °C getrocknet. Aus der 
Aufschlusslösung erfolgt eine destillative Rückgewinnung der Ameisensäure, um 
diese für weiter Aufschlüsse wieder verwenden zu können. Durch Zugabe von Wasser 
zum Destillationsrückstand wird Lignin gefällt. Das Fällprodukt wird mittels Filtration 
abgetrennt und zur Lagerung sowie Charakterisierung gefriergetrocknet. 
Zur Optimierung des Aufschlusses wird der Einfluss der Konzentration der 
Ameisensäure (30, 50, 60, 80 Gew.-%) untersucht. Zudem wird die Aufschlussdauer 
von 20 bis 60 Minuten variiert. Um eine höhere Biomassekonzentration nutzen zu 
können wird neben dem Batch-Verfahren ein Fed-Batch-Verfahren getestet. Dazu 
wird nach 20 Minuten Aufschlusszeit erneut 65 g Weizenstroh hinzugefügt und erneut 
20 Minuten erhitzt. 
 
 
4.5 Anzucht der Mikroorganismen 
4.5.1 Kultivierung der Hefe S. cerevisiae 
Für die Fermentationsversuche wird der Mikroorganismus Saccharomyces cerevisiae 
L13 verwendet. Diese Hefe wird unter dem Handelsnamen FALA-Frischhefe 
vertrieben. 
Als Anzuchtmedium wird YPD (Yeast extract, Peptone, Dextrose)-Medium genutzt. 








Tabelle 4.4 Zusammensetzung des YPD-Anzuchtmediums 
Bestandteil c 
Hefeextrakt 10 g·L-1  
Pepton 20 g·L-1 
D-Glucose-Monohydrat 22 g·L-1 
 
Die Glucoselösung wird getrennt von der Stickstoffquelle für 20 Minuten bei 121 °C 
autoklaviert und anschließend steril unter Nutzung der Sterilwerkbank zugegeben. Für 
die Herstellung von YPD-Agarplatten wird YPD-Anzuchtmedium unter Zugabe von 
20 g·L-1 Agar-Agar verwendet. Die Kultivierung von S. cerevisiae findet bei 30 °C 
und 150 rpm im Inkubationsschüttler statt. Hierbei werden 30 mL YPD-Medium mit 
Hefe, direkt vom Hefewürfel, angeimpft. Nach 24 Stunden wird diese Zellsuspension 
als Ausgangsmaterial für die Vereinzelung der Hefezellen verwendet. Die Inkubation 
der Agarplatten erfolgt ebenfalls drei Tage lang bei 30 °C. Die bewachsenen Platten 
werden drei Wochen lang bei 4 °C im Kühlschrank gelagert. 
Eine Überimpfung auf neue YPD-Agarplatten wird nach diesem Zeitraum 
durchgeführt. Die Kultivierung der Hefe erfolgt unter sterilen Bedingungen. 
Für die Wachstumsversuche werden Vorkulturen angelegt. Dazu werden 20 mL 
YPD-Anzuchtmedium im 100 mL Schikanekolben überführt und mit einer 
bewachsenen Agarplatte angeimpft. Das Zellmaterial wird steril in den 




4.5.2 Anzucht von L. brevis 
Die gelieferte Ampulle mit dem Bakterium in lyophiler Form wird an der Spitze 
erhitzt, mit ein paar Wassertropfen zum Einreißen gebracht und vorsichtig aufgeklopft.  
Nach Entfernung des enthaltenen Baumwollstopfens unter sterilen Bedingungen 
erfolgt das Abflammen der Öffnung der inneren Ampulle. Zur Rehydrierung der 
Bakterien werden 0,5 mL MRS-Nährmedium für 30 Minuten hinzugegeben und zur 
Minimierung des Kontaminationsrisikos mit dem Baumwollstopfen verschlossen. 
Anschließend wird die Bakteriensuspension mittels einer sterilen Impföse vorsichtig 
verrührt und zum Animpfen von 50 mL Inokulum (MRS-Medium) verwendet. Alle 




3-4 Tage erfolgt das Überimpfen mit 5-10 mL auf 30 °C temperiertes frisches 
Inokulum auf 50 mL. Zum Animpfen der 90 mL Fermentationsansätze werden jeweils 
10 mL Inokulum verwendet, um ein Gesamtvolumen von 100 mL zu erhalten. 
 
 
4.6 Enzymatische Hydrolyse von Lignocellulose 
Untersuchungen zur Charakterisierung und Optimierung der enzymatischen 
Hydrolyse von Lignocellulose werden im 25 mL-Maßstab im Erlenmeyerkolben 
durchgeführt. Dazu wird die Biomasse im Reaktionsmedium bis zu vollständigen 
Benetzung suspendiert und bei 50 °C im Inkubationsschüttler (150 rpm) inkubiert. Im 
Anschluss erfolgt die Zugabe des Enzymkomplexes. Eine sterile Arbeitsweise ist nicht 
notwendig. Wenn nicht anders angegeben, wird eine Feststoffkonzentration von 
2 Gew.-%, Citratpuffer (50 mM, pH 5,0) und 100 FPU·g-1 TM Enzymkomplex 
P. verruculosum genutzt. In den Versuchen zum Vergleich der Hydrolyseleistung von 
Cellulasen aus P. verruculosum und T. reesei erfolgt jeweils der Einsatz einer 
Cellulaseaktivität von 100 FPU·g-1 TM.  
Versuche bezüglich des Einflusses der Feststoffkonzentration auf die enzymatische 
Hydrolyse werden in einem Tischfermenter (Minifors) im 1 Liter-Maßstab 
durchgeführt. Dazu wird die gewünschte Biomassekonzentration (2, 5 bzw. 10 g·L-1) 
in Citratpuffer (50 mM, pH 5,0) suspendiert (100 rpm) und auf 50 °C temperiert. Nach 
vollständiger Benetzung und Temperierung erfolgt die Zugabe des Enzymkomplexes 
aus P. verruculosum (15 FPU·g-1 TM). Während der Reaktion wird der pH-Wert 
mittels Natronlauge (1 N) bzw. Schwefelsäure (1 N) konstant auf 5,0 gehalten. In 
definierten Zeitabständen werden ca. 2 mL Probe entnommen und per HPLC 








4.7 Charakterisierung der enzymatischen Hydrolyse von Lignocellulose 
4.7.1 Untersuchungen zur Adsorptionskinetik 
Zur Charakterisierung des Adsorptionsverhalten von Cellulasen werden 2 Gew.-% 
Biomasse mit 50 mM Citratpuffer (pH 5,0) und Enzymkomplex gemischt und bei 
50 °C für 30 Minuten bei 150 rpm inkubiert. Die Proteinkonzentration wird von 0 bis 
3 g·L-1 variiert. Im Anschluss erfolgt die Entnahme von 20 µL Probe aus dem 




Um den Einfluss der Inhibitoren (Glucose, Cellobiose, Ethanol, Temperatur, pH-Wert 
sowie unterschiedliche Lignine) auf die Hydrolyserate zu untersuchen, werden 
2 Gew.-% alkalisch vorbehandeltes Weizenstroh (3 Gew.-% NaOH, 160 °C, 30 min) 
mit 100 FPU·g-1 TM Cellulasen (P. verruculosum sowie T. reesei) in Citratpuffer 
(50 mM, pH 5,0), in dem sich der Inhibitor befindet, für 24 Stunden bei 50 °C 
inkubiert. Im Anschluss wird die Konzentration der freigesetzten Zucker per HPLC 
analysiert. Zur Untersuchung des Einflusses des pH-Wertes wird an Stelle des 
Citratpuffers mit dest. Wasser mit entsprechenden pH-Wert gearbeitet.  
Zur Analyse des Einflusses auf die Einzelenzymaktivität wird zur Vereinfachung 
Filterpapier als Substrat verwendet. Es werden enzymatische Hydrolysen von 
2 Gew.-% Filterpapier mit Cellulasen (100 FPU·g-1 TM) in Citratpuffer (50 mM, 
pH 5,0) mit dem Inhibitor bei 50 °C für 24 h durchgeführt. Im Anschluss werden die 
Einzelenzymaktivitäten photometrisch analysiert. Die Inhibitorkonzentration wird von 
0 bis 50 g·L-1 variiert. Zur Untersuchung des Einflusses der Temperatur wird 37, 50 
und 60 °C getestet.  
 
 
4.7.3 Hydrolyse verschiedener Lignocellulosen 
Um unterschiedliche Lignocellulosen hinsichtlich ihrer Hydrolysierbarkeit mit dem 
Enzymkomplex aus P. verruculosum zu untersuchen werden alle Biomassen unter 
folgenden Bedingungen verzuckert: 2 Gew.-% Biomasse, 50 mM Citratpuffer pH 5,0, 




100 FPU·g-1 TM P. verruculosum, 50 °C, 150 rpm, 24 Stunden. Im Anschluss an die 
Verzuckerung werden die freigesetzten Zucker per HPLC untersucht. 
 
 
4.7.4 Untersuchungen hinsichtlich der Reaktionsführung 
Zusätzlich zur standardmäßigen Durchführung der Hydrolyse im Batch-Verfahren 
wird ein Fed-Batch-Verfahren getestet. Dazu wird am Beispiel einer enzymatischen 
Hydrolyse von 5 Gew.-% alkalisch vorbehandeltem Weizenstroh (3 Gew.-% NaOH, 
30 Minuten, 160 °C) nach 24 Stunden Verzuckerung erneut 5 Gew.-% Biomasse 
hinzugegeben. Die Reaktion wird unter folgenden Bedingungen im Tischfermenter 
durchgeführt: Leitungswasser, 50 FPU·g-1 TM Enzymkomplex aus P. verruculosum, 
pH 5,0, 100 rpm, 37 °C. Als Korrekturmedium diente 1 N Natronlauge und 
1 N Schwefelsäure. Das Gesamtvolumen beträgt 1 L. 
 
 
4.8 Herstellung von Bioethanol 
4.8.1 Wachstumsuntersuchungen 
Die Hefen werden in YPD-Medium sowie in sterilen und unsterilen Hydrolysat bei 
30 °C inkubiert. Die Kontrolle des Wachstums erfolgt durch Messung der optischen 
Dichte am Photometer bei 600 nm gegen Luft. Die Probennahme erfolgt alle 
3 Minuten. Nach 24 Stunden erfolgt die Probennahme dreimal am Tag. Es wird der 
Blindwert, d.h. der Messwert von Hydrolysat bzw. YPD-Medium ohne Zellen 
ermittelt. Bei Extinktionen > 0,3 wird die Zellsuspension entsprechend verdünnt. 
Anhand der Messungen kann die Wachstumskurve aufgestellt und demnach die 
Wachstumsparameter Verdopplungszeit (td) und maximale Wachstumsrate (µmax) 
berechnet werden. Für diese Berechnung wird der natürliche Logarithmus der 
gemessenen optischen Dichte (OD600 nm) gegen die Zeit (t) aufgetragen. Im Bereich des 
linearen Wachstums entspricht der Anstieg der Regressionsgeraden der maximalen 
Wachstumsrate. Die Verdopplungszeit kann aus der Wachstumsrate berechnet 
werden. 
 OD600 nm = µMax∙t −  n (9) 












Wenn nicht anders angegeben wird der in Tabelle 4.5 angegebene Ansatz verwendet. 
Als Reaktionsmedium wird Citratpuffer (50 mM, pH 5,0) verwendet. Zudem werden 
Untersuchungen durchgeführt, in der das Reaktionsmedium durch selbsterzeugte 
Schlempe ergänzt wird. Eine Regulation des pH-Wertes erfolgt nicht. Als 
Reaktionstemperatur wird 37 °C gewählt. Bei Fermentationen im Feststofffermenter 
(≥ 10 Gew.-% Feststoffgehalt) erfolgt zudem eine online Analyse des Sauerstoff- und 
Kohlenstoffdioxidgehalts. 
In definierten Zeitabständen werden die Fermentationsbrühen beprobt und bezüglich 
dem Zucker- und Ethanolgehalt per HPLC analysiert. Nach maximal eine Woche 
Reaktion wird der SSF-Prozess abgebrochen. 
 
Tabelle 4.5 Standardmäßige Ansatz zur Untersuchung des SSF-Prozesses 
Substanz Konzentration 
Biomasse 2 bis 50 g·L-1 
Hefe S. cerevisiae L13 10 g·L-1 
Ammoniumsulfat (NH4)2SO4 2 g·L-1 
Kaliumhydrogenphosphat KH2PO4 1 g·L-1 
Magnesiumsulfat MgSO4·7H2O 1 g·L-1 
Enzymkomplex P. verruculosum 50 FPU·mL-1 
Gesamtvolumen 1 L 
 
 
4.10 Enzymatischer Abbau des Fermentationsrestes 
Es werden 2,5 Gew.-% Fermentationsrest mit 5 mL Laccase Trametes versicolor 
(0,01 g·L-1), 2,5 mL ABTS-Lösung (2,5 g·L-1) und 45 mL Acetatpuffer (pH 4, 0,1 M) 
bei Raumtemperatur für 24 h vermischt. Die Reaktionskontrolle erfolgt mittels 
ReactIR. Nach Abbruch der Reaktion wird die Flüssigphase mittels HPLC hinsichtlich 




phenolischer Bestandteile sowie Sacchariden und Ethanol analysiert. Die 




Nach Optimierung des SSF-Prozesses erfolgt ein Scale-up des Prozesses im 
Fraunhofer-Zentrum für Chemisch-Biotechnologische Prozesse (CBP) in Leuna. 
 
 
4.11.1 Alkalische Vorbehandlung 
Für die Vorbehandlung des Weizenstrohs werden zwei Aufschlüsse in einem 400 L-
Festbettreaktor durchgeführt. Je Aufschluss kommen dabei 25 kg gehäckseltes 
Weizenstroh zum Einsatz. Die Durchführung beider Aufschlüsse erfolgt mit 
3 Gew.-%iger Natronlauge bei 160 °C und 12 bar für 30 Minuten und einem Flüssig-
Feststoff-Verhältnis von 6,2 mL·g-1. Im Gegensatz zu den Laborversuchen wird die 
temperierte Lauge permanent durch die Schüttung aus Weizenstroh gepumpt. Nach 
Abschluss des Aufschlusses erfolgt das Waschen des Zellstoffes mit dest. Wasser und 
zur besseren Lagerung die Trocknung bei 105 °C. 
Aus der Schwarzlauge wird das Lignin mittels Schwefelsäure (30 Gew.-%) bei pH 2 




Die Maßstabsvergrößerung der Ethanolproduktion erfolgt in einem 220 L 
Edelstahlrührkessel mit Ankerrührer. Als Substrat werden 100 g·L-1 alkalisch 
vorbehandeltes Weizenstroh eingesetzt. Aufgrund einer sehr schlechten Rührbarkeit 
wird das Substrat zweistufig zugefügt. Es erfolgt zunächst eine 150-minütige 
Vorhydrolyse von 84 g·L-1 Zellstoff mit dem Enzymkomplex aus P. verruculosum 
(50 FPU·g-1) bei 45 °C. Der pH-Wert wird mittels 12,5 %iger Schwefelsäure und 
12,5 %iger Ammoniumhydroxid-Lösung auf pH 4,9 eingestellt und konstant gehalten. 
Die Zusammensetzung des Reaktionsmediums kann aus Tabelle 4.6 entnommen 
werden. Als Lösungsmittel dient Leitungswasser. 




Tabelle 4.6 Zusammensetzung des Reaktionsmediums 
Additiv Konzentration 
Biomasse 100 g·L-1 
Ammoniumsulfat (NH4)2SO4 2 g·L-1 
Kaliumhydrogenphosphat KH2PO4 1 g·L-1 
Magnesiumsulfat MgSO4·7H2O 0,2 mg·L-1 
Enzymkomplex P. verruculosum 50 FPU·g-1 
Gesamtvolumen 140 L 
 
Nach der Vorhydrolyse wird der Reaktorinhalt auf 35 °C abgekühlt und es erfolgt die 
Zugabe des restlichen Zellstoffes sowie der Hefe S. cerevisiae (7,5 g·L-1). Nach 
72 Stunden Fermentation wird die Reaktion abgebrochen und der Reaktor entleert. 
 
 
4.12 Dehydratisierung von Bioethanol zur Produktion von Bioethylen 
Die Dehydratisierung des Bioethanols erfolgt in einem Festbettreaktor aus Quarz, der 
speziell für diese Anwendung gebaut wurde. Für die Umsetzung wird die auf 37 °C 
thermostatisierter ethanolischer Lösung (Fermentationsbrühe oder Modelllösung) 
mittels Stickstoffstrom (0,2 sL·min-1), der zunächst einen Sättiger mit einer 
Ethanol/Wasser-Lösung durchströmt, durch die Katalysatorschüttung geleitet. Die 
ethanolische Lösung im Sättiger hat die gleiche Konzentration, wie die im Eduktstrom. 
Als Katalysator dient ZSM-5 in der H-Form. Der pulverförmige Katalysator wird in 
einer Presse bei 2·104 N gepresst, gemörsert und gesiebt. Für die katalytische 
Umsetzung findet die Fraktion zwischen 315 und 500 µm Anwendung. Zum 
Kalzinieren des eingesetzten Katalysators (0,52 g) wird dieser im Reaktor mit 
2,5 K·min-1 auf 120 °C aufgeheizt. Nach 15-minütigem Halten der Temperatur folgt 
eine Temperaturerhöhung um 3 K·min-1 auf 300 °C. Diese Temperatur wird wiederum 
für eine Stunde gehalten.  
Sowohl die Gas- als auch die Flüssigphase wird gaschromatographisch untersucht. 
Im Anschluss beginnt die Versuchsdurchführung. In Abbildung 4.3 ist das 
Prozessschema dargestellt. 
 





Abbildung 4.3 Prozessschema zur Dehydratisierung von Bioethanol 
 
 
4.13 Produktion von Essigsäure 
Für die Untersuchungen zur Produktion von Essigsäure aus Weizenkleie wird 90 mL 
Nährmedium mit 10 mL Inokulum versetzt und über einen Zeitraum von fünf Tagen 
bei regelmäßiger Probenahme beobachtet. Als Nährmedium dient zum einen MRS-
Medium, dessen Glucosekonzentration auf 20 g·L-1 angepasst ist, und zum anderen 
Hydrolysat aus der enzymatischen Umsetzung von 4 Gew.-% autoklavierter 
Weizenkleie mit 100 FPU·g-1 P. verruculosum bei pH 4. Des Weiteren wird 
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